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RESUMO 

 

SMIRNOW, I.C. Produção De Enxertos Ósseos A Partir Da Placenta Bovina 
Descelularizada. 2023, 73 f. Tese (Doutorado em Ciências) – Faculdade de Medicina 
Veterinária e Zootecnia, Universidade de São Paulo, 2023. 
 
Grandes defeitos ósseos, geralmente causados por: traumas, osteomielite, fraturas 

geradas por osteoporose, malformação congênita e ressecções de tumores, 

apresentam a característica de não possuírem a capacidade de autorreparo ósseo, 

necessitando-se assim de enxertos. A utilização de enxertos para o preenchimento 

desses defeitos, é baseado em aloenxertos, polímeros sintéticos biodegradáveis ou 

não degradáveis. Entretanto, o uso desses materiais apresenta limitações, o que 

resulta na busca de novos materiais para cumprir tal função, sendo uma boa opção 

aqueles derivados da bioengenharia tecidual. Através da bioengenharia, busca-se 

produzir enxertos ósseos por meio da recelularização de biomateriais ou hidrogéis. 

Uma fonte alternativa para produção de ambos os materiais seria a placenta bovina, 

que demonstra manutenção dos componentes essenciais na matriz extracelular após 

a descelularização, permitindo adesão e manutenção celular. Assim, o objetivo deste 

projeto é utilizar cotilédones bovinos descelularizados, como biomateriais 

estruturalmente naturais ou hidrogéis. Com intuito de produção de biomateriais ósseos 

funcionalizados estes biomateriais podem ser associados a células tronco 

mesenquimais caninas diferenciadas à linhagem óssea. Para tanto, foram utilizados 

cotilédones provenientes de 10 gestações bovinas que foram descelularizados, 

validados como biomaterial e utilizados para produção de hidrogéis (por meio de 

digestão enzimática e gelificação). Tanto os biomateriais descelularizados como os 

hidrogéis foram recelularizados com células tronco mesenquimais caninas derivadas 

de tecido adiposo (caracterizadas de acordo com a Sociedade Internacional de 

Terapia Celular). Após o término do processo de descelularização, foi possível validar 

o scaffold placentário em biomaterial, sendo observado a preservação dos 

componentes da matriz extracelular e remoção das células, tais parâmetros que são 

propostos pela literatura. Os biomateriais mostraram-se receptivos as células tronco 

mesenquimais e células tronco mesenquimais em diferenciação para linhagem 

osteogênica, mostrando que, ao dia 25, repopularam o biomaterial. Ainda, na 

diferenciação das células tronco mesenquimais sobre biomateriais foi possível 



 
 

também observar presença de depósitos de cálcio. Foi possível realizar a produção 

de um hidrogel com adição de alginato a 8% e 12%, onde a maior concentração de 

alginato aparentou melhor estrutura, permitindo uma melhor recepção as células 

tronco mesenquimais. Dessa forma, os biomateriais mostram-se com potencial uso 

futuro para o tratamento de lesões ósseas na medicina veterinária, visto que estas 

células indiferenciadas podem diferenciar-se em células específicas para o processo 

de reparo ósseo, ou as células osteoprogenitoras podem acelerar o processo de 

cicatrização.  

 

Palavras-Chave: Bioengenharia de tecidos. Hidrogel. Medicina Regenerativa. 

Recelularização.  



 
 

ABSTRACT 

 

SMIRNOW, I.C. Bone grafts production from decellularized bovine placenta. 
2023, 73 f. Tese (Doutorado em Ciências) – Faculdade de Medicina Veterinária e 
Zootecnia, Universidade de São Paulo, 2023. 
 

 

Large bone defects, usually caused by: trauma, osteomyelitis, fractures caused by 

osteoporosis, congenital malformation and tumor resections, have the characteristic of 

not having the capacity for bone self-repair, thus requiring grafts. The use of grafts to 

fill these defects is based on allografts, biodegradable or non-degradable synthetic 

polymers. However, the use of these materials has limitations, which results in the 

search for new materials to fulfill this function, with those derived from tissue 

bioengineering being a good option. Bioengineering aims to produce bone grafts 

through the recellularization of biomaterials or hydrogels. An alternative source to 

produce both materials would be the bovine placenta, which demonstrates 

extracellular matrix essential components maintenance after decellularization, allowing 

cell adhesion and maintenance. Thus, the objective of this project is to use 

decellularized bovine cotyledons, as structurally natural biomaterials or to produce 

hydrogels. To produce functionalized bone biomaterials, these biomaterials can be 

associated with canine mesenchymal stem cells differentiated from the bone lineage. 

For this purpose, cotyledons from 10 bovine pregnancies were used, which were 

decellularized, validated as a biomaterial and used to produce hydrogels (through 

enzymatic digestion and gelation). Both the decellularized biomaterials and the 

hydrogels were recellularized with canine mesenchymal stem cells derived from 

adipose tissue (characterized according to the International Society for Cell Therapy). 

After the end of the decellularization process, it was possible to validate the placental 

scaffold as biomaterial, observing the preservation of extracellular matrix components 

and cells removal, such parameters that are proposed in the literature. The 

biomaterials were receptive to mesenchymal stem cells and mesenchymal stem cells 

in differentiation for osteogenic lineage, showing that, on day 25, they repopulated the 

biomaterial. Furthermore, in the differentiation of mesenchymal stem cells on 

biomaterials, it was also possible to observe the presence of calcium deposits. It was 

possible to produce a hydrogel with the addition of alginate at 8% and 12%, where the 

highest concentration of alginate appeared to be better structured, allowing better 



 
 

reception of mesenchymal stem cells. Thus, biomaterials show potential future use for 

the treatment of bone lesions in veterinary medicine, as these undifferentiated cells 

can differentiate into specific cells for the bone repair process, or osteoprogenitor cells 

can accelerate the process of bone repair. 

 

Keywords:  Hydrogel. Recellularization. Regenerative Medicine. Tissue 

bioengineering. 
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1. INTRODUÇÃO  

 

A bioengenharia de tecidos baseia-se em conhecimentos da biologia, química 

e da engenharia para a produção de materiais com propósito de devolver ou reparar 

função fisiológica de órgão ou parte dele. Uma das formas de produção de 

biomateriais, com estrutura personalizada, seria através do desenvolvimento de 

hidrogéis, sendo formulados com componentes da matriz extracelular que, podem 

incorporar aditivos para melhora estrutural, associados ou não, com células de 

interesse. 

Para defeitos e/ou fraturas de tecido ósseo muitas vezes são necessários 

enxertos de maiores dimensões, e os biomateriais podem se apresentar como uma 

solução clínica em distintas situações. Nesses casos, atualmente para preenchimento 

e reparação de defeitos ósseos são principalmente utilizados os enxertos ósseos 

alogênicos ou polímeros sintéticos. O uso dos enxertos autólogos apresenta como 

principal aspecto positivo o risco (praticamente) nulo de rejeição imunológica. 

Entretanto, tem como aspectos negativos a necessidade de procedimento cirúrgico 

adicional, morbidez do paciente e principalmente a limitação dimensional. Por outro 

lado, os polímeros sintéticos, de modo geral, ou não apresentam boa integração ao 

tecido ósseo ou podem ser absorvidos antes de findado o processo de reparação.  

Dessa forma, têm-se buscado novos materiais para o tratamento de defeitos 

ósseos, sendo uma boa alternativa aqueles produzidos por meio da bioengenharia de 

tecidos, visando a promover a reparação óssea. Dessa forma, temos como hipótese 

que biomateriais e/ou biogéis derivados de cotilédones bovinos descelularizados, tem 

capacidade de serem um microambiente capaz de promover aderência e 

desenvolvimento de células tronco mesenquimais durante diferenciação em linhagem 

osteogênica, possibilitando a criação de um biomaterial ósseo funcionalizado.  



19 
 

2. REVISÃO DE LITERATURA 

 

2.1. BIOENGENHARIA DE TECIDOS 

 

A bioengenharia de tecidos é uma área a qual é embasada em conhecimentos 

biológicos, químicos e de engenharia para desenvolver enxertos biológicos que 

possam devolver, manter ou melhorar a função fisiológica de uma área lesionada 

(GASQUE et al., 2011; HUSSEIN et al., 2016; LANGER; VACANTI, 1993; LEONEL, 

2016; PALONE; SILVA; DALBEN, 2015). Para alcançar tal objetivo é necessária a 

utilização de biomateriais que são desenvolvidos para desempenhar as atividades 

específicas e/ou adaptar-se a um determinado órgão (LEONEL, 2016).  

Os biomateriais podem ser definidos, de acordo com a sua elaboração, como 

sintéticos ou biológicos (LEONEL, 2016). Os biomateriais sintéticos são produzidos 

através de polímeros sintéticos, por exemplo: poliacrilamida (TILGHMAN et al., 2012) 

e o poli(ácido lático-co-ácido glicólico) (FISCHBACH et al., 2007); entretanto, esses 

biomateriais não apresentam a mesma complexidade estrutural de um órgão natural 

(XIANG et al., 2015). Enquanto os biomateriais biológicos são produzidos através do 

processo de descelularização, junto ou não com a recelularização ou produção de 

hidrogéis a partir de componentes da matriz extracelular (CRAPO; GILBERT; 

BADYLAK, 2011; HUSSEIN et al., 2016; LEONEL, 2016; MORRIS; CHANG; 

KYRIAKIDES, 2016).  

 

2.1.1.  Descelularização  

 

A descelularização é uma técnica baseada na retirada dos componentes 

intracelulares de um órgão, visando a manutenção da integridade e organização 

tridimensional da matriz extracelular (MEC) (CRAPO; GILBERT; BADYLAK, 2011; 

HUSSEIN et al., 2016; LEONEL et al., 2017; MORRIS; CHANG; KYRIAKIDES, 2016). 

As características estruturais e moleculares do órgão, tais como: consistência, 

espessura, teor lipídico, celularidade, capacidade de perfusão via sistema vascular, 

são essenciais para a escolha do método de descelularização. E esses métodos 

podem ter como base agentes físicos, biológicos e/ou químicos (Tabela 1) (ARENAS-

HERRERA et al., 2013; CRAPO; GILBERT; BADYLAK, 2011; FU et al., 2014; 
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GILBERT; SELLARO; BADYLAK, 2006; LEONEL et al., 2017). Os métodos físicos 

baseiam-se principalmente no congelamento e descongelamento, gradientes de 

pressão e aplicação de ondas sonoras em soluções aquosas. Os métodos biológicos 

utilizam enzimas como, por exemplo, nucleases, tripsina e lipases, entre outras. Por 

fim, os métodos químicos utilizam ácidos e bases, soluções hipotônicas e 

hipertônicas, detergentes, álcool, ácido etilenodiamino tetra-acético (EDTA), entre 

outros (CRAPO; GILBERT; BADYLAK, 2011; GILBERT; SELLARO; BADYLAK, 2006; 

KEANE; SWINEHART; BADYLAK, 2015; LEONEL, 2016; RANA et al., 2017).  

 

Tabela 1 - Aplicação dos métodos de descelularização.  
Método de 

Descelularização 
Agente 

Descelularizante 
Aplicabilidade Prós/Contras  Refs. 

Físico 

Ciclos de 
Congelamento e 

Descongelamento 

Útil para tecidos 
mecanicamente 

resistentes 

- Minimiza a quantidade de 
agentes químicos utilizados;  
- Perda não significativa de 

componentes da MEC; 
-Não remoção completa das 

células;  
- Necessidade de 

complementação de outros 
agentes descelularizantes.  

(GILBERT; SELLARO; 
BADYLAK, 2006; 

HOPKINSON et al., 2008; K 
M BULLARD, M J BANDA, J 
M ARBEIT, E BERGSLAND, 

1997; KEANE; 
SWINEHART; BADYLAK, 

2015; KIM et al., 2019; NING 
et al., 2012a; PATEL et al., 

2008) 

Abrasão 
mecânica 

Remoção 
superficial de 

células  

- Permite a remoção das 
camadas celulares 

superficiais; 
- Danificação da membrana 

basal e estruturas 
subjacentes.  

(CRAPO; GILBERT; 
BADYLAK, 2011; GENICIO; 
GALLO PARAMO; SHORTT, 
2015; GILBERT; SELLARO; 

BADYLAK, 2006; 
HOPKINSON et al., 2008; 

PITERINA et al., 2009) 

Biológico 

Proteases 
Remoção 

superficial de 
células 

- Permite a quebra das 
ligações entre célula-célula e 

célula-MEC; 
- Exposição prolongada 

resulta na degradação das 
fibras colágenas e elásticas 

(BROWN et al., 2011; 
CRAPO; GILBERT; 

BADYLAK, 2011; GILBERT; 
SELLARO; BADYLAK, 2006; 

KEANE; SWINEHART; 
BADYLAK, 2015; MEYER et 
al., 2006; PRASERTSUNG 
et al., 2008; YANG et al., 

2009) 

Nucleases 
Remoção dos 

ácidos nucleicos 

- Hidrolisam os ácidos 
nucleicos persistentes ao 

final do processo de 
descelularização;  

- Mostra-se difícil de ser 
removido do tecido; 

- Custo elevado quando 
comparado aos outros 

agentes descelularizantes. 

 (CRAPO; GILBERT; 
BADYLAK, 2011; ELDER; 
KIM; ATHANASIOU, 2010; 

GILBERT; SELLARO; 
BADYLAK, 2006; HUSSEIN 

et al., 2016; KEANE; 
SWINEHART; BADYLAK, 

2015; MATSUSHIMA et al., 
2014; ONISHI et al., 2018; 
PETERSEN et al., 2010) 

 Químico Ácidos e Bases 
Degradação 

das células por 
pH extremo  

- Dissociam o DNA 
remanescente; 

- Promovem a solubilização 
dos componentes 
citoplasmáticos;  

- Degradação dos 
componentes fibrosos e 

(ARENAS-HERRERA et al., 
2013; CRAPO; GILBERT; 

BADYLAK, 2011; DE 
FILIPPO; YOO; ATALA, 

2002; FREYTES et al., 2004; 
GILBERT; SELLARO; 

BADYLAK, 2006; KEANE; 
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substância fundamental 
amorfa. 

SWINEHART; BADYLAK, 
2015) 

Detergentes 

Solubilização da 
membrana 

plasmática das 
células  

- Agente descelularizante 
com maior eficácia;  

- Exposição prolongada e 
elevadas concentrações, 

podem resultar na 
degradação de fibras 
colágenas, fatores de 

crescimentos e 
glicosaminoglicanos 

(BARRETO et al., 2018; 
FAULK; WILDEMANN; 

BADYLAK, 2015; GILBERT; 
SELLARO; BADYLAK, 2006; 

KEANE; SWINEHART; 
BADYLAK, 2015; MATIAS et 
al., 2018; PALONE; SILVA; 

DALBEN, 2015) 

Álcoois 
Promove a 

desidratação 
das células 

- Promovem a lise celular e 
a retirada de lipídios do 

tecido 
- Geram alterações 

morfológicas e biomecânicas 

(HUSSEIN et al., 2016; 
LUMPKINS; PIERRE; 
MCFETRIDGE, 2008; 

PONCE MÁRQUEZ et al., 
2009; XU; CHAN; 

TIRUNAGARI, 2007) 

Soluções 
hipotônicas e 
hipertônicas 

Promove 
choque 

osmótico nas 
células 

- Geram poucas alterações 
na MEC 

- Necessidade de utilizar 
outros agentes 

descelularizantes 

(CONKLIN et al., 2002; 
ROSARIO et al., 2008; 
ROSS et al., 2009; XU; 

CHAN; TIRUNAGARI, 2007) 

Fonte: Smirnow, 2023 
Legenda: descrição dos principais métodos de descelularização, avaliando sua aplicabilidade, suas 
vantagens e desvantagens 

 

Após o processo de descelularização, para ser considerado como um 

biomaterial com possível utilidade clínica, alguns parâmetros devem ser alcançados, 

tais como: teor de DNA genômico menor que 50 ng por mg seca de matriz extracelular; 

não apresentar núcleos visíveis em colorações com Hematoxilina-Eosina (HE) e 4',6-

diamidino-2-phenynlidole (DAPI); e se apresentar DNA genômico remanescente, 

estes devem ter fragmentos inferiores 200 pb (FAULK; WILDEMANN; BADYLAK, 

2015; HUSSEIN et al., 2016; KEANE; SWINEHART; BADYLAK, 2015; LEONEL, 

2016).  

Devido ao processo de descelularização ter como objetivo a retirada das 

células do tecido, o scaffold deixa de apresentar expressão gênica, mantendo apenas 

os componentes da matriz extracelular que são conservados do ponto de vista 

evolutivo (BADYLAK; FREYTES; GILBERT, 2009; BERNARD et al., 1983; CRAPO; 

GILBERT; BADYLAK, 2011; GILBERT; SELLARO; BADYLAK, 2006; ÖZBEK et al., 

2010). Dessa forma, abre-se um enorme campo para o desenvolvimento de 

xenotransplantes, visto que não ocorreria, a princípio, uma resposta imunológica ao 

receptor do transplante. Assim, tem-se desenvolvido biomateriais de espécies 

originárias diferentes para aquelas receptoras (AMINI; LARI, 2021; CAPELLA-

MONSONÍS; ZEUGOLIS, 2021; CHENG et al., 2020). 
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2.1.2.  Esterilização  

 

Com o término da descelularização e tendo o intuito de recelularizar o 

biomaterial, ou utilizá-lo in vivo, é necessário realizar a esterilização. Esse processo 

visa realizar a eliminação de endotoxinas, DNA bacteriano, de fungos e de vírus, 

juntamente com o intuito de preservar a estrutura da matriz extracelular (CRAPO; 

GILBERT; BADYLAK, 2011; DESTEFANI; SIRTOLI; NOGUEIRA, 2017; 

FEDECOSTANTE et al., 2017; HUSSEIN et al., 2016; KARCZEWSKI; MALKIEWICZ, 

2015; KEANE; SWINEHART; BADYLAK, 2015). 

Para a realização da esterilização, atualmente podem ser utilizados os 

seguintes agentes: soluções ácidas, irradiação gama, óxido de etileno, irradiação de 

feixes de elétrons e dióxido de carbono supercrítico (CRAPO; GILBERT; BADYLAK, 

2011; DESTEFANI; SIRTOLI; NOGUEIRA, 2017; FEDECOSTANTE et al., 2017; 

HUSSEIN et al., 2016; KARCZEWSKI; MALKIEWICZ, 2015). Dentro das opções de 

soluções ácidas o ácido peracético se destaca porque além de ser um agente 

descelularizante, também atua nas endotoxinas, microrganismos e vírus, porém pode 

causar leves danos a matriz extracelular (FEDECOSTANTE et al., 2017). As formas 

de radiações anteriormente citadas e o óxido de etileno causam a alteração da 

estruturação da matriz extracelular (desnaturação de fibras colágenas e diminuição 

da quantidade de glicosaminoglicanos), além de também afetar lipídios residuais, 

tornando-os tóxicos (ação da radiação gama), e por fim, também afetam a proliferação 

celular. O dióxido de carbono supercrítico atua principalmente em bactérias, fungos e 

vírus, não deixando resíduos tóxicos no biomaterial, entretanto, causam leves 

modificações estruturais da matriz extracelular (CRAPO; GILBERT; BADYLAK, 2011; 

DESTEFANI; SIRTOLI; NOGUEIRA, 2017; FEDECOSTANTE et al., 2017; HUSSEIN 

et al., 2016; KARCZEWSKI; MALKIEWICZ, 2015; KEANE; SWINEHART; BADYLAK, 

2015). Uma vez esterilizado, o biomaterial pode ser então recelularizados. 

 

2.1.3  Recelularização 

 

A recelularização é um método que apresenta os princípios de distribuir as 

células desejadas por todo o biomaterial, buscando um posicionamento celular 

semelhante ao órgão in vivo, com o intuito de estabelecer a função natural do órgão 
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(BADYLAK; TAYLOR; UYGUN, 2011; GUAN et al., 2015; STOLTZ et al., 2017; 

WELMAN et al., 2015). Para a realização desse processo, a recelularização conta 

com técnicas adaptadas do cultivo celular, terapia celular, engenharia de tecidos e 

perfusão de órgãos isolados. (BADYLAK; TAYLOR; UYGUN, 2011). Para tanto, é 

importante realizar a escolha correta do tipo celular, densidade celular, estratégia de 

distribuição das células (injeção, perfusão ou imersão), e as condições do cultivo 

celular (nutrição, suplementos, concentração de oxigênio, temperatura, umidade, pH 

e estímulos biofísicos) (BADYLAK; TAYLOR; UYGUN, 2011; MOSER; OTT, 2014; 

WANG et al., 2015, 2017). 

Devido a interação entre as células e a matriz extracelular, a escolha do estado 

de diferenciação, fonte e tipo celular é de extrema importância, visando melhores 

resultados no repovoamento e funcionalidade do biomaterial (BADYLAK; TAYLOR; 

UYGUN, 2011). Quanto ao estado de diferenciação das células podemos ter as 

células tronco embrionárias (pluripotentes), células tronco pluripotentes induzidas, as 

células tronco mesenquimais (multipotentes) ou mesmo as células diferenciadas 

(BADYLAK; TAYLOR; UYGUN, 2011; BILODEAU et al., 2019; KHAN et al., 2014; 

MOSER; OTT, 2014; SCARRITT; PASHOS; BUNNELL, 2015; VINATIER; 

GUICHEUX, 2016).  

As células tronco mesenquimais são multipotentes e derivadas de tecido de 

origem mesodérmica (ANASIZ; OZGUL; UCKAN-CETINKAYA, 2017; KOBOLAK et 

al., 2016), podendo então ser obtidas em diversas fontes, tais como: tecido adiposo, 

medula óssea, derme, sangue periférico, placenta, funículo umbilical, fluído amniótico, 

etc. Ainda, essas células possuem a vantagem de não serem teratogênicas, ter 

reduzida capacidade de rejeição imunológica, apresentar facilidade de cultivo, e além 

da alta capacidade de reduzir processos inflamatórios (ANASIZ; OZGUL; UCKAN-

CETINKAYA, 2017; BEREBICHEZ-FRIDMAN; MONTERO-OLVERA, 2018; 

CONFALONIERI et al., 2018; FU et al., 2017; KOBOLAK et al., 2016). 

Visto as características de fácil obtenção e potencial terapêutico, tem-se 

utilizado as células tronco mesenquimais para ensaios clínicos para o tratamento de 

doenças que acometam os diversos sistemas do organismo, por exemplo: doenças 

cardiovasculares (FRIIS et al., 2011; MATHIASEN et al., 2012), doenças neurológicas 

(FILIPPI et al., 2016; MENDONÇA et al., 2014) e doenças relacionadas ao aparelho 
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locomotor (ossos [66,67], cartilagens articulares [68,69] e músculos esqueléticos 

[70,71]).  

 

2.1.4.  Hidrogel 

 

Os hidrogéis são biomateriais que podem ser alternativas ao uso de scaffolds 

produzidos por descelularização. Apresentam, dependendo de sua forma de 

produção, a possibilidade de personalização estrutural diferente daquela do órgão 

originário, e consequentemente podendo proporcionar respostas diferentes para o 

crescimento celular e ao reparo tecidual (EL-SHERBINY; YACOUB, 2013; PINA et al., 

2019) 

Os hidrogéis podem ser caracterizados como redes tridimensionais compostas 

por polímeros hidrofílicos, apresentando a capacidade de absorção de elevado teor 

de líquidos sem se liquefazer (EL-SHERBINY; YACOUB, 2013; SALDIN et al., 2017). 

Quanto a sua classificação, de acordo com a sua composição podem ser 

denominados como: naturais (por exemplo: constituídos por matriz extracelular 

proveniente de descelularização, colágeno, quitosana, alginato), sintéticos (por 

exemplo: ácido polilático [PLA], ácido poliglicólico [PLG], PLGA), ou mistos (mistura 

entre compostos naturais e sintéticos). Podem ainda ser classificados como 

biodegradáveis ou não degradáveis (EL-SHERBINY; YACOUB, 2013; KIM et al., 

2019; PINA et al., 2019; SALDIN et al., 2017; SPICER, 2020). 

Embora exista uma grande diversidade de materiais sintéticos como fonte de 

matéria prima para o desenvolvimento de hidrogéis, os mesmos, de forma isolada, 

ainda não conseguem reproduzir totalmente o microambiente tecidual (JUNG; 

BHUIYAN; OGLE, 2016). Dessa forma, uma opção com potencial terapêutico é a 

matriz extracelular proveniente da descelularização, visto que fornece o devido 

suporte estrutural, além de influenciar no comportamento das células (BISSELL; 

HALL; PARRY, 1982a; FRANTZ; STEWART; WEAVER, 2010).  

A fim de se buscar melhores respostas a consistência do hidrogel, além de 

aprimorar as capacidades desejadas perante as células, pode-se fazer misturas de 

polímeros naturais e/ou sintéticos (PARMAKSIZ; ELÇIN; ELÇIN, 2019; SPICER, 2020; 

YU et al., 2019). Um dos polímeros naturais que podem ser utilizados como aditivo na 
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formulação de hidrogéis é o alginato, um polímero biodegradável de polissacarídeo, 

sendo um dos mais utilizados dentro da engenharia tecidual. O seu uso difundido está 

relacionado a sua necessidade de cátions (Ca2+, por exemplo), para que ocorra a 

gelificação, dando a opção de controle de velocidade e intensidade de gelificação 

(fator influenciado pelo teor de cátions) e, consequentemente, onde será realizada a 

gelificação (SPICER, 2020). 

 

2.2. BIOENGENHARIA ÓSSEA 

Os ossos apresentam a função de sustentação do organismo, formação de 

sistemas de alavancas utilizados na movimentação, proteção de órgãos vitais, além 

de serem depósitos dinâmicos de minerais (principalmente cálcio e fosfato) (ALLORI; 

SAILON; WARREN, 2008; CLARKE, 2008; DYCE; SACK; WENSING, 2021). São 

constituídos de tecido ósseo que possui uma matriz extracelular mineralizada 

(também denominada como matriz óssea) e por três tipos celulares: osteoblastos, 

osteócitos e os osteoclastos (CLARKE, 2008; JUNQUEIRA; CARNEIRO, 2004a).  

Devido a sua constituição, a matriz óssea pode ser dividida em duas partes, a 

inorgânica e a orgânica. A porção inorgânica corresponde a 50-70% da massa da 

matriz óssea tendo uma grande concentração de íons cálcio e fosfato. A deposição 

desses minerais ocorre nos espaços presentes entre as extremidades das fibras de 

colágeno, fornecendo assim a rigidez mecânica e resistências a cargas (CLARKE, 

2008; JUNQUEIRA; CARNEIRO, 2004b; LANDIS, 1995). A porção orgânica 

corresponde a 20-40% da matriz óssea, sendo constituída principalmente por fibras 

de colágeno e em menores quantidades as proteínas não fibrosas: glicopreoteínas, 

proteoglicanos, sialoproteínas (ALLORI; SAILON; WARREN, 2008; CHENG; 

SOLORIO; ALSBERG, 2014; CLARKE, 2008; JUNQUEIRA; CARNEIRO, 2004b; 

POORNEJAD et al., 2016). Com a presença desses componentes, a porção orgânica 

é responsável por dar forma ao osso, além de proporcionar elasticidade e flexibilidade 

necessária ao tecido ósseo (ALLORI; SAILON; WARREN, 2008; CHENG; SOLORIO; 

ALSBERG, 2014; CLARKE, 2008).  

Lesões ósseas em pacientes saudáveis, como as fraturas por trauma, são 

reparadas por realinhamento anatômico e imobilização, geralmente resultam em uma 

boa cicatrização e remodelamento ósseo (CHENG; SOLORIO; ALSBERG, 2014). 

Entretanto, quando tal trauma é imobilizado com uso de estruturas metálicas (pinos e 
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placas, por exemplo) há possibilidade de rejeição, e como consequência um 

remodelamento ósseo mais demorado (BARTH, 2016; ROEHSIG et al., 2008). Por 

outro lado, há lesões causadas por afecções, tais como: osteomielite, fraturas geradas 

por osteoporose, malformação congênita e derivadas de ressecções de tumores; 

geram grandes defeitos ósseos que diminuem as chances de ocorrência de auto 

reparo, necessitando assim de utilização de enxertos (CHEN et al., 2018; CHENG; 

SOLORIO; ALSBERG, 2014; FISHER; PERETTI; SCOTTI, 2016; LOPES et al., 2018; 

MANSOUR et al., 2017; ONISHI et al., 2018). 

Dentre esses enxertos, podemos ter os autólogos, alogênicos e polímeros 

sintéticos (biodegradáveis e não degradáveis). Os enxertos autólogos apresentam 

alguns aspectos negativos, tais como: limitações dimensionais, necessidade de 

procedimentos cirúrgicos adicionais e morbidez do paciente. (BUENO; GLOWACKI, 

2009; FINKEMEIER, 2002; GAZDAG et al., 1995; GIANNOUDIS; DINOPOULOS; 

TSIRIDIS, 2005; KNESER et al., 2006). Os aloenxertos apresentam a rejeição 

imunológica como um principal ponto negativo (DAMIEN; PARSONS, 1991; 

GIANNOUDIS; DINOPOULOS; TSIRIDIS, 2005; TSIGKOU et al., 2010). Por fim, os 

polímeros sintéticos biodegradáveis (ácido poliláctico, ácido glicólico e 

policaprolactona, etc.) apresentam aspectos negativos de rápida degradação e 

acidificação do microambiente de implantação (BOSE; ROY; BANDYOPADHYAY, 

2012; CHEUNG et al., 2007); enquanto que os não degradáveis (polímeros metálicos 

e minerais) não permitem a integração de biomoléculas presentes no tecido em sua 

estrutura, além do risco da liberação de íons metálicos no osso (BOSE; ROY; 

BANDYOPADHYAY, 2012; DAS et al., 2008).  

Dessa forma, tem-se buscado alternativas para o desenvolvimento de enxertos 

ósseos com uso de técnicas de bioengenharia de tecidos, tais como a 

descelularização de tecido ósseo. Que apesar de produzir um biomaterial com 

características moleculares e biomecânicas semelhantes ao tecido nativo (CHENG; 

SOLORIO; ALSBERG, 2014; GOMES et al., 2006; PAPADIMITROPOULOS et al., 

2015; PHAM et al., 2008), necessita-se de um longo período para a obtenção do 

scaffold, iniciando-se com um processo de descalcificação (para poder acessar os 

constituintes orgânicos) e posteriormente a descelularização de fato, o que acarreta 

em perda de componentes da matriz extracelular (laminina e fibronectina) por efeito 

dos quelantes durante a calcificação (EDTA, por exemplo), além do processo de 
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descelularização que, naturalmente, já causa uma perda de componentes da matriz 

extracelular (GILBERT, 2012; LEE et al., 2016), mesmo quando associados agentes 

físico, químicos e enzimáticos no processo (DE PEPPO et al., 2013; HASHIMOTO et 

al., 2011; NING et al., 2012b). Além disso, características do doador (idade, 

hábitos/estilo de vida e sexo) de tecido ósseo podem influenciar fortemente a 

qualidade do biomaterial (RUSSELL; BLOCK, 1999). 

Dentro da bioengenharia óssea, tem-se desenvolvido biomateriais que estão 

associados às células tronco mesenquimais (BABA et al., 2010; LIANG et al., 2014; 

PEREIRA-JUNIOR et al., 2013). O uso dessas células está associado ao 

conhecimento de seu mecanismo de ação em fraturas, as quais são recrutadas para 

o local da lesão e proliferam-se, posteriormente se diferenciando em osteoblastos e 

condrócitos, realizando os processos de ossificação intramembranoso e endocondral, 

respectivamente (KNIGHT; HANKENSON, 2013). Dessa forma, o uso clínico dessas 

células, associados ou não a biomateriais, promete promover a aceleração da 

cicatrização óssea (GIULIANI et al., 2013; KNIGHT; HANKENSON, 2013; MELEK, 

2015; ORYAN et al., 2017). 

 

2.3. A PLACENTA NA BIOENGENHARIA DE TECIDOS 

 

A placenta apresenta-se como uma fonte alternativa de biomaterial para a 

bioengenharia de tecidos, não para o desenvolvimento de órgãos inteiros, mas sim 

para a produção de enxertos ou biomateriais funcionalizados. Suas principais 

características, principalmente quando se fala em placenta bovina, são: presença de 

uma rica matriz extracelular, presença de vasos sanguíneos bem estruturados e com 

diversos diâmetros, possuir uma grande dimensão, além de serem obtidas sem danos 

(ou de necessidade de um procedimento cirúrgico) ao doador (BARRETO et al., 2018; 

HOPPER; WOODHOUSE; SEMPLE, 2003; KAKABADZE et al., 2014; KAKABADZE; 

KAKABADZE, 2015). 

Dentre a grande variedade de placentas, a humana é a que mais tem sido 

utilizada para a produção de biomateriais com o objetivo de tratamentos de úlcera 

venosa (MERMET et al., 2007), para a produção de enxertos vasculares 

(KAKABADZE et al., 2014; KAKABADZE; KAKABADZE, 2015; SCHNEIDER et al., 

2016, 2018). Assim como para produção de uma complexa mistura de moléculas 
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bioativas para cicatrização de feridas profundas de pele (CHOI et al., 2013; HONG et 

al., 2010). 

Em relação à placenta animais, pouco ainda se sabe, porém o uso da placenta 

bovina para produção de biomateriais é possível devido ao processo de 

descelularização (por perfusão) pouco agressivo desenvolvido por Barreto et al., 2018 

que proporcionou a manutenção de componentes fibrosos, os quais são responsáveis 

pela estruturação da matriz extracelular (colágeno I e III) e flexibilidade (elastina); 

proteoglicanos, os quais atuam na regulação e adesão da matriz extracelular, além da 

capacidade de influenciar o metabolismo celular, devido a sua capacidade de retenção 

de fatores de crescimento; glicoproteínas multiadesivas (laminina e fibronectina), que 

estão presentes na membrana basal, ancorando as células ao colágeno tipo IV; e os 

glicosaminoglicanos, que devido a sua característica hidrofílica, atua como uma 

reserva de citocinas, hormônios e fatores de crescimento (BARRETO et al., 2023; DE 

SÁ SCHIAVO MATIAS et al., 2022). Entretanto, quando se pensa em descelularização 

em maior escala, a descelularização pode ser facilitada (ou abreviada) por imersão e 

agitação dos agentes descelularizantes químicos e/ou biológicos, do que quando 

realizada por perfusão (CRAPO; GILBERT; BADYLAK, 2011; KEANE; SWINEHART; 

BADYLAK, 2015). A possibilidade (e facilidade) do uso da imersão e/ou agitação 

acaba sendo determinado de acordo com o tamanho, a espessura e densidade do 

órgão, além da concentração do agente descelularizante e intensidade da agitação 

(CRAPO; GILBERT; BADYLAK, 2011; LEE et al., 2016; YANG et al., 2010). Devido à 

grande dimensão da placenta bovina, e sua taxa de perfusão fisiológica ser menor do 

que a corpórea, a descelularização por perfusão se torna lenta. Portanto a 

fragmentação deste órgão associada à descelularização por imersão e agitação pode 

reduzir o tempo total do processo (CRAPO; GILBERT; BADYLAK, 2011).  
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3. OBJETIVOS 

 

3.1. OBJETIVO GERAL 

 

O presente estudo tem como objetivo produzir biomateriais ósseo 

funcionalizados através da recelularização de cotilédones bovinos descelularizados, 

ou hidrogéis derivados deste material utilizando células tronco mesenquimais de 

tecido adiposo caninas.  

 

3.2. OBJETIVOS ESPECÍFICOS  

 

-  Isolar e caracterizar células tronco mesenquimais de tecido adiposo caninas; 

- Promover a adesão de células tronco mesenquimais de tecido adiposo 

caninas sobre biomateriais derivados de cotilédones bovinos descelularizados; 

- Diferenciar células tronco mesenquimais de tecido adiposo caninas, em 

linhagem osteogênica, diretamente sobre biomateriais derivados de cotilédones 

bovinos descelularizados; 

- Produzir biogel estável, denso e que permita a adesão e desenvolvimento das 

células tronco mesenquimais de tecido adiposo caninas; 

 

 

4. HIPÓTESE 

 

Os cotilédones descelularizados, e hidrogel produzidos a partir do mesmo, são 

capazes de fornecer um microambiente ideal para adesão e proliferação celular, 

permitindo a diferenciação de células tronco mesenquimais de tecido adiposo caninas 

em linhagem osteogênica, e por consequência a produção de um biomaterial ósseo 

funcionalizado com possibilidade de modelação estrutural. 
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5. JUSTIFICATIVA  

 

Devido à ausência de terapias que solucionem de fato, ou abreviem o tempo 

de reparação de lesões ósseas, são necessárias técnicas alternativas para a solução 

desse problema. Com isso, a bioengenharia de tecidos pode ajudar, e muito, na 

produção de um biomaterial ósseo funcionalizado, utilizando uma fonte de matriz 

extracelular e células que aumentem a capacidade de reparação local. A placenta 

bovina vem se mostrando uma fonte de biomaterial estruturalmente preservado, e com 

presença de moléculas que podem auxiliar esse processo reparatório. Assim como as 

células tronco mesenquimais de tecido adiposo caninas também possui várias 

vantagens no sentido de promover ou acelerar a autoreparação de um órgão.  
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6. METODOLOGIA  

 

6.1. DESENHO EXPERIMENTAL  

 

Figura 1 - Desenho Experimental. 

Fonte: Smirnow, 2023 
Legenda: As placentas bovinas foram coletadas no terço médio do período gestacional, que 
posteriormente foram descelularizadas e por fim validadas. Os cotilédones foram isolados e divididos 
em dois grupos: um servindo como biomaterial para cultivo e o outro para a fabricação do hidrogel. O 
processo de recelularização dos cotilédones foram realizados com células tronco mesenquimais e 
células tronco mesenquimais em diferenciação para linhagem osteogênicas, enquanto que o hidrogel 
foi recelularizado somente com as células tronco mesenquimais. As células tronco mesenquimais eram 
provenientes do tecido adiposo de cães. Para validação dos biomateriais, foram realizadas técnicas 
histológicas para microscopia de luz, microscopia confocal e de microscopia eletrônica de varredura. 
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6.2. COLETA DE MATERIAL  

 

O trabalho foi sendo desenvolvido de acordo com regulamentações da 

Comissão de Ética no Uso de Animais da Faculdade de Medicina Veterinária e 

Zootecnia da Universidade de São Paulo (FMVZ-USP), com número de projeto 

CEUAx N 7877200622. Foram coletadas, ao todo, 10 placentas de fêmeas bovinas 

azebuadas em terço médio de gestação. As idades gestacionais dos fetos foram 

estimadas por mensuração da distância cefalococcígea (crown-rump) (EVANS; 

SACK, 1973). As amostras foram acondicionadas em gelo e transportadas para o 

Laboratório de Biologia Tecidual no Departamento de Cirurgia da FMVZ-USP. 

 

6.3. PROTOCOLO DE DESCELULARIZAÇÃO  

 

O saco alantocoriônico foi individualizado e as artérias umbilicais canuladas 

com cateteres nº 14, sendo feita a perfusão manualmente da solução de tampão 

fosfato (PBS: 136,9 mM de NaCl, 26,8 mM de KCl, 14,7 MM de KH2PO4 e 8,1 mM de 

Na2HPO4.7H2O; PH 7,2) para a remoção da grande quantidade de sangue.  

Posteriormente os cotilédones foram retirados, sendo submetidos ao processo 

de descelularização através do método de agitação e imersão a 80 rpm. Inicialmente 

foi utilizado PBS por 24h, em seguida a solução de 0,01% SDS (dodecil sulfato de 

sódio) por 24h, sendo alterada para a concentração de 0,1% por 48h, seguido pela 

concentração de 0,25% por 48h, finalizando com o detergente Triton X-100 na 

concentração de 1% por 3h (# 0694-1L, Amresco-Solon, EUA). Por fim, foram lavados 

com PBS durante 48 horas.  

 

6.4. VALIDAÇÃO DA DESCELULARIZAÇÃO  

 

As amostras de cotilédones controles e descelularizados foram fixados em 

paraformaldeído 4% tamponado por 48 horas, depois desidratadas em etanol, 

diafanizadas em xilol e embebidas em parafina. Microsecções de 5 μm foram 

produzidas em micrótomo (#RM2265, Leica - Nussloch, GE) e transferidas para 
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lâminas de vidro, e posteriormente foi realizada a coloração de Hematoxilina e Eosina 

para visualizar a presença de núcleo celular.  

O DNA genômico foi extraído de três amostras do grupo controle e três 

amostras de cotilédones descelularizados através de precipitação salina, adaptada de 

Olerup e Zetterquist (1992). Foi realizada a maceração e digestão das amostras [80 

μL de tampão de proteinase K (0,375 M de NaCl e 0,12 M de EDTA), 10 μL de 20% 

de SDS, 8 μL de proteinase K (25 mg / mL) e 280 μL de água ultrapura] por 3 horas a 

56ºC. Em seguida, elas foram resfriadas, adicionado 120 μL de NaCl 5 M e 

centrifugadas à temperatura ambiente durante 10 minutos, a 13000 rpm. Os 

sobrenadantes foram recuperados e a eles foi adicionado 1 mL de etanol 100% e 

incubados a -80ºC, por 15 minutos. A seguir, foram centrifugados a 4ºC, por 10 

minutos, a 14000 rpm, e mantidos a -80ºC por mais 20 minutos. Os sobrenadantes 

foram removidos, sendo adicionado 1mL de etanol 70% nos pellets de DNA, seguido 

de nova centrifugação. Os sobrenadantes foram removidos novamente e as amostras 

foram secas ao ar e eluídas em 30 μL de água ultrapura. Em seguida, o DNA genômico 

foi quantificado em espectrofotômetro (Nanodrop 2000, ThermoFischer). 

 

6.5. ESTERILIZAÇÃO E ARMAZENAMENTO 

 

Com o término do processo de descelularização, as amostras foram banhadas 

em banho ultrassônico em 3 banhos de 5 minutos. Posteriormente no fluxo, foram 

adicionados 2% penicilina e estreptomicina 10% (v/v) em PBS estéril (136.9 mM de 

NaCl, 26.8 mM de KCl, 14.7 mM de KH2PO4 and 8.1 mM de Na2HPO4.7H2O; pH 

7.2) (NAKAYAMA et al., 2010, 2011). Para finalizar o processo de esterilização, as 

amostras foram desidratadas no secador automático de ponto crítico (LEICA EM 

CPD 300)  

Os biomateriais foram mantidos em PBS estéril com antibióticos a 4ºC (para 

armazenamento de até uma semana) (MIYAZAKI; MARUYAMA, 2014) e a -20ºC (para 

armazenamento de mais de um mês) até o início do processo de recelularização e 

produção do hidrogel (ZOU et al., 2018).  
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6.6. OBTENÇÃO DAS CÉLULAS TRONCO MESENQUIMAIS PROVENIENTES 

DO TECIDO ADIPOSO CANINO 

 

As amostras com dimensões aproximadas de 1,0 cm3 provenientes de tecido 

adiposo subcutâneo da região abdominal foram coletadas cirurgicamente, no Centro 

Veterinário Butantã, onde 10 cães fêmeas adultas hígidas submetidas a cirurgias 

eletivas de ovariosalpingohisterectomia. 

Após a coleta, as amostras de tecido adiposo foram manipuladas em capela de 

fluxo laminar. O tecido foi lavado 2 vezes com PBS 1X com amicacina 2%, sendo 

posteriormente fragmentados com tesoura em tubos de 15 ml, contendo a respectiva 

solução de digestão: 10 mL de DMEM low glucose (LGC Biotecnologia, BR30002-05), 

50 µL de amicacina e 0,01 g de colagenase tipo I (Gibco, 17018029); sendo mantida 

por 2 horas em estufa a 37ºC e 5% [CO2]. Dado o tempo de digestão, foi feita a 

centrifugação a 800 rpm por 5 minutos, a fim de separar a fração tecidual das células 

tronco mesenquimais e células sanguíneas. Posteriormente foi aspirado a solução de 

digestão, transferindo-a para um novo tubo. Novamente a amostra passou pelo 

processo de centrifugação a 2500 rpm por 5 minutos, sendo feito o descarte do 

sobrenadante e pôr fim a ressuspensão do pellet em 2 mL meio de cultura completo: 

solução de DMEM Low Glucose (LGC Biotecnologia, BR30002-05) suplementado 

com, 10% de soro fetal bovino (LGC Biotecnologia, 10-bio500) e 1% de 

penicilina/estreptomicina (LGC Biotecnologia, BR30110-01). Por fim as amostras 

foram distribuídas em garrafa de cultivo celular T75, sendo adicionados 8 mL do meio 

completo. As garrafas de cultivo celular foram incubadas em estufa 37ºC e 5% [CO2] 

por 48 horas. Passado o período, foi feita a renovação do meio de cultura. O Processo 

foi mantido até as células atingirem 80% de confluência, e então foi realizado o repique 

das células até a terceira passagem para a realização dos ensaios de caracterização 

e recelularização.  
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6.7. CARACTERIZAÇÃO DAS CÉLULAS TRONCO MESENQUIMAIS  

 

6.7.1. Capacidade de aderência ao plástico 

 

Passada as 48h do plaqueamento das células tronco mesenquimais, em 

condições de cultura padrão (DMEM low glucose, soro fetal bovino 10% e penicilina-

estreptomicina 1%, e estufa a 37ºC e 5% [CO2]) em suas respectivas placas de cultura 

de plástico, foram observadas através do microscópio a sua capacidade de aderência 

e sua morfologia.  

 

6.7.2. Expressão de antígenos específicos de superfície 

 

A caracterização fenotípica das células foi baseada na expressão dos 

antígenos específicos de superfície CD90 (Thermo Fisher Scientific, 12-5900-42) (≥ 

95%), CD 34 (Thermo Fisher Scientific, MA5-32059) e CD 45 (Thermo Fisher 

Scientific, MA5-16603) (≤ 2%) (DOMINICI et al., 2006). 

Inicialmente as células tripsinizadas e posteriormente centrifugadas a 1000 rpm 

por 5 minutos, e então o sobrenadante foi descartado e o pellet de células foi 

ressuspendido em paraformaldeído 2%, sendo mantido por 15 minutos para a fixação. 

Posteriormente as células foram centrifugadas a 1000 rpm por 5 minutos e o 

sobrenadante foi descartado e o pellet de células foi ressuspendido em PBS e então 

as células foram acondicionadas em microtubos, na quantidade de 1 x 105, para cada 

anticorpo. Cada microtubo teve a adição de 1000 µl de tampão FACS [PBS 

suplementado com 2% de albumina sérica bovina], sendo homegeinizado e 

centrifugado a 600 x g por 8 minutos. Após a centrifugação, o sobrenadante foi vertido 

e as células foram ressuspendidas em 50 µl de tampão FACS. Posteriormente os 

anticorpos primários foram diluídos na proporção de 1:100 e adicionados para seus 

respectivos microtubos com as células, sendo então incubados por 45 minutos em 

temperatura ambiente. Dado o tempo de incubação, teve a adição de 1000 µl de 

tampão FACS, sendo novamente centrifugadas a 600 x g por 8 minutos. Após a 

centrifugação, o sobrenadante foi vertido e os anticorpos secundários foram diluídos 
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a1:400 (Invitrogen A32723, Goat anti-Mouse IgG, Alexa Fluor™ Plus 488; e Invitrogen 

A32731, Goat anti-Rabbit IgG, Alexa Fluor™ Plus 488) e adicionados nos microtubos 

dos seus respectivos anticorpos primários, sendo então incubados por 45 minutos em 

temperatura ambiente e escondidos da luz. Por fim, teve a adição de 1000 µL de 

tampão FACS, sendo homogeinizado e centrifugado a 600 x g por 8 minutos. Dado o 

tempo da centrifugação, o sobrenadante foi descartado e adicionado 500 µL de 

tampão FACS. A leitura no citômetro de fluxo foi realizada com os espectros de luz 

488 nm (CD34 e CD45) e 578 nm (CD90) com a leitura de 10000 eventos.  

A validade também realizada em células aderentes, onde as células, foram 

semeadas em placas de 12 poços, na quantidade de 1 x 105. Após 48 horas, as células 

foram fixadas com paraformaldeído 2% por 15 minutos. Posteriormente, foram 

lavadas com PBS por 5 minutos e em seguida foram incubadas com PBS adicionado 

a 2% de albumina sérica bovina (BSA) por 30 minutos, para o bloqueio de ligação de 

proteínas inespecíficas. Após o bloqueio, as células foram incubadas com os 

anticorpos primários CD90, CD45, CD90 (os mesmos descritos anteriormente) por 1 

hora. Após incubar com os anticorpos primários, foi realizada a lavagem com a 

solução de PBS adicionado de BSA 0,2% (p/v) duas vezes por 5 minutos e então os 

anticorpos secundários (os mesmos descritos anteriormente) foram adicionados. Por 

fim, foi realizada duas lavagens com BSA 0,2% (p/v) e finalizou corando com DAPI 

(1:10.000) por 8 minutos. A visualização foi feita com Microscópio a laser confocal 

Olympus FluoView 1000. 

 

6.7.3. Capacidade de diferenciação multipotente 

 

Para validação da capacidade de diferenciação das células tronco 

mesenquimais em linhagens osteogênica, condrogênica e adipogênica, as células 

foram cultivadas em placas com meio completo foram utilizados os kits: StemPro™ 

Osteogenesis Differentiation Kit; StemPro™ Chondrogenesis Differentiation Kit; 

StemPro™ Adipogenesis Differentiation Kit; respectivamente, para a realização da 

diferenciação celular nos diferentes tipos celulares, de acordo com recomendações 

descritas pelo fabricante. Passado o período de diferenciação de 14 dias (linhagens 

https://www.thermofisher.com/order/catalog/product/A1007101?SID=srch-srp-A1007101
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adipogênica e condrogênica) e 21 dias (linhagem osteogênica), foram realizadas as 

colorações de alizarina red, alcian blue e oil red. As células coradas foram visualizadas 

no microscópio. 

 

6.8. PRODUÇÃO DO HIDROGEL 

 

Com os cotilédones descelularizados, foi feita a secagem e esterilização dos 

mesmos através do uso do Secador automático de ponto crítico (LEICA EM CPD 300). 

Após a secagem, foram separadas 500 mg dos cotilédones, os quais foram triturados 

com o auxílio de homogeneizador de tecidos. Com a sua redução de tamanho, foram 

adicionados em solução de digestão, a qual continha 50 mg de pepsina e 50 mL de 

0,01M de HCl. Passado o período de 24-48h, a solução com os cotilédones digeridos 

teve o seu pH ajustado com NaOH 0,1N para pH 7,4 (FREYTES et al., 2008). Com o 

ajuste do pH, teve a adição de alginato na concentração de 8% e 12% (p/v) na solução 

digerida, formando assim a solução pré-gel. Com a solução pré-gel preparada, foi 

adicionado posteriormente adicionado 200µL/mL de CaCl (p/v) então cerca de 2 mL 

da solução foi colocada em placa de cultura de 12 poços e levada a estufa a 37ºC e 

5% [CO2] por 24h.  

 

6.9. AVALIAÇÃO ULTRAESTRUTURAL DO HIDROGEL 

 

Após o desenvolvimento do hidrogel, ele foi retirado da estufa, sendo então 

fixado no vapor de paraformaldeído 4%. Com a fixação, o hidrogel foi liofilizado 

(OPERON - FDB5503-E060208-01) e posteriormente transferidos para talões e 

metalizados em ouro (# K550, Emitech - Ashford, Reino Unido). As amostras foram 

analisadas e fotografadas em microscópio eletrônico de varredura Leo 435 VP. 

 

6.10. RECELULARIZAÇÃO DOS COTILÉDONES DESCELULARIZADOS 

 

Após a realização da esterilização, os cotilédones foram mantidos por 7 dias 

submersos em meio de cultura completo, afim de reidratá-los e avaliar a possibilidade 

de crescimento de microrganismos. Passados os 7 dias, os fragmentos de cotilédones 
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descelularizados foram então alocados em sistema rotacional de cultura 

tridimensional (RCCS-4SC, Synthecon), tendo sido adicionados 10 mL de meio de 

cultura com o total de 2,6 x 106 de células tronco mesenquimais, as quais foram 

mantidas em 13 rpm durante todo o processo de recelularização. As trocas do meio 

de cultura foram realizadas a cada 2-4 dias, levando em consideração a mudança do 

seu aspecto. O processo de recelularização perdurou por 21 dias em estufa a 37ºC e 

5% [CO2], sendo que nos dias, 15 e 25, os cotilédones foram retirados para as análises 

de validação. 

Paralelamente, em outro reservatório do RCCS-4SC, após os 4 primeiros dias 

em condições de cultivo idênticas às anteriormente descritas, o meio de cultura foi 

substituído para a realização da diferenciação das células centro mesenquimais para 

a linhagem osteogênica, utilizando o kit de diferenciação StemPro™ Osteogenesis 

Differentiation Kit e assim seguindo as orientações do fabricante. Após 21 dias, o 

processo de diferenciação das células tronco mesenquimais nos fragmentos de 

cotilédones foi finalizado. 

 

6.11. RECELULARIZAÇÃO DO HIDROGEL 

 

Após o desenvolvimento do hidrogel (como descrito no item 6.8) foi adicionado 

1 mL do meio de cultura com a presença de 5 x 105 células tronco mesenquimais. 

Posteriormente, a placa de cultura foi levada a estufa a 37ºC e 5% [CO2] por 7 dias. 

 

6.12. AVALIAÇÃO DOS BIOMATERIAIS APÓS A RECELULARIZAÇÃO.  

 

Nos dias 15 e 25 da recelularização com as células tronco mesenquimal e 

células tronco mesenquimal em diferenciação em linhagem osteogênica, os 

biomateriais foram retirados da estufa e de seu meio de cultura, sendo lavados 3 vezes 

com PBS 1X por 5 minutos e então separados para a realização da marcação com 

DAPI, microscopia eletrônica de varredura e coloração de Hematoxilina e Eosina e 

alizarina red. 
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Os Biomateriais foram incubados em DAPI por 8 minutos, sendo feita em 

seguida 3 lavagens de PBS 1X por 5 minutos. Por fim, foram visualizados em 

Microscópio a laser confocal Olympus FluoView 1000.  

Para microscopia eletrônica de varredura, os biomateriais fixados em 

paraformaldeído tamponado a 4% por 48 horas, posteriormente lavadas em banho de 

ultra-som e pós-fixadas em tetróxido de ósmio a 1% (SEM® - Hatfield, EUA) por 90 

minutos. As amostras foram desidratadas através de uma série crescente de etanol, 

depois foram secadas usando um secador de ponto crítico automatizado (LEICA EM 

CPD 300) e, então, transferidas para talões metalizados em ouro (# K550, Emitech - 

Ashford, Reino Unido). As amostras foram analisadas e fotografadas em microscópio 

eletrônico de varredura Leo 435 VP. 

Para as técnicas histológicas, os biomateriais foram fixados paraformaldeído 

4% tamponado por 48 horas, depois desidratadas em etanol, diafanizadas em xilol e 

embebidas em parafina. Microsecções de 5 μm foram produzidas em micrótomo 

(#RM2265, Leica - Nussloch, GE) e transferidas para lâminas de vidro, e 

posteriormente foi realizada a coloração de Hematoxilina e Eosina para visualizar a 

presença de núcleo celular, e alizarina red para visualizar a presença de grânulos de 

cálcio presentes no tecido.  

Para a análise do hidrogel recelularizado, inicialmente, a placa de cultura com 

o hidrogel e as células foram retiradas da estufa e, com o auxílio de uma lâmina de 

bisturi, parte da amostra foi transferida para uma lâmina de vidro. Após esse processo 

inicial, a amostra foi lavada com PBS por 3 vezes por 5 minutos. Após a lavagem, o 

hidrogel foi incubado com a solução de DAPI (1:10000) por 10 minutos. Dado o tempo, 

o hidrogel foi novamente lavado com PBS 3 vezes por 5 minutos. Por fim, o hidrogel 

foi visualizado no microscópio de epi-fluorescência (Nikon - Eclipse 80i). 
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7. RESULTADOS 

 

7.1. VALIDAÇÃO DO PROCESSO DE DESCELULARIZAÇÃO  

 

Com o término do processo de descelularização, foi possível observar a olho 

nú a alteração de cor dos cotilédones (Figura 2 A e B), passando a ser esbranquiçado-

translúcido, além da diminuição visual do seu volume.  

Através da técnica histológica de Hematoxilina e Eosina, foi possível observar 

a ausência de núcleos celulares remanescentes no tecido descelularizado 

(observados em estruturas ovais em roxo), além da preservação estrutural da matriz 

extracelular (observados em rosa) (Figura 2 D). 

 

Figura 2 - Estrutura dos Cotilédones Antes e Após a Descelularização. 

 
Fonte: Smirnow, 2023 
Legenda: Cotilédone de 4 meses de gestação antes do processo de descelularização (A) e após 
processo de descelularização (B). B. Observar a alteração de cor, passando a ser esbranquiçada-
translúcida. C. Coloração de Hematoxilina e Eosina em cotilédone nativo, observar a presença de 
núcleos celulares e matriz extracelular, Barra = 100µm. D. Observar a preservação da estrutura da 
matriz extracelular e ausência de núcleos celulares, Barra = 100µm. E. Microscopia eletrônica de 
varredura (E-F). Observar, no tecido nativo, a presença de células rodeadas pelo entremeado de 
fibras(E), enquanto que no tecido descelularizado observar apenas presença de um entremeado de 
fibras em distintas orientações, com a ausência completa de células (F).  
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Por fim, para validar a capacidade imunogênica do biomaterial após o processo 

de descelularização, foi realizada a quantificação de DNA genômico remanescente, 

obtendo, em média 9,1 ng de DNA genômico remanescente por/mg de matriz 

extracelular descelularizada seca em tecido descelularizado. 

 

7.2. ESTERILIZAÇÃO DO BIOMATERIAL 

 

Após a realização da esterilização dos cotilédones descelularizados 

(biomateriais), foi avaliado se o método de secagem por ponto crítico foi, de fato, 

eficiente. Ao observar as placas de cultura após 7 dias, as quais foram separadas em 

dois grupos: uma com biomateriais e presença de meio de cultura, e outra apenas 

com meio de cultura (Figura 3); não foi possível notar a presença de microrganismos 

de forma macroscópica (alteração da cor do meio de cultura e/ou aspecto arenoso ou 

leitoso, além da presença de estruturas filamentosas) e microscópicas (presença das 

mais variadas morfologias bacterianas, ou a presença de hifas). Portanto, após 7 dias 

o meio de cultura permaneceu límpido e translúcido, indicando que não houve 

proliferação de microrganismos que pudessem interferir no cultivo das células tronco 

mesenquimais. 

 

7.2. CARACTERIZAÇÃO DAS CÉLULAS TRONCO MESENQUIMAIS  

 

Dado o período de 48 horas após o isolamento das células tronco 

mesenquimais, provenientes do tecido adiposo, foi possível observar a aderência 

dessas células nas placas de cultura celular. Elas apresentaram os seguintes 

aspectos celulares morfológicos: formato fusiforme com projeções citoplasmáticas em 

suas extremidades, além núcleo celular esférico e central (Figura 3 A).  

Os ensaios de diferenciação celular das células tronco mesenquimais em 

linhagens osteogênicas, condrogênicas e adipogênicas (Figura 3 B-D), indicaram a 

capacidade de diferenciação nas linhagens citadas anteriormente, sendo possível 

observar a presença da deposição de grânulos minerais (linhagem osteogênica), 

deposição de proteínas fibrosas (linhagem condrogênica), e formação de gotas 

lipídicas intracelulares (linhagem adipogênica) após o término do processo de 
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diferenciação: 14 dias para as linhagens condrogênicas e adipogênicas, e 21 dias para 

as linhagem osteogênica. 

Através da técnica de imunofluorescência, foi possível observar, de forma 

qualitativa a expressão dos antígenos específicos de superfície (Figura 4), sendo 

notável a presença de CD 90 (Figura 4 – A) e baixa presença de CD 34 (Figura 4 – B) 

e ausência de expressão CD 45 (Figura 4 – C). 

Com a citometria de fluxo, observou-se a presença desses marcadores de 

superfície de forma quantitativa, sendo o CD90 com maior expressão (≥ 95%) e CD34 

e CD45 (≤ 2%). 

 

Figura 3 – Avaliação de proliferação de microrganismos. 

 

Fonte: Smirnow, 2023 
Legenda: Biomaterial, após a esterilização, no primeiro dia com presença de meio de cultura (A), 
cotilédone nas mesmas condições após 7 dias de cultivo (B). Observar a ausência de microrganismos 
na imagem A e B. Meio de cultura no primeiro dia (C) e meio de cultura no dia 7 (D). Observar a 
ausência de microrganismos, assim como nas imagens A e B, indicando a ausência de contaminação 
de microrganismos no meio de cultura, o qual também foi utilizado para o biomaterial. 
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Figura 3 – Avaliação de Diferenciação Celular 

 
Fonte: Smirnow, 2023 
Legenda: A. Observar as células tronco mesenquimais com seu aspecto fusiforme e núcleo central. B. 
Células tronco mesenquimais em diferenciação à linhagem osteogênicas. Observar a presença de 
materiais, não translúcidos, no meio, indicando a presença de grânulos de minerais e 
consequentemente mineralização da matriz extracelular. C. Células tronco mesenquimais diferenciadas 
em células de linhagem condrogênica. Observar a deposição de componentes da matriz extracelular 
no meio, com o aspecto de fibras. D. Células tronco mesenquimais diferenciadas em células de 
linhagem adipogênica. Observar a formação de grânulos intracelulares, com aspecto translúcido, 
indicando acúmulo lipídico.  
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Figura 4 – Imunofluorescência das Células Tronco Mesenquimais 

 

Fonte: Smirnow, 2023 
Legenda: A. Observar a expressão do anticorpo CD90 através de sua fluorescência em vermelho nas 
regiões que contornam o núcleo das células. B. Observar a leve expressão do anticorpo CD34 em 
algumas células através da cor verde, a qual está ao redor do núcleo das células. C. Observar a 
ausência de expressão do anticorpo CD 45, o qual estaria expressando na cor verde ao redor do núcleo 
(em azul) das células. Observar em D, E e F a ausência de expressão dos anticorpos anteriormente 
citados, visto que só foram adicionados os anticorpos secundários, a fim de avaliar a ligação 
inespecífica deles em relação às células.  

 

7.3. AVALIAÇÃO DO HIDROGEL 

 

Após a digestão dos biomateriais derivados dos cotilédones descelularizado da 

placenta bovina, formando assim a solução pré-gel, apesar de apresentarem uma 

consistência gelificada, eram facilmente liquefeitos na presença de meio de cultura, 

ou seja, não apresentavam consistência desejada para cultivo celular. Para garantir 

uma melhor gelificação do hidrogel, foi adicionado 8% e 12% de alginato (p/v) com a 

presença de cloreto de cálcio 1% (p/v), afim de realizar a gelificação (Figura 5), sendo 

que o hidrogel com alginato 12% apresentou uma melhor consistência e 

aeração(Figura 5 – B) quando comparado ao hidrogel com alginato 8%(Figura 5 – A). 

Na presença de meio de cultura, ambos os grupos de hidrogéis apresentaram a 

capacidade de absorção do meio de cultura sem se liquefazerem (Figura 5 – C e D) 
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Com o desenvolvimento do hidrogel, foi realizada o processo de retirada parcial 

de líquidos do hidrogel utilizando lofilizador, resultado na compactação do hidrogel, 

observando diminuição da sua aeração devido a perda de água. 

Com a desidratação, foi realizada a microscopia eletrônica de varredura (Figura 

6), onde foi possível observar a organização ultraestrutural do hidrogel em lamelas 

interpostas por poros no hidrogel com12% de alginato em sua formulação (Figura 6 – 

D). No hidrogel com alginato na concentração de 8%, apenas foi possível observar 

estruturas compactas, com ausência de organização específica (Figura 6 – B). Como 

controle de gelificação foram produzidos hidrogéis apenas apenas com diluição de 

alginato (8% e 12%) em PBS. 

 

Figura 5 – Produção de hidrogéis a partir de cotilédones bovinos descelularizados. 

 

Fonte: Smirnow, 2023 

Legenda:  A e C. Observar a capacidadede absorção do meio de cultura do hidrogel, formulado com a 

matriz extracelular da placenta bovina digerida com adição de alginato na concentração 8%, sem a 

ocorrência de mudança de sua forma. B e D. Observar a capacidade de absorção do meio de cultura 

do hidrogel, formulado com matriz de placenta digerida com adição de alginato na concentração de 

12%, com a melhor preservação de sua estrutura, sendo possível observar as bolhas formadas durante 

o processo de desenvolvimento do hidrogel.  
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Figura 6 – Avaliação ultraestrutural dos hidrogéis. 

 

Fonte: Smirnow, 2023 
Legenda: A. Observar as estruturas granulares presentes, correspondendo aos grânulos de alginato. 
B. Observar compactação do hidrogel, sem presença de poros. C. Observar a presença de poros no 
hidrogel. D. Observar a presença de poros no hidrogel, os quais estão interpostos entre as estruturas 
de lamelas. 
 

 

7.4. AVALIAÇÃO DOS BIOMATERIAIS APÓS A RECELULARIZAÇÃO. 

 

Dado os diferentes períodos de recelularização (15 dias e 25 dias) dos 

biomaterias com as células tronco mesenquimais e células tronco mesenquimais em 

diferenciação para linhagem osteogênica (Figura 7 e Figura 8), foi realizada a 

avaliação da aderência na superfície do biomaterial e a migração destas células para 

o interior do mesmo.  

Em relação as células tronco mesenquimais, tanto nos dias 15 (Figura 7 – A, 

B, C e D) e 25 (Figura 8 – A, B, C e D), em um primeiro momento, os achados 

histológicos com a coloração de hematoxilina e eosina, observou-se uma maior 

prevalência destas células na superfície do biomaterial, as quais mostravam-se 
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aderidas, fato que pôde ser visualizado através do aspecto morfológico das células, 

em especial pelo seu núcleo com forma alongada (Figura 7 – A e Figura 8 – A). Na 

microscopia eletrônica de varredura, foi possível comprovar os achados histológicos 

da coloração de hematoxilina e eosina, sendo possível observar uma ampla 

distribuição destas células pela superfície do biomaterial e novamente, as mesmas 

encontravam-se aderidas, fato agora observado pelo aspecto morfológico das células, 

as quais apresentavam-se fibrobastóideo ou de formato estrelado (Figura 7 – D e 

Figura 8 – D). Após esses achados, foi realizada a marcação dos núcleos celulares 

com DAPI e visualização no microscópio confocal, agora com objetivo não apenas 

visualizar a presença dessas células na superfície do material, mas também a sua 

presença em profundidade no. Dessa forma, foi possível observar a presença dessas 

células no interior do biomaterial de forma homogênea (Figura 7 – C, Figura 8 – C). 

Comparando os resultados obtidos nos diferentes dias de análise da 

recelularização, visualmente havia uma maior quantidade de células no dia 25, 

quando comparado ao dia 15 da recelularização. Por fim, em relação a recelularização 

do biomaterial com as células tronco mesenquimais (não diferenciadas), vale salientar 

que, através da coloração de alizarina red, não foram encontradas marcações 

referentes a presença de grânulos de cálcio (cor vermelha) em ambas as datas, sendo 

possível visualizar apenas os componentes da matriz extracelular, estes corados em 

verde (Figura 7 – B, Figura 8 – B).  

Em relação a recelularização dos biomateriais com células tronco 

mesenquimais em diferenciação para linhagem osteogênica (Figura 7 – E, F, G, H e 

Figura 8 - E, F, G, H) foi possível observar, em um primeiro momento, através dos 

achados histológicos com a coloração de hematoxilina e eosina, a ampla distribuição 

dessas células pelo biomaterial, tanto na superfície, quanto no seu interior. Vale 

salientar que, comparando a quantidade de células na coloração de hematoxilina e 

eosina, visualmente, no dia 25 de recelularização, apresentou maior quantidade de 

células quando comparado no dia 15. Ainda sobre a coloração de hematoxilina e 

eosina, foi possível observar estruturas de aspecto granular, essas coradas em roxo, 

com tamanho menor que as células, podendo ser um indício para a presença de 

granulos de cálcio. Este fato foi confirmado através da coloração de alizarina red, 

podendo observar esses granulos, corados em vermelho, em maior quantidade no 

grupo de 25 dias. Em relação a microscopia eletrônica de varredura, foi possível 
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observar uma mudança de aspecto morfológico das células, passando de formato 

fibroblastóideo ou estrelado para fusiforme; além disso foi possível observar a 

presença destas células não apenas na superfície do biomaterial, mas também 

adentrando em seus poros formados entre as proteínas fibrosas da matriz 

extracelular. Com a marcação do DAPI e visualização em microscopia confocal, 

visualmente houve aumento de quantidade de células no dia 25 quando comparado 

ao dia 15, sendo que em ambos os dias, estas células adentraram no interior do 

biomaterial.  

Após a exposição dos hidrogéis (placenta com alginato 8% e placenta com 

alginato 12%) a luz ultravioleta e manutenção do mesmo em estufa por 5 dias, na 

presença de meio de cultura completo, não foi observada turbidez ou presença de 

precipitados, indicando que não houve contaminação significante por bactérias ou 

fungos. Com isso, deu-se o início do processo de recelularização dos hidrogéis que, 

após 7 dias, foram retirados e incubados por DAPI e visualizados em microscópio de 

epi-fluorescência (Figura 9), sendo que, nos hidrogéis não recelularizados, não foi 

possível identificar autofluorescências. Ainda em relação a marcação com DAPI, foi 

possível observar a presença de células apenas no hidrogel de placenta com alginato 

12%, sendo que no hidrogel de placenta com alginato 8%, só foi possível observar 

debris celulares. 
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Figura 7 – Avaliação de recelularização dos biomateriais recelularizados após 15 dias de cultivo (BMR 15D) e dos biomateriais recelularizados com células 

osteogênicas após 15 dias de cultivo(BMRO 15). 

 
Fonte: Smirnow, 2023 
Legenda: A. Observar a presença das células, com seus núcleos alongados, com maior quantidade na superfície do material. B. Observar apenas a 
presença da matriz extracelular corada em verde, indicando ausência de depósitos de cálcio. C. Observar a presença da ampla distribuição dos núcleos 
celulares marcados em azul no interior do biomaterial, indicando recelularização em profundidade. D. Observar as células tronco mesenquimais aderidas 
na superfície do biomaterial, apresentando aspecto fibroblastóideo ou estrelado, indicando adesão. E. Observar a presença das células com ampla 
distribuição, tanto na superfície quanto no interior do biomaterial, além da presença de componentes de aspectos granulares, estes corados em roxo. E. 
Observar a presença de grânulos de cálcio, em vermelho, dispostos pela matriz extracelular corada em verde. G. Observar a ampla distribuição das células 
osteoprogenitoras no interior do biomaterial, visualizando a presença de diversos núcleos celulares marcados de azul. F. Observar a ampla distribuição das 
células osteogênicas na superfície do biomaterial, estas que se encontram aderidas e com aspecto fusiforme.  
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Figura 8 – Avaliação de recelularização dos biomateriais recelularizados após 25 dias de cultivo (BMR 25D) e dos biomateriais recelularizados com células 

osteogênicas após 25 dias de cultivo (BMRO 25D). 

 

Fonte: Smirnow, 2023. 
Legenda: A. Observar a presença das células, com seus núcleos alongados, com maior quantidade na superfície do material, estando dispostas em estratos. 
B. Observar apenas a presença da matriz extracelular corada em verde, indicando ausência de grânulos de cálcio. C. Observar a presença da ampla 
distribuição dos núcleos celulares marcados em azul no interior do biomaterial. D. Observar as células tronco mesenquimais aderidas na superfície do 
biomaterial, apresentando aspecto fibroblastóideo ou estrelado, sendo possível observar novamente a organização em estratos E. Observar a presença 
das células com ampla distribuição, tanto na superfície quanto no interior do biomaterial. E. Observar a presença de grânulos de cálcio, em vermelho, 
dispostos pela matriz extracelular corada em verde. G.  Observar a ampla distribuição das células osteoprogenitoras no interior do biomaterial, visualizando 
a presença de diversos núcleos celulares marcados de azul. F. Observar a ampla distribuição das células osteogênicas na superfície do biomaterial, estas 
que se encontram aderidas e com aspecto fusiforme. 
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Figura 9 – Avaliação do hidrogel após a recelularização. 

 

Fonte: Smirnow, 2023 
Legenda: A e B. Observar a ausência de autofluorescência no hidrogel. C. Observar a presença de debris celulares (seta). D. Observar a presença de 
núcleos células com seu citoplasma (ponta de seta) e debris celulares (setas). 
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8. DISCUSSÃO  

 

Visto a problemática relacionada aos materiais existentes utilizados para o 

preenchimento de grandes defeitos ósseos, a placenta bovina, por ser um órgão 

descartado, é uma boa fonte para a descelularização, que já foi evidenciado a 

preservação de seus constituintes após a técnica (ALVES, 2020; BARRETO et al., 

2018).  

A alteração, observada a olho nu, referente a diminuição do tamanho dos 

cotilédones está relacionada diretamente com a retirada das células dos tecidos, 

causada pelo efeito dos detergentes utilizados no processo de descelularização. Já a 

sua aparência esbranquiçada indica a preservação, principalmente, das fibras de 

colágeno do tipo I, que no seu estado fresco apresenta a mesma cor, podendo ser 

observada a mesma tonalidade em tendões (GAY; MILLER, 1978). Enquanto que as 

porções translúcidas remetem a preservação dos componentes da substância 

fundamental, pois é uma estrutura semelhante a um gel, possuindo as características 

de ser incolor e translúcida (JUNQUEIRA; MONTES, 1983).  

A remoção de células e núcleos foram evidenciados pelas técnicas de 

hematoxilina e eosina, e microscopia eletrônica de varredura. Além do fato do teor de 

DNA genômico remanescente estar abaixo de 50ng por mg de matriz extracelular 

seca. Portanto, o biomaterial não apresenta potenciais características imunogênicas, 

assim respeitando parâmetros propostos para a validação de biomateriais (CRAPO; 

GILBERT; BADYLAK, 2011). A importância do cumprimento desses parâmetros está 

relacionada a evitar o desencadeamento de respostas inflamatórias in vivo (CRAPO; 

GILBERT; BADYLAK, 2011; NAGATA; HANAYAMA; KAWANE, 2010; ZHANG et al., 

2010) e problemas de citocompatibilidade in vitro (CRAPO; GILBERT; BADYLAK, 

2011; KUMAR et al., 2013). Além do cumprimento dos parâmetros citados 

anteriormente, também foi observado a preservação das estruturas e dos 

componentes da matriz extracelular, o que pode proporcionar o sucesso no processo 

de recelularização (BADYLAK; FREYTES; GILBERT, 2009; BAPTISTA et al., 2011; 

UYGUN et al., 2010) 

Com as imagens obtidas através da microscopia eletrônica de varredura, foi 

possível visualizar a preservação dos constituintes fibrosos da matriz extracelular, 

permitindo afirmar que a estrutura tridimensional do biomaterial foi preservada. Tal 
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fato é de extrema importância porque pode influenciar positivamente no rearranjo 

celular no processo de recelularização, pois já foi observado que os componentes da 

matriz extracelular ditam a orientação das células (WANG; GUAN JIANJUN, 2010). 

Com o interesse de desenvolvimento de biomateriais para enxertos ósseos, 

existe a necessidade da preservação dos constituintes fibrosos das matrizes, o qual 

já foi observado, pois em suas extremidades ocorre a deposições dos minerais, os 

quais fornecem a rigidez mecânica e resistência a cargas mecânicas que ocorrem no 

tecido ósseo (CLARKE, 2008; LANDIS, 1995).  

Visto a mudança de forma de aplicação da técnica de descelularização já 

estabelecida (ALVES, 2020; BARRETO et al., 2018), de perfusão para agitação e 

imersão, pode-se dizer que a nova aplicação é tão eficaz quanto a anterior, visto a 

preservação dos constituintes da matriz extracelular e retirada das células. Além 

disso, foi possível realizar a diminuição de tempo no processo de descelularização, 

passando de 11 dias (ALVES, 2020) para 8 dias.  

De acordo com os parâmetros mínimos estabelecidas pela Sociedade 

Internacional de Terapia Celular (DOMINICI et al., 2006), para a validação de células 

tronco mesenquimais, as células apresentaram a capacidade de aderência ao plástico 

em meio de cultura padrão; além da capacidade de diferenciação nas linhagens 

osteogênicas, condrogênicas e adipogênicas. Em relação expressão dos antígenos 

de superfície, é importante a elevada expressão do CD90, visto que o mesmo é um 

marcador especifico para estas células; já a baixa expressão dos antígenos de 

superfície CD34 e CD45, é necessária, visto que eles são marcadores de células 

progenitoras hematopoiéticas e células endoteliais, e marcador pan-leucocitário, 

respectivamente (DOMINICI et al., 2006; ERCOLIN et al., 2016; FRANCIOLLI et al., 

2020). Em relação aos aspectos morfológicos fibroblastóideo e estrelado, encontrados 

nas células após a sua aderência ao plástico, são semelhantes aos trabalhos que 

realizaram a caracterização de células tronco mesenquimais provenientes de 

cães(KISIEL et al., 2012; PATRICIO et al., 2013).  

Ainda como alternativas de utilização da placenta em sua estrutura natural, 

pode-se desenvolver um hidrogel a partir da sua digestão. Por menos agressivo que 

seja o método de digestão para o desenvolvimento da solução pré-gel, ainda existe a 

chance de perdas de alguns componentes da matriz extracelular (KABIRIAN; 

MOZAFARI, 2020). Os colágenos estão presentes em grande quantidade no 
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biomaterial (BALLESTEROS et al., 2020), mas mesmo estando preservados, pode 

existir a necessidade da utilização de aditivo, que no caso foi o alginato, que venham 

a melhorar a estrutura tridimensional do hidrogel (PARMAKSIZ; ELÇIN; ELÇIN, 2019; 

SPICER, 2020; YU et al., 2019). 

Para a realização do processo de reticulação do hidrogel com alginato, tem-se 

preferido a utilização de íons de cálcio (LIPAROTI; SPERANZA; MARRA, 2021; 

RASTOGI; KANDASUBRAMANIAN, 2019; SPICER, 2020; ZHANG; ZHAO, 2020). O 

aparecimento de bolhas no hidrogel com alginato na concentração de 12% está 

relacionado com a formação dessas estruturas durante o desenvolvimento do 

hidrogel, sendo geradas através de agitação. LIPAROTI, SPERANZA e MARRA 

(2021), também conseguiram desenvolver bolhas durante a reticulação de seu 

hidrogel de alginato, mas essas estruturas foram formadas devido a dissociação do 

carbonato de cálcio, gerando a liberação de CO2. Tais bolhas, independente da forma 

que são geradas, são as responsáveis pela formação dos poros no hidrogel, sendo 

que, quanto maior o teor de alginato na formulação, maior será a quantidade e 

tamanho dos poros ali presentes (LIPAROTI; SPERANZA; MARRA, 2021). Esse fato 

explica a presença de bolhas em uma vista macroscópica e presença de poros na 

microscopia eletrônica de varredura encontrados no hidrogel com alginato 12%, tais 

achados que não foram possíveis de observar no hidrogel com alginato 8%. 

Embora o hidrogel composto apenas por alginato na concentração 12% 

apresentasse poros em sua estrutura, componente essencial para o microambiente, 

pois proporciona a difusão de nutrientes, metabólitos e gases por todo o hidrogel 

(SARKER et al., 2016; YOU; WU; CHEN, 2017); a utilização de componentes da 

matriz extracelular são de extrema importância, visto que influenciam diretamente no 

comportamento celular, auxiliando assim a aderência das células ao hidrogel 

(BISSELL; HALL; PARRY, 1982b; SALDIN et al., 2017). 

Mesmo com o principal componente do hidrogel sendo os componentes da 

matriz extracelular provenientes dos cotilédones descelularizados, contando com o 

alginato como aditivo, a fim de melhor a estrutura do hidrogel (fornecendo rigidez e 

poros), não foi possível observar a repopulação do hidrogel com as células 

mesenquimais. Isso pode ser explicado pelo tempo que as células foram mantidas na 

estufa no hidrogel que, mesmo com a adição de meio de cultura fornecendo os 

devidos nutrientes necessários, teve uma enorme dificuldade em realização da troca 
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do meio de cultura, fazendo com que esse ato fosse incapaz de ser realizado sem a 

aspiração do hidrogel juntamente com as células. Em períodos mais curtos de 

recelularização do hidrogel, foi observado uma elevada repopulação de células no 

hidrogel em 72h (dados do grupo ainda não publicados). 

Em relação a recelularização dos biomateriais, tanto de células mesenquimais 

e de células mesenquimais em diferenciação para linhagem osteogênica, pode-se 

dizer que ocorreram de forma satisfatória. Fato este relacionado à preservação dos 

constituintes da matriz extracelular, mas também do arranjo os biomateriais 

(BARACHO TRINDADE HILL et al., 2020; BARRETO et al., 2022; LIU et al., 2022), 

fornecendo assim não apenas a aderência das células na superfície, mas também sua 

invasão pelos poros que antes eram habitados pelas células presentes nos 

cotilédones. 

A recelularização com as células tronco mesenquimais não chegaram a 

apresentar diferenciações em determinadas linhagens, o que poderia ser observado 

através das alterações morfológicas das células e/ou secreções de produtos no meio 

extracelular: células com formato fusiforme e presença de grânulos de cálcio 

associados as fibras colágenas matriz extracelular para linhagens osteogênicas, ou a 

presença de células com gotículas de lipídeos em seu citoplasmas para linhagens 

adipogênicas, por exemplo. Assim, esse biomaterial pode apresentar a ter interesse 

clínico, sendo utilizado para enxertias visando estimular respostas anti-inflamatórios 

e/ou estímulos para as células progenitoras voltarem a expressar sua funcionalidade 

(BARACHO TRINDADE HILL et al., 2020). 

Os biomateriais proporcionaram um ambiente adequado e, juntamente com os 

estímulos adequados (presença de meio de diferenciação) foi possível realizar a 

diferenciação das células tronco mesenquimais em células de linhagem osteogênica, 

assim como sua proliferação. Isso é possível de observar pela mudança morfológica 

da célula, aparentando ser uma célula osteoprogenitora pelo seu aspecto fusiforme 

(NAHIAN; DAVIS, 2022); além disso, foi possível visualizar o processo de 

mineralização do tecido conjuntivo, com presença de grânulos de cálcio, através da 

coloração de alizarina red. Com isso, esse biomaterial apresenta um potencial uso 

clínico para afecções que necessitem de reparo ósseo, visto que atualmente, já se 

tem estudos avaliando a regeneração óssea com o uso de biomateriais associados 

com células oesteoprogenitoras (BAJURI et al., 2021; CLOUGH et al., 2015). 
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Considerando os grandes defeitos ósseos, gerados por fraturas, por exemplo, 

existe a necessidade de preenchimento dessa lesão, visto que tecido ósseo não 

consegue realizar o auto reparo (CHEN et al., 2018; CHENG; SOLORIO; ALSBERG, 

2014; FISHER; PERETTI; SCOTTI, 2016; LOPES et al., 2018; MANSOUR et al., 2017; 

ONISHI et al., 2018). Sabendo disso, o enxerto deve possuir características 

osteoindutivas, o que corresponde a formação do novo tecido ósseo. 

Dessa forma, os biomateriais recelularizados mostram-se com um potencial 

para tal proposta, visto que sua constituição permite a proliferação das célula tronco 

mesenquimais que, em um processo de reparo ósseo, seriam recrutadas pelo 

organismo e diferenciaram-se em osteoblastos ou condroblastos, para a realização 

da ossificação intramembranosa ou endocondral, respectivamente (KNIGHT; 

HANKENSON, 2013); ou então com a presença de células osteoprogenitoras 

provindas de células tronco mesenquimais diferenciadas, as quais podem acelerar o 

processo de cicatrização (ALVES et al., 2017). 
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9. CONCLUSÃO  

 

É possível concluir que a placenta bovina descelularizada é uma fonte viável 

para a produção de biomateriais, tanto descelularizados e hidrogel, fornecendo um 

microambiente adequado não só para a recepção das células, mas também a sua 

manutenção, permitindo assim o desenvolvimento de potenciais biomateriais ósseos 

funcionalizados. 
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