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RESUMO 

ROCHA, LEONARDO ROSA DA. Uso de células estromais da medula óssea para celularizar 
aloenxertos. Ribeirão Preto, 2023. Tese (Doutorado em Ciências da Saúde Aplicadas ao 
Aparelho Locomotor) – Faculdade de Medicina de Ribeirão Preto, Universidade de São Paulo, 
São Paulo, 2023. 
 
Perdas de tecido ósseo e distúrbios da consolidação são graves lesões musculoesqueléticas que 

acometem um crescente número de pacientes nos últimos anos. Quando estas condições são tratadas 

através de transplantes ósseos, o sucesso na reconstrução óssea depende das propriedades 

osteogênicas, osteocondutoras e osteoindutoras do transplante. O padrão-ouro é o autoenxerto, que 

porém é limitado pela disponibilidade, morbidade e risco de infecção. Na busca de estratégias 

terapêuticas alternativas para melhorar a regeneração óssea, o uso de aloenxertos vem sendo uma 

opção, apesar da baixa capacidade de osteoindução e osteogênese. As células estromais da medula 

óssea, conhecidas pelo potencial osteogênico intrínseco, são alvo de diversos estudos na 

bioengenharia de tecidos. Considerando que a associação das BMSCs ao aloenxerto poderia 

reproduzir um material biologicamente semelhante ao enxerto ósseo autólogo, o presente estudo 

avaliou o potencial regenerativo dos aloenxertos celularizados com BMSCs expandidas in vitro 

através de ensaios de adesão, viabilidade, mineralização in vitro e neoformação óssea in vivo. 

Obtivemos um rendimento médio de 34,25 ± 10,99 × 106 células com uma viabilidade média de 

94,77% ± 2,34%. Confirmamos a caracterização das BMSCs pela citometria de fluxo e ensaio de 

diferenciação nas linhagens da natureza mesodérmicas. Os aloenxertos avaliados pela histologia, 

MEV e quantificação de DNA, apresentaram ótimos resultados na descelularização. Nos ensaios in 

vitro de viabilidade, adesão, proliferação e mineralização, observamos um excelente rendimento do 

grupo do aloenxerto celularizado com BMSCs, superior ao grupo controle com β-TCP celularizado. 

Esta superioridade foi confirmada na avaliação do potencial osteogênico in vivo e comprovada pela 

análise histológica e histomorfométrica, com significância estatística. Em conjunto, nossos dados 

podem elucidar questionamentos e oferecer novas alternativas terapêuticas no contexto da medicina 

regenerativa e da bioengenharia óssea. Concluímos que o método de coleta, isolamento, 

caracterização e expansão das BMSCs atenderam aos padrões definidos pela Sociedade 

Internacional de Terapia Celular. Certificamos que o protocolo de preparo do aloenxerto fornece 

um material descelularizado, e confirmamos que o aloenxerto é capaz de fornecer suporte estrutural 

para adesão das BMSCs, oferecendo um microambiente favorável para sobrevivência e 

diferenciação das células, sendo capaz de induzir a neoformação óssea. 

Palavras-chave: Aloenxerto, células estromais da medula óssea, enxerto ósseo, distúrbios da 
consolidação, regeneração óssea. 
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ABSTRACT 

ROCHA, LEONARDO ROSA DA. Use of bone marrow stromal cells to cellularize allografts. 
Ribeirão Preto, 2023. Doctoral Thesis. (PhD degree in Health Sciences Applied to the 
Locomotor System) – Ribeirão Preto Medical School, University of São Paulo, 2023. 
 
Loss of bone tissue and consolidation disorders are severe musculoskeletal injuries that affect many 

patients in recent years. When these conditions are treated through bone transplants, success in bone 

reconstruction depends on the transplant's osteogenic, osteoconductive, and osteoinductive 

properties. The gold standard is the autograft, which is, however, limited by availability, morbidity, 

and risk of infection. Despite their low capacity for osteoinduction and osteogenesis, allografts have 

been used in the search for alternative therapeutic strategies to improve bone regeneration. Bone 

marrow stromal cells, known for their intrinsic osteogenic potential, are the subject of several 

studies in tissue bioengineering. Considering the fact that the association of BMSCs to the allograft 

could reproduce a biologically similar material to the autologous bone graft, the present study 

evaluated the regenerative potential of allografts cellularized with BMSCs expanded in vitro 

through adhesion, viability, in vitro mineralization, and in vivo bone neoformation assays. We 

obtained an average yield of 34.25 ± 10.99 × 106 cells with an average viability of 94.77% ± 2.34%. 

We confirmed the characterization of BMSCs by flow cytometry and differentiation assay in 

mesodermal lineages. Allografts evaluated by histology, SEM, and DNA quantification showed 

excellent results in decellularization. In the in vitro viability, adhesion, proliferation, and 

mineralization assays, we observed an excellent performance in the allograft group cellularized with 

BMSCs, superior to the control group with cellularized β-TCP. This superiority was confirmed by 

the evaluation of osteogenic potential in vivo and by the histological and histomorphometric 

analysis, with statistical significance. Together, our data was able to clarify questions and offer new 

therapeutic alternatives in the context of regenerative medicine and bone bioengineering. We 

conclude that the collection, isolation, characterization, and expansion method of BMSCs met the 

standards defined by the International Society of Cellular Therapy. We certify that the allograft 

preparation protocol provides a decellularized material. We confirm that the allograft can provide 

structural support for the adhesion of BMSCs, offering a favorable microenvironment for cell 

survival and differentiation and inducing new bone formation. Finally, with findings superior to β-

TCP, our results provide essential information and evidence that the association of allograft with 

BMSCs presents itself as a promising strategy for conducting clinical trials in bone bioengineering. 

 

Keywords: Allograft, bone marrow stromal cells, bone graft, consolidation disorders, bone regeneration. 
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1 INTRODUÇÃO 

1.1 Tecido ósseo: função e estrutura 

O tecido ósseo é um sistema complexo, biologicamente ativo e dinâmico, 

que desempenha diversas funções fisiológicas fundamentais, como a proteção mecânica 

de órgãos e estruturas vitais, a sustentação corporal, estabilidade e mobilidade dos 

vertebrados (FLORENCIO-SILVA et al., 2015; GONG et al., 2015), além de seu importante 

papel na hematopoese e na homeostase mineral, atuando como reservatório de cálcio (Ca2+) e 

fosfato (PO43-) (WAUGH; GRANT, 2014; SEOL et al., 2014). Trata-se 

de um tecido rígido, com elasticidade moderada, baixo peso, altamente vascularizado e dotado 

de uma rede de fibras nervosas sensitivas e simpáticas (BRAZILL et al., 2019; GONG et al., 

2015).  

Estruturado hierarquicamente, é composto por duas fases: inorgânica e orgânica. 

A fase inorgânica ou mineral (65-70%), representada essencialmente por cristais 

de hidroxiapatita [Ca10(PO4)6(OH)2], confere rigidez ao tecido (REZNIKOV; SHAHAR; 

WEINER, 2014). A fase orgânica do osso (30-35%), composta principalmente por colágeno do 

tipo I (90%) e ~5% de proteínas não colágenas (como osteocalcina, osteonectina, osteopontina 

e fosfatase alcalina), é responsável pela manutenção das propriedades elásticas do tecido, pela 

estabilização da matriz extracelular e pela regulação da mineralização das fibrilas de 

colágeno (BOSKEY; ROBEY, 2013). 

Macroscopicamente, a estrutura óssea é constituída por dois tipos de tecido, o osso 

esponjoso e o cortical (GONG et al., 2015). O osso cortical representa 80% do esqueleto e 

consiste em estruturas cilíndricas paralelas e agrupadas (sistemas de Havers), formando a 

parede externa de todos os ossos. Apresentando uma atividade biológica pouco expressiva, o 
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osso cortical tem a função mecânica de sustentar tanto as forças de compressão, tensão e torção 

(OSTERHOFF et al., 2016). Já o osso esponjoso, que corresponde a aproximadamente 20% do 

esqueleto total, é encontrado próximo às extremidades dos ossos longos, nos corpos vertebrais 

e no interior dos ossos planos. O osso esponjoso é formado por lâminas, canalículos e trabéculas 

interconectadas, que mantém contato direto com a medula óssea (CLARKE, 2008), apresentam 

a função mecânica de absorver e distribuir forças de compressão e a função biológica de abrigar 

a medula hematopoiética (OSTERHOFF et al., 2016). Cada segmento ósseo é constituído por 

proporções diferentes de osso esponjoso e compacto (figura 1), e esta diferença faz com que 

cada área tenha características biológicas e mecânicas distintas (KINI; NANDEESH, 2012). 

 

Figura 1: Visão macroscópica e microscópica do tecido ósseo. A organização dos compartimentos 
ósseos, compostos de tecido mineralizado e uma rede celular e vascular. (Imagem modificada do artigo 
de DUDA e colaboradores, 2023). 

 

A função mecânica do osso depende de sua matriz estrutural, enquanto a composição 

dessa matriz e as atividades das células ósseas determinam seu comportamento biológico 

(BUZA; EINHORN, 2016). Especificamente nos ossos longos, a constituição do conteúdo 

mineral é superior a 20%, o que permite que o osso absorva a energia e o mantenha leve para a 
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mobilidade (CLARKE, 2008). Assim, quanto maior a quantidade de osso cortical em um 

segmento ósseo, maior é sua capacidade para resistir à ação de forças deformantes. Entretanto, 

em virtude da limitada atividade biológica do osso cortical, o processo de regeneração e reparo 

do osso cortical é mais lento do que no osso esponjoso (LAFAGE-PROUST et al., 2015). 

Microscopicamente, os componentes celulares do osso consistem em células precursoras 

osteogênicas, osteoblastos, osteoclastos, osteócitos, células de revestimento ósseo e elementos 

hematopoiéticos da medula óssea (FLORENCIO-SILVA et al., 2015). Os osteoblastos são 

derivados de células tronco esqueléticas (Skeletal Stem Cell ou SSC), são metabolicamente 

ativos, responsáveis pela síntese da matriz óssea e subsequente mineralização (AMBROSI et 

al., 2021; CHAN et al., 2018). Quando os osteoblastos maduros diminuem sua atividade 

metabólica, tornam-se quiescentes, são envoltos e aprisionados na própria matriz óssea, dando 

origem aos osteócitos (BONEWALD, 2011). 

Os osteócitos são derivados da célula tronco hematopoiética, normalmente encontrados 

em contato com uma superfície óssea calcificada e são as células mais abundantes do osso, 

representando de 90 a 95% de todas as células do tecido (FLORENCIO-SILVA et al., 2015). 

Os osteoclastos reabsorvem o osso por acidificação e proteólise da matriz óssea (EL-

JAWHARI; JONES; GIANNOUDIS, 2016). De cada osteócito, uma rede de prolongamentos 

citoplasmáticos se estende através dos canalículos cilíndricos até os vasos sanguíneos e outros 

osteócitos, permitindo a formação de uma rede de comunicação em todo tecido, que em resposta 

ao microambiente local, é capaz de atuar na remodelação óssea e na atividade de osteoblastos 

e osteócitos (BOSKEY, 2007; BONEWALD, 2011).  

As células de revestimento, derivadas da matriz óssea, formam as camadas de tecido 

conjuntivo fibroso que recobrem a superfície externa e interna (figura 2), denominadas de 
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periósteo e endósteo, respectivamente (KAPINAS; DELANY, 2011). Desempenham funções 

importantes na fixação de tendões e ligamentos, na nutrição da superfície do tecido, no 

suprimento de células osteoprogenitoras, que auxiliam nos processos de formação e 

regeneração óssea, e na delimitação do espaço ocupado pela medula óssea (LI et al, 2017; 

GONG et al., 2015). 

 

 

Figura 2: Visão microscópica do tecido ósseo. (a) O periósteo consiste em três zonas distintas; a zona 
I, é formada por células precursoras dos osteoblastos; a zona II abriga as células tronco esqueléticas e 
contém as fibras de Sharpey, que conectam o periósteo ao osso mineralizado; a zona III, a camada mais 
externa, consiste em fibras de colágeno e fibroblastos. (b) A rede vascular atravessa o osso mineralizado 
pelos canais de Volkmann e de Havers, que contêm arteríolas, vênulas e fibras nervosas. (Imagem 
modificada do artigo de DUDA e colaboradores, 2023). 
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1.2 Formação e regeneração óssea 

Por não se tratar de uma estrutura estática, o tecido é mantido dinamicamente através da 

formação e a remodelação óssea, que também são empregados no processo de regeneração de 

fraturas (LIEBERMAN; FRIEDLAENDER, 2005). O processo de formação óssea é o 

mecanismo pelo qual o osso é formado por osteoblastos (biomineralização) e que ocorre de 

maneira mais intensa durante o desenvolvimento do esqueleto (ORYAN et al., 2014).  

Já a remodelação óssea ocorre ao longo da vida e consiste no processo de reabsorção 

óssea pelos osteoclastos, com a digestão das fibras de colágeno e da matriz orgânica, e formação 

de novo osso no mesmo local pelos osteoblastos. É um mecanismo responsável por manter a 

função e massa óssea, substituindo, continuamente, o osso velho-danificado por um osso novo 

(BILEZIKIAN; RAISZ; MARTIN, 2008). Cerca de 25% do osso esponjoso e 3% do osso 

cortical são removidos e substituídos anualmente em condições de normalidade 

(MANOLAGAS; PARFITT, 2010), permitindo a remodelação completa do esqueleto a cada 

10 anos (LANGDAHL; FERRARI; DEMPSTER, 2016).  

A capacidade intrínseca de regeneração do osso é o eixo central do complexo processo 

de reparo de lesões (MARSELL; EINHORN, 2011). Esse processo é mediado por eventos 

biológicos e mecânicos, compostos por sequências bem orquestradas de etapas envolvendo 

diversos tipos celulares e diferentes vias de sinalização molecular e com o objetivo final de 

promover a regeneração tecidual integral sem a formação de tecido cicatricial fibroso 

(EHNERT et al., 2021; EINHORN; GERSTENFELD, 2015). Historicamente, o processo de 

consolidação óssea foi separado em três fases (fase inflamatória, fase de reparo e fase de 

remodelação), mas a dinâmica da regeneração óssea é muito mais complexa (GERSTENFELD, 

2003). Entretanto, ao final do processo, o osso neoformado recupera as características 
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fisiológicas e mecânicas, readquiri suas propriedades originais (composição e estrutura) e 

retoma sua capacidade de se adaptar às forças biomecânicas (BUZA; EINHORN, 2016; 

FILIPOWSKA et al., 2017).  

No cenário clínico, o principal exemplo de regeneração óssea é a consolidação das 

fraturas, quando as vias utilizadas durante o desenvolvimento embrionário são recapituladas 

através dos processos de ossificação intramembranosa e endocondral (MARSELL; EINHORN, 

2011). Após a ocorrência de um trauma associado a fratura, ocorre sangramento pela lesão dos 

vasos periosteais, corticais e medulares, iniciando, assim, a mobilização de todos os 

componentes envolvidos no dano (o osso, o periósteo, a medula óssea e os tecidos moles 

circunjacentes) para contribuírem com a reparação (BAHNEY et al., 2019). O processo começa 

com a coagulação do sangue, formação de um hematoma e a ativação da fase pró-inflamatória 

(SCHMIDT-BLEEK, et al., 2015). 

 Fases anti-inflamatória e pró-angiogênica subsequentes preparam o microambiente para 

a indução de uma fase condrogênica, na qual a formação de um calo imaturo, restaura 

parcialmente a competência mecânica do osso (CLAES; RACKNAGEL; IGNATIUS, 2012). 

Na sequência, ocorre a hipertrofia dos condrócitos, com a mineralização da matriz e a 

revascularização, precedendo a formação do tecido, que reestabelece a continuidade óssea 

(MARSELL; EINHORN, 2011). Com o processo de cicatrização completo, inicia-se a fase de 

remodelação, que adapta o calo mineralizado ao formato ósseo inicial, reestabelecendo, 

portanto, a forma e a função do osso de acordo com as competências mecânicas exigidas locais 

(BUCHER et al., 2019) (figura 3). 
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Figura 3: Esquema ilustrativo da consolidação óssea. Etapas do processo de consolidação secundária 
com os eventos celulares que caracterizam as fases anabólica e catabólica, o estágio inflamatório, o 
estágio endocondral e o remodelamento. A escala temporal equivale à uma fratura de fêmur de rato 
fixada com haste intramedular. (Imagem modificada do artigo de EINHORN e GERSTENFELD, 2015). 
PMN = leucócito polimorfonuclear; MSC = células mesenquimal estromal. 

 

1.3 Distúrbios da consolidação e defeitos ósseos 

Aproximadamente 160 a 190 milhões de novas fraturas ósseas ocorrem a cada ano, e mais 

de 400 milhões de pacientes sofrem de consequências agudas ou de longo prazo destas lesões 

(WU et al., 2021). De fato, a frequência dessas doenças e distúrbios musculoesqueléticos é 

maior do que doenças circulatórias, respiratórias e câncer (SHAPIRO, 2021).   

Os métodos atuais de gerenciamento das fraturas atingiram um alto padrão tecnológico, 

garantindo a solidez metodológica da cirurgia e uma alta qualidade no tratamento (WINKLER 
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et al., 2018). No entanto, em cerca de 2 a 15% das fraturas, podemos observar falhas nos 

processos biológicos essenciais para cicatrização óssea, cursando com retardo ou ausência da 

consolidação, necessitando de revisões cirúrgicas (DUMIC-CULE et al., 2015; 

SCHLICKEWEI et al., 2019). Estas complicações aumentam as taxas de mortalidade, afetam 

a qualidade de vida destes pacientes e representam um custo financeiro considerável para as 

sociedades e sistemas de saúde (BUZA; EINHORN, 2016; HAK et al., 2014). Os custos anuais 

com o tratamento das lesões esqueléticas chegam aproximadamente a € 37 bilhões na União 

Europeia (BORGSTRÖM et al., 2020). 

Diversos fatores podem afetar o sucesso da regeneração óssea, como a extensão da perda 

de tecido ósseo e dos tecidos circundantes, a distância entre os principais fragmentos ósseos, a 

falta de estabilidade mecânica, alterações no suprimento sanguíneo, fatores individuais do 

paciente (como idade, comorbidades, tabagismo e deficiências nutricionais), infecções e 

ressecções oncológicas (KILLINGTON et al., 2018; WALSH et al., 2017; FERNANDEZ-

YAGUE et al., 2015). Nestas condições clínicas complexas, onde a regeneração óssea é 

necessária em grande quantidade, mesmo após a estabilização cirúrgica ideal, geralmente os 

pacientes não evoluem para a consolidação (HERTEN et al., 2019). 

Claes, Eckert-Hübner e Augat (2003) demostraram que a extensa perda óssea afeta 

diretamente a revascularização e a diferenciação tecidual, prejudicando a regeneração óssea. 

Sendo as diáfises compostas basicamente por tecido ósseo do tipo cortical, a regeneração de 

perdas extensas neste segmento ósseo é complexa e os defeitos tendem a consolidar lentamente 

ou até mesmo não consolidar, constituindo um problema de difícil solução (BACKSTEIN; 

SAFIR; GROSS, 2006). De acordo com a literatura, as fraturas dos ossos longos estão entre as 

lesões incapacitantes mais comuns em todo mundo (SHAPIRO, 2021). Dos pacientes com 

fraturas do fêmur, 30% têm retardo da consolidação e 10% evoluem para pseudoartrose 
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(STEWART, 2019; NICHOLSON, et al., 2021). No entanto, a incidência pode ser muito maior 

devido à limitação dos métodos de avaliação atuais (ANDRZEJOWSKI; GIANNOUDIS, 

2019). 

De acordo com o FDA (Food and Drug Administration), uma pseudoartrose é definida 

como uma fratura de pelo menos 9 meses sem evidências radiográficas de consolidação ou três 

meses consecutivos sem evolução da consolidação (CALORI et al., 2017). De fato, ainda não 

há um consenso clínico sobre o que constitui retardo da consolidação e há controvérsia se uma 

fratura nesta condição deve ser tratada ou se é melhor aguardar a confirmação da pseudoartrose 

após 6 a 9 meses (NICHOLSON et al., 2021; SIMPSON, 2017). 

Avaliação radiológica sequencial continua sendo o padrão clínico para acompanhamento 

da progressão da consolidação da fratura (CLAES; CUNNINGHAM, 2009). Parâmetros 

clínicos são sinais adicionais usados para diagnosticar a pseudoartrose (NICHOLSON et al., 

2021). No entanto, a avaliação desses critérios é altamente subjetiva e depende da experiência 

do cirurgião (WITTAUER et al., 2021). A identificação de biomarcadores permitiria o ajuste 

da estratégia de tratamento (POUNTOS et al., 2013). Pesquisas ativas buscam validar diversos 

marcadores, como fatores inflamatórios, angiogênicos e de formação óssea (como a fosfatase 

alcalina) (CHITWOOD et al., 2021). Embora tais marcadores possam ser utilizados para 

monitorar o processo de consolidação, seu valor prognóstico é limitado e provavelmente 

nenhum biomarcador único seja capaz de prever o diagnóstico da consolidação (CHITWOOD 

et al., 2021). 

1.4 Tratamento dos distúrbios da consolidação e dos defeitos ósseos 

Em um número relevante de pacientes, a restauração da integridade tecidual não ocorre 

espontaneamente (POUNTOS et al., 2013) e esses pacientes necessitam, em média, de duas 
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intervenções cirúrgicas adicionais (ALT et al., 2009), apresentam dor persistente (GELALIS et 

al., 2012), hospitalização prolongada e tempo médio de reabilitação de 23 meses (ALT et al., 

2009). 

De fato, durante muitos anos, pacientes com grandes defeitos ósseos foram tratados com 

amputações primárias (BOSSE et al., 2002). No entanto, atualmente, existem diversos métodos 

de tratamento disponíveis e que podem ser usados isoladamente ou em combinação (MURPHY 

et al., 2013). Estão inclusos os recursos da enxertia óssea, osteogênese por distração e, mais 

recentemente, a engenharia de tecidos baseada em células (GIANNOUDIS; EINHORN, 2009). 

Nenhuma destas técnicas tem sua eficácia livre de questionamentos, seja pelo longo período de 

tratamento, pela morbidade associada ou pela regeneração incompleta da lesão (BACKSTEIN; 

SAFIR; GROSS, 2006). Assim, as propostas de reconstrução voltadas para a obtenção de 

bons resultados clínicos e manutenção do membro continuam sendo prioritárias para o 

cirurgião ortopédico (EL-ROSASY, 2007). 

Os enxertos ósseos autólogos continuam sendo o “padrão ouro” no tratamento de 

pequenos defeitos ósseos ou inferiores a 5 cm3, com boa cobertura das partes moles 

(SCHMIDT, 2021). Contudo, para os defeitos com mais de 5 cm3 esta abordagem não é 

indicada, porque como o enxerto sofre reabsorção e a vascularização não reproduz os padrões 

anatômicos locais, resultando em uma zona de fragilidade óssea com alta predisposição para 

fraturas (MASQUELET, 2003). Defeitos com maiores dimensões, com ou sem lesão de partes 

moles associadas, são lesões complexas, de difícil abordagem e que necessitam de tratamento 

especializado. As principais estratégias terapêuticas para os defeitos segmentares são os 

enxertos ósseos vascularizados (TAYLOR; MILLER; HAM, 1975; LENZE et al., 2017), a 

distração osteogênica ou transporte ósseo interno com fixador externo (GIOTAKIS; 
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NARAYAN; NAYAGAM, 2007) e a técnica da membrana induzida descrita por Masquelet 

(MASQUELET et al., 2000). 

O enxerto ósseo vascularizado geralmente é obtido de alguns sítios anatômicos clássicos 

como crista ilíaca, costela e fíbula, no qual é retirado com o retalho cutâneo e com seu pedículo 

vascular, que é anastomosado na área receptora (TAYLOR; MILLER; HAM, 1975; LENZE et 

al., 2017). A fíbula, por ser um osso reto, com cerca de 25 cm, com boa densidade cortical, bom 

pedículo vascular e que produz uma baixa morbidade no sítio doador, é a melhor opção para 

reconstrução de defeitos muito extensos, principalmente os localizados na diáfise femoral (WEI 

et al., 1997; HOUDEK et al., 2017). Alguns estudos comprovam que a utilização do enxerto 

autólogo vascularizado leva a resultados superiores do que os enxertos não vascularizados, uma 

vez que a circulação sanguínea do enxerto não é interrompida, fazendo com que o número de 

células viáveis no local seja maior e a consolidação óssea mais rápida (WEILAND, 1981; 

YAJIMA; TAMAI, 1994; FINKEMEIER, 2002). As complicações pós-operatórias estão 

relacionadas, quase sempre, com a anastomose vascular, com a utilização de fixador externo e 

com a perda de angulação do enxerto (MINAMI et al., 2000; FEUVRIER et al., 2016). 

A osteogênese por calotagem ou distração, descrita por Ilizarov em 1986, é uma opção 

utilizada para tratar os defeitos segmentares dos ossos longos sem comprometimento das partes 

moles (ARONSON; JOHNSON; HARP, 1989; POLYZOIS et al., 1997; ZAMORA-MUÑOZ; 

ORELLANA-RETA, 2007). É um processo no qual se induz a formação óssea no foco de uma 

osteotomia, no segmento de osso saudável, distante da área lesada, através de distração do 

fragmento ósseo com a utilização de um aparelho de fixação externa, com sistema de 

alongamento gradual (ILIZAROV; LEDYAEV, 1992). Este fragmento intercalar, entre a 

osteotomia e o defeito ósseo, é transportado longitudinalmente à medida que o segmento é 

tracionado. O ajuste do fixador a uma velocidade de 0,25 mm quatro vezes ao dia (total de 1 
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mm / dia) é feito até atingir o comprimento total do alongamento ósseo, preenchendo, assim, o 

defeito pré-existente (ARONSON, 1997). Embora esta seja uma técnica eficaz, requer longos 

períodos de tempo com fixador externo e tem altas taxas de complicações (MASQUELET; 

BEGUE, 2010; ABDEL-AAL, 2006). 

A técnica da membrana induzida ou a técnica de Masquelet foi descrita há mais de 30 

anos para o tratamento das perdas ósseas secundárias a infecção (MASQUELET et al., 2000). 

Na descrição original de Masquelet, a técnica é realizada em dois tempos cirúrgicos e pode ser 

utilizada em lesões infectadas ou lesões previamente irradiadas (MASQUELET; BEGUE, 

2010). No primeiro tempo cirúrgico, a lesão é debridada e preenchida por espaçador de cimento 

de polimetilmetacrilato (PMMA), em torno do qual é formada a membrana pseudo-sinovial, 

conhecida como membrana de Masquelet. A primeira função do espaçador é mecânica, 

impedindo a invasão da área da lesão por tecido fibroso. A segunda é biológica, dada pelo 

ambiente da membrana que irá fornecer suprimento de sangue para o osso enxertado e impedir 

a sua reabsorção (MASQUELET et al., 2000; PELISSIER et al., 2002 e 2004; GIANNOUDIS 

et al., 2011). O segundo tempo cirúrgico é realizado cerca de dois meses depois do primeiro e 

consiste da retirada do espaçador e preenchimento da câmara delimitada pela membrana por 

enxerto ósseo (WONG et al., 2014). 

Masquelet e colaboradores, em sua recente avaliação da técnica incluindo o seguimento 

por 10 a 22 anos de 18 pacientes, salientam alguns pontos que podem estar relacionados com o 

sucesso ou insucesso do tratamento. Um aspecto reforçado pelo autor é que a técnica é indicada 

apenas para pacientes comprovadamente sem infecção (MASQUELET; KISHI; BENKO, 

2019). Outra avaliação feita pelo autor foi o tipo de preenchimento da câmara formada pela 

membrana. Na descrição clássica, o preenchimento considerado ideal é o enxerto autólogo de 

osso da crista ilíaca. Contudo, pela limitação dos sítios doadores e considerando que para o 
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sucesso do tratamento a câmara precisa ser preenchida integralmente com osso esponjoso 

compactado, na imensa maioria dos pacientes, há necessidade de associar o enxerto autólogo 

com aloenxerto na proporção de 1:3 (MASQUELET, 2017; MASQUELET et al., 2019). 

1.5 Enxertos e substitutos ósseos 

Para apoiar a regeneração óssea diante de condições abaixo do ideal, como no retardo da 

consolidação, na pseudoartrose, no defeito ósseo, na baixa qualidade óssea ou no suprimento 

sanguíneo insuficiente, a enxertia óssea é um dos métodos cirúrgicos mais utilizados em 

procedimentos ortopédicos (FILLINGHAM; JACOBS, 2016; GIANNOUDIS; 

DINOPOULOS; TSIRIDIS, 2005). Trata-se do segundo transplante de tecidos mais frequente, 

logo após a transfusão sanguínea (CAMPANA et al., 2014). 

De acordo com Moore, Graves e Bain (2001), para um enxerto ósseo ser considerado 

ideal, no âmbito da regeneração óssea, ele deve conter três propriedades que se completam, a 

osteogênese, a osteoindução e a osteocondução. A capacidade biológica do enxerto é formada 

pelo somatório destas funções biológicas básicas essenciais.  

A osteoindução é a capacidade que o tecido ósseo transplantado tem de induzir o 

recrutamento de suas células tronco e progenitoras, que se diferenciarão em um 

fenótipo formador de osso, do tecido hospedeiro (WANG; YEUNG, 2017; FILLINGHAM; 

JACOBS, 2016; ORYAN et al., 2014). Osteocondução é a capacidade pelo qual um enxerto 

atua, passivamente, como um suporte estrutural (scaffold) para o crescimento ósseo sobre sua 

superfície, canais ou poros in vivo (KHAN et al., 2005). Todos os enxertos que fornecem uma 

estrutura, fornecem alguma medida de osteocondutividade (ALBREKTSSON; JOHANSSON, 

2001). Osteogênese refere-se à capacidade de neoformação óssea por células osteoblásticas 

presentes no enxerto (ORYAN et al., 2014; ROBERTS; ROSENBAUM, 2012). 
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1.5.1 Enxertos ósseos biológicos 

A literatura considera enxertos ósseos biológicos ou naturais: (i) os autoenxertos ou 

autólogos, que representam um tecido transplantado de um local do esqueleto para outro no 

mesmo indivíduo, (ii) os aloenxertos, sendo um transplante entre indivíduos da mesma espécie, 

mas geneticamente diferentes, e por fim, (iii) o xenoenxerto, materiais transplantados entre 

espécies diferentes (ORYAN et al., 2014; BLOKHUIS; ARTS, 2011). 

1.5.1.1 Autoenxerto 

Entre todos os enxertos disponíveis, o autoenxerto é considerado biologicamente ideal, 

por possuir todas as propriedades necessárias na regeneração óssea em termos de 

osteocondução, osteoindução e osteogênese (SEN; MICLAU, 2007; AYUKAWA et al., 2015). 

Motivo pelo qual, é considerado o tratamento padrão na enxertia óssea, representando 

aproximadamente 58% de todos os enxertos realizados (ORYAN et al., 2014).  

A crista ilíaca é a fonte mais comum de obtenção do autoenxerto (figura 4), tendo 

potencial de osteoindução, conferido por fatores solúveis (como proteínas morfogênicas e 

fatores de crescimento), de osteogênese, por conter um grande número de células viáveis, e de 

osteocondução, por fornecer o suporte adequado para a neoformação óssea (ZIGDON-GILADI 

et al., 2015). Além disso, o enxerto autólogo possui histocompatibilidade completa (ausência 

de reações imunológicas cruzadas) e é desprovido do risco de transmissão de infecções 

(GARCÍA-GARETA; COATHUP; BLUNN, 2015). Entretanto, a sua obtenção a partir da crista 

ilíaca requer um procedimento cirúrgico adicional que pode resultar em complicações, como 

dor crônica, infecção, perda sensorial local e instabilidade do sítio doador, que podem estar 

presentes entre 8,6 % e 30 % dos pacientes (ORYAN et al., 2014; FROHLICH; POTVIN, 2008; 
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FINKEMEIER, 2002). Além disso, a limitação da quantidade de enxerto que pode ser retirado 

deste sítio anatômico (AHLMANN et al., 2002; ST JOHN et al., 2003; FRANCE et al., 2015) 

representa o principal problema. Em média, o volume de osso cortico-esponjoso disponível 

para coletar na crista ilíaca anterior é de 16 a 26 cm3 e de 34 cm3 na crista ilíaca posterior 

(KILINC et al., 2017).  

 
Figura 4: Imagens da coleta do autoenxerto da crista ilíaca. (a) ilustração da pelve destacando 
a área da crista ilíaca de retirada de enxerto; (b) Imagem após a realização da osteotomia da porção 
ântero-posterior do ilíaco; (c) Enxerto ósseo esponjoso é retirado entre as lâminas interna e externa 
do osso ilíaco; (d) Enxerto esponjoso em um frasco de 250 mL (Imagens modificadas dos artigos 
de Giannoudis, Karadimas e Kanakaris, 2012 e Drinnon e colaboradores, 2020).  

 

Outra fonte de enxerto ósseo autólogo é a fresagem do canal medular pelo método RIA 

(Reamer-Irrigator-Aspirator), que consiste no alargamento do canal medular dos ossos longos 

acoplado a um sistema de irrigação-aspiração para coletar material da medula óssea e pequenos 

fragmentos ósseos. O sistema RIA fornece uma grande quantidade de enxerto autólogo, 
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(volume máximo de 90 cm3), (COX et al., 2011), que reproduz as propriedades de osteogênese, 

osteoindução e osteocondução do osso esponjoso obtido da crista ilíaca (KUEHLFLUCK et al., 

2015). Contudo, a utilização do sistema requer um alto preparo técnico do cirurgião, visando a 

prevenção de complicações graves como fratura, perfuração da cortical durante a coleta, 

grandes perdas sanguíneas, procedimento cirúrgico adicional e custos substanciais 

(MADISON; NOWOTARSKI, 2019; GIORI; BEAUPRE, 2011; ST JOHN et al., 2003). 

1.5.1.2 Aloenxerto  

Nas situações em que os autoenxertos não são suficientes ou possíveis, uma fonte 

alternativa bastante utilizada é o aloenxerto ou enxerto homólogo, representando 34% dos 

enxertos ósseos (ORYAN et al., 2014). Eles são obtidos por doação inter-vivo ou post-mortem, 

disponíveis em bancos de tecidos autorizados, que captam o osso, realizam o processamento 

(removendo todo conteúdo orgânico) e armazenam os tecidos (BALDWIN et al., 2019; 

IVORY; THOMAS, 1993; MAKLEY, 1985). O uso do aloenxerto elimina os problemas 

associados (1) com o procedimento cirúrgico para a retirada do enxerto da crista ilíaca, (2) com 

a limitação da quantidade que pode ser retirada do sítio doador (ORYAN et al., 2014).  

 O aloenxerto fornece uma microestrutura para sustentar a vascularização, o crescimento 

e a remodelação óssea durante o período de incorporação, mantendo o potencial de 

osteocondução (FALDINI et al., 2011). Além disso, estão disponíveis em várias apresentações 

(cortical ou esponjoso), formas (cubos, cilindros, cavilhas e grânulos) e tamanhos (BALDWIN 

et al., 2019). No entanto, quando comparado ao enxerto autólogo, seu potencial de osteoindução 

e osteogênese é baixo (ZIMMERMANN; MOGHADDAM, 2011; EINHORN, 2005; 

HORNICEK et al., 2001).  Uma desvantagem dos aloenxertos é a necessidade de realizar 

processos de esterilização e descelularização para minimizar os riscos de transmissão de 
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doenças e de reações de imunogenicidade, no entanto, esses procedimentos podem alterar as 

propriedades biológicas e mecânicas, reduzindo qualquer potencial osteoindutor e 

osteogênico (SOHN; OH, 2019; CHATTERJEA et al., 2010).   

Os métodos de descelularização mais empregados podem ser categorizados em 3 grupos 

diferentes: métodos físicos (ciclos de congelamento e descongelamento), métodos químicos 

(ácidos, detergentes e solventes) e métodos enzimáticos (usando proteínas como tripsina e 

dispase) (CRAPO; GILBERT; BADYLAK, 2011). E, independente de qual seja o método 

empregado, esses visam principalmente, a redução da antigenicidade do tecido (CRAPO; 

GILBERT; BADYLAK, 2011). Para realizar a descelularização, os bancos de tecidos não se 

restringem a utilização de apenas um método dentro daquelas 3 categorias listadas e, em sua 

maioria, os protocolos usam uma série de combinações de métodos diferentes para que se 

obtenha um produto efetivamente desvitalizado (MENDIBIL et al., 2020). 

Todas as diferentes estratégias têm como objetivo exaurir as células no tecido e reduzir 

a quantidade de material genético residual. Ademais, cada estratégia escolhida deve variar de 

acordo com o tecido de origem, assim como o tecido ao qual o aloenxerto será destinado 

(CRAPO; GILBERT; BADYLAK, 2011). Contudo, não é possível remover 100% dos 

componentes celulares, sendo possível detectar moléculas como DNA, fosfolipídeos e etc. 

Embora esses componentes não possam ser totalmente eliminados, é sabido que baixas 

concentrações deles não são suficientes para estimular uma resposta inflamatória no 

hospedeiro. Dessa maneira critérios mínimos de aceitação para satisfazer uma descelularização 

bem-sucedida foram sugeridas por Crapo, Gilbert e Badylak (2011), são eles: 

•          < 50 ng dsDNA por mg de MEC ou; 

•          <200 pb fragmentos de DNA e; 
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•          Ausência de material genético visível em sessões de tecido coradas com DAPI 

ou H&E. 

Diversos estudos realizados nas décadas de 80 e 90, quando eram utilizados aloenxertos 

frescos congelados, sem triagens rigorosas e/ou rígidos processos de esterilização, 

descelularização e armazenamento, relatavam uma incidência geral de infecções relacionadas 

a aloenxertos de 0,014% (MCALLISTER et al., 2007). Após uma revisão de todos os 

transplantes de tecidos nos EUA, de 1982 a 1991, foram identificados 12 casos de transmissão 

de HIV, a partir de ossos criopreservados frescos, com todos os eventos ocorrendo entre 1984 

e 1986 (HINSENKAMP et al., 2012). Outros estudos também relatam reações de 

imunogenicidade com o aloenxerto (ZIMMERMANN; MOGHADDAM, 2011; 

GIANNOUDIS; DINOPOULOS; TSIRIDIS, 2005). Estudos recentes concluem que este risco 

de transferência de doenças por aloenxertos processados, provenientes de banco de ossos para 

o receptor do enxerto, é insignificante (BRINK, 2021). 

 

 

Figura 5: Tipos de aloenxerto. Imagem exemplificando dois tipos de aloenxerto. (a) fragmento cortico-
esponjoso do ilíaco; (b) bloco de osso esponjoso. (Imagens modificadas do artigo de Samsell e 
colaboradores, 2019).  
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1.5.2 Substitutos ósseos sintéticos 

O constante aumento de disfunções esqueléticas, por trauma ou doença, associado a baixa 

oferta de enxertos ósseos naturais, com uma pequena chance de atender a demanda de um 

cenário futuro, estimularam o aparecimento dos substitutos ósseos sintéticos. Estes materiais 

possuem como pré-requisitos: a biocompatibilidade e a inércia imunológica. Além disso, 

precisam de uma adequada cinética de reabsorção e a forma apresentada para aplicação (sólido, 

granulado e pasta) deve ser considerada de acordo com a particularidade do caso (MIRON; 

ZHANG, 2012). Idealmente, deve envolver as três importantes propriedades biológicas dos 

enxertos ósseos (osteocondução, osteoindução e osteogênese) e produzir a osteointegração, que 

podemos definir como a capacidade do implante ser ancorado com a formação de tecido ósseo 

ao seu redor, na interface osso-implante sem a formação de tecido fibroso (ALBREKTSSON; 

JOHANSSON, 2001; KHAN et al., 2005). Devem conferir estabilidade mecânica precoce para 

proteger o defeito de fratura ou colapso e promover vascularização suficiente dentro da 

construção para regeneração óssea (LASCHKE et al., 2009). 

Os materiais sintéticos disponíveis e amplamente utilizados são os biomateriais 

cerâmicos, principalmente a hidroxiapatita e o beta-tricálcio fosfato (β-TCP), e combinações 

dos mesmos (ZWINGENBERGER et al., 2012). São materiais inorgânicos, bioativos, 

caracterizados por baixa condutividade elétrica e térmica, e alta resistência química 

(KISSLING et al., 2016). Apresentam alta biocompatibilidade e possuem resistência à 

compressão e corrosão (IAQUINTA et al., 2019). O β-TCP é quimicamente semelhante ao 

osso, possui uma estrutura porosa, com macroporos interconectados e microporos, que favorece 

a invasão vascular e a substituição óssea, mas também uma rápida reabsorção (BHATT; 

ROZENTAL, 2012). O β-TCP é capaz de modular a adesão e proliferação celular, induzindo a 

neoformação óssea (GINEBRA et al., 2018). 
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Figura 6: Apresentações do β-TCP. (a) bloco de β-TCP, em cunha de 10º, com 
25 × 35 × 10 mm de dimensão; (b) imagem por MEV dos grânulos de β-TCP; (c) 
visão macroscópica dos grânulos de β-TCP. (Imagens modificadas do artigo de 
Bohner, Santoni e Döbelin, 2020). 

 

1.6 Células estromais da medula óssea (BMSCs) 

No complexo microambiente da medula óssea pós-natal, coabitam dois sistemas de 

células tronco independentes: o sistema hematopoético e o sistema estromal. O sistema 

hematopoético engloba, predominantemente, as células tronco CD34+ e uma população de 

progenitores capazes de se diferenciar em todas as células sanguíneas encontradas no 

organismo humano (MORRISON; UCHIDA; WEISSMAN, 1995). O sistema estromal é 

formado durante o desenvolvimento da cavidade medular, quase simultaneamente com a 

colonização pelas células hematopoiéticas, tendo como seu principal componente as células 

estromais, que são derivadas do mesoderma, responsáveis pela origem do osso, cartilagem, 

adipócito, fibroblastos e do estroma de sustentação da medula hematopoiética (BIANCO, 2011; 

CHARBORD et al., 1996). 

As primeiras evidências de que a medula óssea continha uma segunda população de 

células-tronco, além da hematopoiética, surgiram na década de 1960. Os experimentos de 
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Friedenstein, Shapiro e Petrakova (1966) e Tavassoli e Crosby (1968), foram fundamentais para 

demonstrar a existência dessas células e algumas de suas características, como a capacidade de 

crescimento e proliferação em Unidades Formadoras de Colônias Fibroblastóides (Colony 

Forming Units – Fibroblast ou CFU-F), seu alto índice proliferativo in vitro e a capacidade de 

estabelecer expansões clonais, independentemente, da densidade de plaqueamento 

(FRIEDENSTEIN; CHAILAKHJAN; LALYKINA, 1970; BIANCO et al., 2013). 

Nessa linha de pesquisa, os autores demonstraram que a porção estromal da medula óssea, 

quando transplantadas in vivo, induziam a formação de tecido ósseo 

ectópico. Histologicamente, estes ossículos continham todas as linhagens maduras encontradas 

em um segmento ósseo, isto é, osteócitos aprisionados em matriz óssea, osteoblastos, adipócitos 

e estroma mielosuportivo com capacidade de sustentar a hematopoese, identificando, assim, a 

multipotencialidade dessas células (FRIEDENSTEIN et al., 1974).  

Por fim, com o objetivo de testar o potencial de diferenciação individual de cada colônia, 

os pesquisadores verificaram que as CFU-Fs eram heterogêneas, com algumas sendo capazes 

de gerar apenas osso (unipotente), enquanto outras geraram osso, adipócitos e estroma 

mielosuportivo (multipotente) (OWEN e FRIEDENSTEIN, 1988). Dessa forma, estabeleceu-

se o conceito de que as CFU-Fs constituem uma mistura de células progenitoras em estágios 

distintos de diferenciação, geradas a partir de uma célula-tronco multipotente, que, à época, foi 

denominada “célula-tronco estromal” (OWEN, 1988; BIANCO et al., 2013). Esta observação 

foi confirmada mais recentemente por Sworder e colaboradores, que demonstraram que cerca 

de 10-20% das CFU-Fs são multipotentes, enquanto o restante é unipotente (SWORDER et al., 

2015). 

Em 2006, devido ao aumento significativo no interesse clínico, biológico e crescente 

número de estudos envolvendo o uso dessas células, a Sociedade Internacional de Terapia 
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Celular (ISCT - International Society of Cell Therapy) instituiu critérios mínimos para sua 

caracterização in vitro. De acordo com o relatório, para que sejam consideradas como células 

estromais da medula óssea, essas células devem: (i) ser aderentes ao plástico de cultivo quando 

mantidas em condições de cultura padrão, (ii) devem expressar os antígenos de superfície 

CD73, CD90 e CD105 e não expressar os marcadores CD11b ou CD14, CD19 ou CD79a, 

CD45, CD34 e moléculas de superfície HLA-DR; e (iii) devem ser capazes de se diferenciar in 

vitro nas linhagens osteogênica, adipogênica e condrogênica (DOMINICI et al., 2006). 

No entanto, a caracterização completa da identidade das células multipotentes, 

atualmente denominadas “células-tronco esqueléticas” (Skeletal Stem Cells, SSCs), ainda 

permanece desconhecida. Igualmente, desconhece-se a hierarquia dos progenitores derivados 

das SSCs e características específicas que permitam seu subfracionamento. Dessa forma, os 

estudos da área continuam utilizando a fração aderente total da medula, isto é, as BMSCs, que 

hoje sabemos que representam um conjunto de células altamente heterogêneas, contendo tanto 

as células multipotentes (SSCs), como progenitores em distintos estágios de diferenciação e 

células terminalmente diferenciadas (KREBSBACH et al., 1999; STRONCEK et al., 2014; 

ROBEY et al., 2014, 2015; HOLZWARTH et al., 2018). 

1.7 Terapia com células estromais da medula óssea 

Neste contexto, devido à facilidade do isolamento, cultivo, expansão, e ao potencial 

osteogênico intrínseco das BMSCs, foram apontadas como as melhores candidatas para à 

bioengenharia de tecidos ósseos (ARVIDSON et al., 2011). O potencial biológico das BMSCs 

vem sendo explorado em protocolos para a regeneração de tecidos, como na consolidação de 

fraturas, lesões tendinosas e cartilaginosas (MOUTSATSOS et al., 2001; AWAD et al., 1999; 

QUINTAVALLA et al., 2002). Desde então, muitos estudos avaliaram sua efetividade 
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terapêutica no contexto ortopédico (KREBSBACH et al., 1999; QUARTO et al., 2001; 

HERNIGOU et al., 2005; AGATA et al., 2009; KIM et al., 2009; BEYTH; SCHROEDER; 

LIEBEGALL, 2011; EL HADDAD, 2011; MÉNARD; TARTE, 2013). No entanto, apesar 

desses esforços contínuos, nenhum tratamento com BMSCs foi estabelecido (STRONG; 

NEUMEISTER; LEVI, 2017).  

Embora as terapias baseadas em BMSCs sejam muito promissoras, os resultados clínicos 

observados são variáveis. A inconsistência nos resultados pode decorrer de uma não definição 

das populações de células aplicadas, das variações de protocolos utilizados para a produção 

dessas células, da heterogeneidade entre os pacientes ou de uma incompleta compreensão da 

dose utilizada (JIANG; XU, 2020). 

Na literatura, observa-se protocolos usando de 4,0 × 107 a 1,2 × 109 células, e assim, o 

tecido receptor é inundado com um número suprafisiológico de células, o que não ocorre 

naturalmente em um organismo adulto (WANG; YI; SONG, 2021). Nesse contexto, as células 

devem manter a viabilidade e migrar para a área lesionada, para desempenhar seu papel de 

promover a regeneração tecidual (ZHANG et al., 2018; JIA et al., 2015). Outro aspecto crítico 

das atuais terapias com células é o curto tempo de vida das BMSCs que são inseridas no tecido 

lesionado. A maioria das BMSCs transplantadas morrem logo após a aplicação, não se 

integrando e nem se dividindo (GARCÍA-BERNAL et al., 2021) e, portanto, não fornece mais 

células capazes de promover a formação de novos tecidos.  

A Agência Nacional de Vigilância Sanitária (ANVISA), a agência reguladora 

correspondente dos EUA (Food and Drug Administration ou FDA) e a Agência Europeia de 

Medicamentos (European Medicines Agency ou EMA) atribuíram as BMSCs a conotação de 

“Produto de Terapia Avançada”, com base nas propriedades de imunomodulação e 

diferenciação dessas células (TORRE et al., 2015). No entanto, as aplicações terapêuticas das 
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BMSCs levantam uma série de questões sobre a segurança da administração em seres humanos 

de células expandidas in vitro, principalmente no que diz respeito à estabilidade genética e risco 

de surgimento de tumores (WANG et al., 2012; MENDICINO et al., 2019; FANG; 

VANGSNESS, 2021).  

De fato, a instabilidade genética já foi demostrada em células tronco murinas 

expandidas in vitro (LUKOMSKA et al., 2019). Quanto às BMSCs humanas, foi demonstrado 

que elas não têm aptidão para a transformação espontânea e podem ser expandidas com 

segurança in vitro por até 44 passagens, sem qualquer sinal de imortalização ou 

desenvolvimento de anomalias cromossômicas (BERNARDO et al., 2007). 

De fato, até 2016, existiam mais de 2000 pacientes que haviam utilizado as BMSCs para 

tratamento das mais diversas doenças e a grande maioria dos ensaios clínicos não relataram 

aparecimento de tumores ou problemas complexos de saúde associados às BMSCs 

(SQUILLARO; PEWSO; GALDERISI, 2016). Por fim, a aplicação terapêutica das BMSCs 

com segurança requer o estabelecimento de (i) regularização dos centros de terapia celular de 

acordo com os padrões estabelecidos pela Agência Nacional de Vigilância Sanitária 

(ANVISA), protocolos de expansão celular validados e por até no máximo 10 passagens; (ii) 

condições de boas práticas de fabricação para produção das células; (iii) testes de controle de 

qualidade do produto celular; e (iv) avaliação e acompanhamento clínico dos receptores. O 

cumprimento desses requisitos pode garantir a segurança e o sucesso clínico da aplicação 

terapêutica dessas células (WANG et al., 2012; LUKOMSKA et al., 2019). 

1.8 Uso de BMSCs no contexto da bioengenharia ortopédica 

A bioengenharia é um campo multidisciplinar onde são aplicados conhecimentos da 

ciência clínica, biologia, engenharia, transplante de células e ciência de materiais para criar 
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novos biomateriais que irão interagir com sistemas biológicos para tratar, regenerar ou 

substituir tecidos danificados (SOUCACOS; JOHNSON; BABIS, 2008). Normalmente, a 

bioengenharia envolve o uso de células, fatores bioativos e scaffolds, que são capazes de 

fornecer suporte estrutural para as células aderirem, se multiplicarem, se diferenciarem e 

formarem novos tecidos (PEREZ et al., 2018).  

Quanto a sua propriedade como célula-tronco/progenitora, as BMSCs são exploradas, 

principalmente, no contexto ortopédico. O sucesso de protocolos de regeneração do tecido 

ósseo depende essencialmente da ação de quatro componentes: sinalização por moléculas que 

induzem a formação óssea, como por exemplo, as proteínas morfogenéticas do osso (Bone 

Morphogenetic Proteins ou BMPs) (FAYAZ et al., 2011; ATALA, 2012); a existência de uma 

estrutura que permita ou possibilite a formação óssea, como a hidroxiapatita sintética ou β-

tricálcio fosfato (DE LONG JR, 2007; FELLAH et al., 2008); o recrutamento e a atividade de 

células osteoprogenitoras e os estímulos mecânicos (WANG et al., 2013; TROUNSON et al., 

2011; GIANNOUDIS; EINHORN; MARSH, 2007).  As BMSCs são candidatas para utilização 

em terapias de regeneração óssea devido às suas propriedades biológicas únicas, como a 

osteogenicidade inata e a capacidade de promover a reposição da massa óssea ao longo da vida 

(ROSSET; DESCHASEAUX; LAYROLLE, 2014). 

Na primeira série de casos clínicos, Quarto e colaboradores (2001) demonstraram a 

viabilidade da associação de biomateriais celularizados com BMSCs autólogas expandidas in 

vitro como alternativa aos enxertos ósseos autólogos para o tratamento de defeitos segmentares 

em ossos longos. O tratamento foi proposto pela falta de resposta ao tratamento cirúrgico 

convencional ou pela falta de osso autólogo para preencher o defeito. Após 6 a 7 anos de 

seguimento dos mesmos casos, os implantes estavam totalmente incorporados e não houve 
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nenhum relato de complicação ou de evento adverso relacionado com as células (MARCACCI 

et al., 2007).  

Gómez-Barrena e colaboradores (2019) realizaram o primeiro estudo clínico 

multicêntrico com BMSCs autólogas, expandidas in vitro associadas a biomaterial sintético, 

para tratar defeitos de consolidação de fraturas em ossos longos. Vinte e oito pacientes com 

fraturas não consolidadas no fêmur, tíbia e úmero foram recrutados na França, Espanha, 

Alemanha e Itália e tratados com 100 a 200 milhões de BMSCs associadas com 5 a 10 g de 

biocerâmica. Depois de um ano de acompanhamento, não foi observado nenhum evento 

adverso relacionado com o uso das células. Embora o objetivo do estudo tenha sido avaliar a 

segurança do tratamento e a reprodutibilidade nos quatros centros do protocolo de expansão, os 

autores observaram altas taxas de eficácia clínica do tratamento (92,8% ou 26/28 pacientes) 

(GÓMEZ-BARRENA et al., 2019).  

Além dos materiais sintéticos, outro biomaterial vem ganhando bastante espaço no campo 

da bioengenharia ortopedia, os aloenxertos e a matriz óssea desmineralizada (DINOPOULOS; 

GIANNOUDIS, 2006).  Lucarelli e colaboradores (2005) utilizaram aloenxerto associado com 

células estromais e plasma rico em plaquetas para tratar defeito diafisário no metatarso de 

ovelhas. Os autores observaram neoformação e remodelação óssea maior nos animais tratados 

com enxertos celularizados do que nos aloenxertos sem BMSCs. Nesse contexto, trabalhos 

anteriores mostraram que aloenxertos semeados com células estromais da medula óssea 

parecem acelerar a cicatrização de defeitos ósseos de tamanho crítico em ratos (KANDAL et 

al., 2016). Por fim, recentemente, Frutos e colaboradores (2020) descreveram que o uso de 

BMSCs expandidas in vitro associadas a aloenxertos se mostrou uma técnica viável, segura e 

eficaz para artrodese da coluna e sem relato de efeito adverso. 



 

42 
 

Apesar de todos os avanços, observamos que na bioengenharia ortopédica a incidência 

de fraturas, pseudoartrose e reabsorção de aloenxerto ainda é de grande preocupação. Sendo 

assim, novas opções de tratamento precisam ser propostas para melhorar a consolidação de 

fraturas. No entanto, no aspecto humano pouco se sabe sobre as vantagens da associação de 

BMSCs com aloenxertos e se, fornecem uma opção para o tratamento de defeitos ósseos. 
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2 JUSTIFICATIVA E HIPÓTESE 

A regeneração óssea é o processo fisiológico responsável pela consolidação de 

fraturas. No trauma ortopédico, existem condições clínicas complexas e desafiadoras, nas quais 

a regeneração óssea é insuficiente. Atualmente, possuímos um enorme saber a cerca da 

regeneração óssea no âmbito micro e macro biológico, no entanto, urge a necessidade de 

transferir esses conhecimentos adquiridos para avanços das terapias na prática clínica. Assim, 

consideramos que a associação do aloenxerto às BMSCs possa reproduzir um material 

biologicamente semelhante ao enxerto autólogo, mimetizando o microambiente do tecido ósseo 

e auxiliando o processo de neoformação óssea.  
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3 OBJETIVOS 

3.1 Objetivo principal 

Analisar o potencial osteogênico do aloenxerto associados com células estromais da 

medula óssea expandidas in vitro. 

3.2 Objetivos específicos 

Como objetivos específicos deste trabalho, podemos citar:  

• Isolar, expandir e caracterizar as BMSCs dos participantes do estudo; 

• Estabelecer e avaliar o protocolo de adesão das BMSCs ao aloenxerto; 

• Avaliar in vitro o potencial osteogênico dos aloenxertos celularizados com BMSCs; 

• Avaliar in vivo, em modelo animal o potencial osteogênico dos aloenxertos 

celularizados com BMSCs; 

• Avaliar quantitativamente e qualitativamente a neoformação óssea nos aloenxertos 

celularizados com BMSCs. 
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4 METODOLOGIA 

4.1 Aspectos éticos 

Trata-se de um estudo intervencional longitudinal prospectivo, com pesquisa 

experimental in vitro e in vivo, realizado no Instituto Nacional de Traumatologia e Ortopedia 

Jamil Haddad (INTO), que foi elaborado de acordo com a declaração de Helsinki. O desenho 

do estudo, os procedimentos utilizados para sua execução e a coleta de amostras foram 

aprovados pelo Comitê de Ética em Pesquisa do INTO, registrado sob o processo CAAE nº 

21778619.9.0000.5273 (Anexo A). Todos os doadores incluídos foram informados sobre o 

procedimento de coleta das amostras biológicas e esclarecidos sobre os objetivos desse estudo. 

O Termo de Consentimento Livre e Esclarecido (TCLE) necessário para a coleta do material 

biológico foi obtido de forma voluntária, de acordo com as normas da resolução no 466 de 

12/12/2012 do Conselho Nacional de Saúde (Anexo G). 

A utilização de animais e a realização de todos os experimentos com os mesmos, estavam 

de acordo com os princípios éticos e normas da resolução no 33 de 18/11/2016 do Conselho 

Nacional de Controle de Experimentação Animal (CONCEA), Lei no 11.794, de 08/10/2008 

(BRASIL, 2008) e do International Guiding Principles for Research Involving Animals 

(BANKOWSKI et al., 1984), tendo sido previamente aprovado pela Comissão de Ética no Uso 

de Animais (CEUA) do INTO, registrado sob o processo no 008/2019 (Anexo B). 

4.2 Seleção dos participantes da pesquisa e composição da amostra 

Para esse estudo foram utilizados descartes cirúrgicos de osso esponjoso proveniente de 

cinco pacientes selecionados no Centro de Atenção Especializada do Trauma Ortopédico 
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Adulto ou do Centro de Atenção Especializada de Cirurgia do Quadril do INTO, de ambos os 

sexos, com idade acima de 18 anos, tratados com artroplastia total do quadril primária, 

submetidos ao procedimento cirúrgico no período entre fevereiro/2020 e janeiro/2021. 

Foram definidos como critérios de exclusão do estudo: pacientes incapazes de entender e 

aceitar, mediante assinatura, o TCLE, e com registro e/ou histórico de: doenças displásicas da 

medula óssea, doenças reumáticas, diabetes, artrite reumatoide, neoplasias malignas, uso 

prolongado ou crônico de glicocorticóides, em tratamento com quimioterápicos e/ou 

imunossupressores, tabagismo, dependência química e/ou alcóolica, gravidez corrente, 

síndromes genéticas, sorologia positiva para os vírus HBV (Hepatite B), HCV (Hepatite C), 

HIV1/2, HTLV 1/2 e citomegalovírus, infecção com Tripanossoma cruzi (Doença de Chagas), 

Mycobacterium tuberculosis (Tuberculose) e Treponema palidum (Sífilis), e/ou com qualquer 

infecção local ou sistêmica no ato da cirurgia. Os critérios de seleção dos doadores estavam de 

acordo com o determinado pela Agência Nacional de Vigilância Sanitária (ANVISA), na 

Resolução da Diretoria Colegiada – RDC nº 153, de 14/06/2004, para seleção de doadores de 

sangue. 

Para os experimentos usando modelo animal foram utilizados camundongos 

imunodeficientes (C57BL/6. Cg-Foxn1nu) com oito semanas de idade, de ambos os sexos, e 

com peso médio de 30g ± 5g. Os animais foram mantidos em ambiente com controle de 

temperatura (23ºC ± 2ºC), umidade (55% ± 10%) e luminosidade (ciclos de 12 horas claro / 

escuro), em gaiolas individualizadas de polipropileno, forradas com maravalha, alimentados 

com ração padrão e água fornecida ad libitum. Os animais foram fornecidos pelo Biotério do 

INTO, que dispõe de estrutura física apropriada para a criação de animais imunodeficientes. 
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4.3 Coleta das amostras 

Foram utilizados como fonte de medula óssea descartes cirúrgicos de osso esponjoso. 

A captação das amostras foi realizada no centro cirúrgico durante o ato operatório. Após a 

fresagem do fundo acetabular, foram coletados os fragmentos ósseos removidos pelas três 

últimas fresas. As amostras foram acondicionadas em um frasco estéril de 50 mL e 

imediatamente encaminhada à temperatura ambiente para o Centro de Processamento Celular 

(CPC) do INTO (figura 7). 

4.4 Isolamento e expansão das células estromais da medula óssea  

O isolamento e a expansão das BMSCs, que foram utilizadas para a celularização dos 

aloenxertos e substitutos ósseos, obedeceram às normativas de boas práticas da ANVISA, das 

RDC no 214/2018 e RDC no 508/2021. Todo o processo de expansão celular foi realizado no 

CPC do INTO. 

4.4.1 Isolamento celular 

O processo de isolamento das células estromais da medula óssea foi iniciado 

imediatamente após o recebimento do material. As amostras de osso esponjoso (figura 7) foram 

transferidas para um tubo cônico de 50 mL (Corning, Nova York, Estados Unidos) e diluídas 

com solução salina tamponada com fosfato (PBS - Phosphate Buffer Solution, AMRESCO, 

Ohio, Estados Unidos) em uma proporção de até três vezes o seu volume, e lavadas com PBS 

por até três vezes para dissociar mecanicamente o conteúdo medular dos fragmentos ósseos. 

Após este processo e sedimentação das espículas ósseas, o sobrenadante foi coletado e 

transferido para um novo tubo cônico de 50 mL. O material foi centrifugado a 300 × g por cinco 
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minutos e a seguir as células foram ressuspensas em meio de cultivo α-Minimum Essential 

Medium (α-MEM, LGC Biotecnologia, São Paulo, Brasil) suplementado com 20% de soro fetal 

bovino (FBS - Fetal Bovine Serum, Gibco Life Tecnologies, Massachusetts, Estados Unidos).  

As células ressuspensas foram diluídas na proporção de 1:10 v/v em solução de Turk 

(ácido acético a 2%; Sigma-Aldrich, Missouri, Estados Unidos) para lise de hemácias, e o 

quantitativo de células mononucleadas foi determinado por contagem em câmara de Neubauer 

com auxílio de microscópio invertido Eclipse TS100 (Nikon, Tóquio, Japão). Em seguida, as 

células mononucleadas isoladas foram distribuídas em frascos de cultura celular de 75 cm2 

(Corning, Nova York, Estados Unidos) na densidade de 4 × 104 células/cm2 em 10 mL de α-

MEM suplementado com 20% de FBS, em triplicata e mantidas em estufa a 37°C, 5% de CO2 

e 80% de umidade, por três dias. Após este período, as células não aderentes foram removidas, 

e o meio de cultivo foi trocado. As células aderentes foram mantidas incubadas por mais onze 

dias. Ao final desta etapa, foram separadas em duas alíquotas, uma para o processo de expansão 

celular e outra para a caracterização das células e controle de qualidade (DIAS et. al., 2019). 

 

 

 

 

Figura 7: Amostra de osso esponjoso. Descarte 
cirúrgico de osso esponjoso (raspado acetabular) 
proveniente de artroplastia total de quadril, que 
foram utilizados como fonte de medula óssea. 
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4.4.2 Expansão in vitro 

As células obtidas na fase de isolamento foram submetidas a dois ciclos de expansão in 

vitro (passagens). Nas duas passagens, as células foram distribuídas em frascos de cultivo de 

175 cm2, na densidade de 8,5 × 103 células / cm2, em α-MEM com 20% de FBS, incubadas em 

estufa a 37°C, 5% de CO2 e 80% de umidade, com o meio trocado a cada três dias. Após 

atingirem 80% de confluência, as células foram lavadas duas vezes com PBS e incubadas por 

oito minutos com 10 mL com solução de tripsina recombinante (Tryple express, Invitrogen, 

Massachusett, Estados Unidos). O total de células obtidas (células viáveis e não viáveis) foi 

determinado com auxílio de uma câmera de Neubauer, pelo método de exclusão por Azul de 

Tripan. As BMSCs foram expandidas até a terceira passagem e então, conduzidas para análises 

laboratoriais, quando foi considerado encerrado o processo de expansão, exemplificado na 

figura 8 (DIAS et. al., 2019). 

 
Figura 8: Processo de isolamento e expansão das BMSCs. Ilustração das etapas de 
produção. Primeira fase/isolamento celular: células distribuídas em frascos de 75 cm2 e 
cultivadas durante 14 dias. Segunda fase/expansão in vitro: células distribuídas em frascos 
de cultivo de 175 cm2. 
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4.5 Caracterização das BMSCs 

As BMSCs foram caracterizadas quanto aos parâmetros definidos pela Sociedade 

Internacional de Terapia Celular (ISCT – International Society for Cellular Therapy): 

capacidade de adesão ao frasco de cultura celular padrão, potencial de formação de colônias 

fibroblastóides, perfil de expressão de marcadores de superfície celular específicos e a 

capacidade de diferenciação in vitro para as vias osteogênica, adipogênica e condrogênica 

(DOMINICI et al., 2006). 

 

4.5.1 Ensaio de eficiência de formação de colônias fibroblastóides 

A frequência de progenitores estromais nas amostras de medula óssea foi determinada 

pelo ensaio de eficiência de formação de colônias fibroblastóides (CFE). Após a dissociação 

mecânica, durante o processo de isolamento das células, um quantitativo de 2,0 × 105 células 

da suspensão foi semeado em frascos de cultura de 25 cm2, com 5 mL de α-MEM com 20% de 

FBS e incubadas na estufa à 37oC e 5% de CO2 por três dias para adesão celular. Após este 

período, as células não aderentes foram removidas e o meio de cultivo α-MEM com 20% de 

FBS foi trocado. No 14˚ dia, as colônias foram lavadas com PBS, fixadas com solução de 

paraformoldeído a 4% (Sigma-Aldrich, Missouri, Estados Unidos) por 15 minutos e coradas 

com solução aquosa Cristal Violeta a 1% (Sigma-Aldrich, Missouri, Estados Unidos) por 30 

minutos. Em seguida as garrafas foram lavadas com água corrente e secas à temperatura 

ambiente, e o número das colônias foi mensurado. Somente as unidades formadoras de colônias 

fibroblastóides (CFU-F, colony forming units fibroblast) com mais de 50 células fibroblastóides 

foram contabilizadas (KUZNETSOV et al., 2009; ROBEY et al., 2014). 
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4.5.2 Perfil de expressão de marcadores de superfície celular por citometria de fluxo 

Ao final do processo de expansão celular, um total de 1,0 × 106 células foram incubadas, 

por tubo de análise, com os seguintes anticorpos primários conjugados a fluorocromos: anti-

CD73 conjugado a APC; anti-CD146 conjugado a PE; anti-CD105 conjugado a FITC; anti-

CD90 conjugado a Percp-Cy5.5 (todos da BD Biosciences, Franklin Lakes, Estados Unidos); 

anti-CD34 conjugado a FITC (Dako, Glostrup, Dinamarca); anti-CD14 conjugado a FITC; anti-

CD45 conjugado a Percp-Cy5.5 (clone D3/9) (ambos da Immunostep, Salamanca, Espanha); 

anti-CD11b conjugado a PE (Santa Cruz Biotechnology, Dallas, EUA); isotipo controle IgG2A 

FITC; isotipo controle IgG1A APC; isotipo controle IgG1A Percp-Cy5.5; isotipo controle IgG1 

PE; isotipo controle IgG1 FITC; isotipo controle IgG2A PE (todos da Santa Cruz 

Biotechnology). Todas as marcações foram realizadas separadamente e o bloqueio de ligações 

inespecíficas foi realizado com PBS suplementado com 3% de FBS. Após incubação por 30 

minutos à temperatura ambiente e protegidos da luz, a imunorreatividade para cada marcador 

CD (cluster of differentiation) foi detectada usando o citômetro de fluxo Accuri® (Becton 

Dikinson – BD, California, Estados Unidos). Os dados foram analisados utilizando o FlowJoTM 

v10 Software (BD Life Sciences, New Jersey, Estados Unidos). Amostras com valores de 

CD73+, CD105+, CD90+ e CD146+ inferiores a 95% e de CD34-, CD45-, CD11b- e CD14- acima 

de 2% foram descartadas (ROCHA et al., 2017). 

4.5.3 Avaliação do potencial de diferenciação in vitro das BMSCs 

Para avaliar o potencial de diferenciação das BMSCs, foram realizados ensaios de 

diferenciação osteogênica, adipogênica e condrogênica no final do processo de expansão 

celular. 
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4.5.3.1 Ensaio de diferenciação osteogênica in vitro 

As BMSCs foram plaqueadas em seis poços com 2,0 × 104 células/cm2 por poço, em 

placas de 24 poços (Thermo Fisher Scientific, Massachusetts, Estados Unidos). Destes, três 

poços foram tratados com meio de cultivo osteogênico, isto é, α-MEM suplementado com 20% 

de FBS, contendo 10 mM de β-glicerofosfato, 5 µg/mL de ácido ascórbico 2-fosfato e 10-6M 

de dexametasona (todos da Sigma-Aldrich). As placas foram mantidas em estufa a 37oC e 5% 

de CO2 por 21 dias, com troca de meio a cada três dias. O controle negativo foi realizado nos 

três poços restantes, sendo colocado apenas o meio de cultivo α-MEM suplementado com 20% 

de FBS. No 21o dia, o meio de cultivo foi retirado, os poços foram lavados duas vezes com 500 

µL de PBS, as células foram fixadas com 200 µL de solução de paraformoldeído a 4% (Sigma-

Aldrich) por 15 minutos à temperatura ambiente e incubadas com solução aquosa de nitrato de 

prata à 2% (Sigma, Missouri, Estados Unidos) por 40 minutos protegidas da luz. Ao termino, 

as células foram lavadas três vezes com água destilada e expostas à luz UV por 10 minutos. Os 

poços foram fotografados usando microscópio EVOS (Thermo Fisher Scientific, 

Massachusetts, Estados Unidos) (DIAS et. al., 2019). 

4.5.3.2 Ensaio de diferenciação adipogênica in vitro 

As BMSCs foram plaqueadas em seis poços com 2,0 × 104 células/cm2 por poço, em 

placas de 24 poços (Thermo Fisher Scientific, Massachusetts, Estados Unidos). Destes, três 

poços foram tratados com meio de cultivo adipogênico, isto é, α-MEM com 20% FBS, contendo 

0,5 mM de isobutilmetilxantina (IBMX), 10-6 M de dexametasona, 200 mM de indometacina 

(todos da Sigma-Aldrich) e 10 mM de insulina (Humulin®, Lilly, São Paulo, Brasil). O controle 

negativo foi realizado nos três poços restantes, sendo colocado apenas o meio de cultivo α-

MEM suplementado com 20% de FBS. A troca de meio foi realizada a cada três dias, por 21 
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dias. No 21º dia, para verificar a diferenciação adipogênica, o meio de cultivo foi retirado, os 

poços foram lavados duas vezes com 500 µL de PBS. As células foram fixadas com 200 µL de 

solução de paraformoldeído 4% (Sigma-Aldrich) por 15 minutos à temperatura ambiente, 

lavadas com propileno glicol PA (Vetec Química, Rio de Janeiro, Brasil) e incubadas com 

solução Oil Red O 0,5% (Sigma-Aldrich, Missouri, Estados Unidos) em propileno glicol por 

20 minutos para coloração. Após duas lavagens com 85% de propileno glicol, as células foram 

fotografadas usando microscópio EVOS (Thermo Fisher Scientific, Massachusetts, Estados 

Unidos) (DIAS et. al., 2019). 

4.5.3.3 Ensaio de diferenciação condrogênica in vitro 

Para a diferenciação condrogênica, um total de 1,0 × 106 células foram ressuspensas em 

10 µL de α-MEM suplementado com 20% FBS, em seguida, 10 µL das células foram 

inoculadas em formato de gota, em placa de 96 poços (Thermo Fisher Scientific, Massachusetts, 

Estados Unidos), e incubadas a 37°C e 5% de CO2 para a formação de uma micromassa. Após 

30 minutos, 100 µL do meio de diferenciação condrogênica StemPro® (Gibco Life 

Technologies, Nova York, Estados Unidos) foram adicionados aos poços e para o controle 

negativo, em três poços foram colocados 100 µL de α-MEM suplementado com 20% de FBS. 

No 21º dia, o meio de cultivo foi retirado, os poços foram lavados duas vezes com 100 µL de 

PBS e as micromassas formadas foram fixadas com 50 µL de solução de paraformoldeído 4% 

(Sigma-Aldrich) por três horas, à temperatura ambiente, e coradas com Alcian Blue (Sigma). 

As lâminas foram fotografadas usando microscópio EVOS (Thermo Fisher Scientific, 

Massachusetts, Estados Unidos) (DIAS et. al., 2019). 
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4.6 Preparo do aloenxerto 

No laboratório do CPC, o aloenxerto proveniente do banco de multitecidos do INTO 

foi descongelado à temperatura ambiente e colocado em uma cuba metálica com solução de 

soro fisiológico (NaCl 0,9%) durante 30 minutos. Em seguida, o osso foi posicionado em uma 

prensa e com auxilio de uma agulha de biópsia óssea, calibre 8G × 152 mm (T-handle 

JamshidiTM, Becton Dickinson, Ontário, Canadá), foram extraídos fragmentos cilíndricos de 30 

mg (figura 9). Por fim, o material foi mergulhado em álcool absoluto e soro fisiológico 0,9% 

de NaCl, com antibiótico (vancomicina 10 mg / mL). Após o processamento, os fragmentos 

ósseos foram acondicionados em tubos cônicos de 1,5 mL e estocados à -80ºC até serem 

utilizados ou imediatamente designados para avaliação da qualidade de descelularização, por 

quantificação de ácido desoxirribonucleico (DNA), microscopia eletrônica de varredura (MEV) 

e histologia (RASCH et al., 2019). 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 9: Fragmentos cilíndricos de aloenxerto. (A) Fragmentos de 
aloenxerto processados; (B) Dois fragmentos de aloenxerto com 30 mg.  
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4.7 Quantificação do DNA presente nos aloenxertos 

Para validação do processo de descelularização do aloenxerto, foi avaliada a quantidade 

de DNA presente na amostra. Os fragmentos de aloenxertos foram incubados com solução de 

lise do kit Wizard® Genomic DNA Purification (Promega, Wisconsin, Estados Unidos) em 

banho maria a 55°C por 12 horas. No dia seguinte, pequenas esferas (beads) magnéticas foram 

colocadas nos tubos cônicos de 1,5 mL e o tecido foi fragmentando com auxílio de um disruptor 

de tecidos (L-Beader 24, Loccus, São Paulo, Brasil) por quatro ciclos de 3733 rpm por 40 

segundos. Após essas etapas, a extração de DNA seguiu o protocolo recomendado pelo 

fabricante do kit (Wizard® Genomic DNA Purification Kit). A quantidade de DNA extraído de 

30 mg de tecido foi quantificado em espectrofotômetro NanoDropTM (Thermo Fisher Scientific, 

Massachusetts, Estados Unidos). Como controle positivo foi usado DNA extraído de saliva 

humana (figura 10). Os valores foram expressos em ng / µL (CRAPO; GILBERT; BADYLAK, 

2011). 

 

 
Figura 10: Quantificação de DNA nos aloenxertos. Etapas do protocolo para extração de DNA. 

 

4.8 Preparo do β-TCP 

Para realização dos experimentos, utilizamos como controle um substituto de enxerto 

ósseo comercialmente disponível, o beta-tricálcio fosfato sintético (β-TCP, ChronOS®, 
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Synthes, Oberdorf, Suíça) com porosidade de 60%, tamanho de poro de 100 a 500 μm e 

biodegradabilidade moderada (SEEBACH et al., 2012). Sendo assim, com auxílio de uma 

agulha de biópsia óssea, calibre 8G × 152 mm (T-handle JamshidiTM, Becton Dickinson, 

Ontário, Canadá), foram extraídos fragmentos cilíndricos de 30 mg (figura 11). Os fragmentos 

cilíndricos foram armazenados em tubos cônicos de 1,5 mL estéreis até serem designados para 

análise por MEV ou para os ensaios in vitro e in vivo.   

 
Figura 11: Preparo do β-TCP. Fragmentos cilíndricos obtidos com agulha de 
biópsia, pesados e armazenados. 

 

4.9 Celularização dos scaffolds com BMSCs 

A quantidade de células utilizada no processo de celularização foi padronizada, de modo 

que 1 × 106 BMSCs foram inoculadas com 30 mg de scaffold, isto é, 30 mg de aloenxerto ou 

30 mg de β-TCP (ChronOS®). Para adesão, as BMSCs foram homogeneizadas individualmente 

com scaffolds e mantidas sob agitação a 250 rpm (mesa agitadora orbital, Tecnal, São Paulo, 

Brasil) por duas horas. Após este período, parte do material foi encaminhado para os ensaios in 

vitro e in vivo, conforme ilustrado na figura 12 (DIAS et al., 2019). 
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Figura 12: Celularização dos aloenxertos e β-TCP. 30 mg do aloenxerto ou β-TCP foram incubados 
com as BMSCs por duas horas, em seguida, esse material foi analisado quanto sua capacidade de: 
adesão, proliferação e diferenciação (ensaios in vitro); e estímulo a neoformação óssea através da 
histologia e histomorfometria (ensaios in vivo).  

4.10 Microscopia eletrônica de varredura (MEV) 

O material foi fixado com glutaraldeído 2,5% (Merck, Darmstadt, Alemanha) em tampão 

cacodilato de sódio 0,1M por duas horas e pós-fixado com solução de 1% de tetróxido de ósmio 

por 30 minutos, com o quantitativo suficiente para cobrir toda amostra. Em seguida, o material 

foi desidratado em série de álcool etílico (Sigma-Aldrich) com concentrações crescentes (30%, 

50%, 70%, 90% e 100%). Ao final da desidratação, as amostras foram mergulhadas em solução 

alcoólica de hexametildissilano (HMDS - Sigma-Aldrich), 1:1 (v/v), por 30 minutos, seguida 

de mais 30 minutos de incubação com solução pura de HMDS. Após esse período, as amostras 

foram mantidas por 12 horas na capela para secagem, e foi realizado o processo de metalização 

com uma camada de espessura nanométrica de ouro. A aquisição e análise foram realizadas a 

uma tensão de 15 kV, em modo de baixo vácuo no microscópio eletrônico de varredura Quanta 

400 (ThermoFisher, Oregon, Estados Unidos) do Centro de Caracterização em Nanotecnologia 

(CENANO) do Instituto Nacional de Tecnologia (INT). A MEV foi realizada antes da 

celularização para avaliar a microestrutura dos scaffolds e a qualidade do preparo do aloenxerto. 
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Após a celularização com BMSCs, a MEV foi utilizada para avaliar a capacidade de adesão e 

a morfologia das células sob os aloenxertos e β-TCP.  

4.11 Ensaio in vitro de viabilidade e proliferação celular (ensaio CCK-8) 

Neste ensaio in vitro, seis alíquotas de cada amostra dos scaffolds celularizados foram 

incubadas em poços individuais, em placas de 96 poços (Thermo Fisher Scientific, 

Massachusetts, Estados Unidos), com α-MEM com 20% FBS à 37ºC, 5% CO2, por 14 dias. 

Este mesmo meio foi utilizado em poços controle, onde foram incubadas 1,0 x 104 células, sem 

scaffolds. As análises de viabilidade e proliferação celular foram realizadas seguindo as 

especificações do fabricante do kit CCK-8 (Cell Counting Kit 8, Merck, Darmstadt, Alemanha). 

Para tal, em diferentes tempos (1º, 3º, 6º, 10º e 14º dia após adesão celular), 10 μl da solução 

de CCK-8 foi adicionada ao poço e incubado por quatro horas à 37ºC. Após este período, o 

meio de cultura foi coletado, e a absorbância foi detectada usando o espectrofotômetro Glomax 

(Promega, Wisconsin, Estados Unidos) na faixa de comprimento de onda de 450 nm, com 

resultados expressos por densidade óptica (OD, Optical Density). Para prosseguir com a 

análises nos diferentes tempos, um novo meio de cultura foi adicionado aos poços. Para detectar 

diferenças da atividade metabólica celular, foram formados três grupos: grupo ALOBMSC 

(BMSCs associadas ao aloenxerto); grupo TCPBMSC (BMSCs associadas ao β-TCP); e o grupo 

CTL (BMSCs aderidas a placa de cultivo sem scaffolds) (LIU et al., 2019).  

4.12 Ensaio in vitro da capacidade de diferenciação osteogênica por fosfatase alcalina 

Neste ensaio, três alíquotas de cada amostra dos scaffolds celularizados foram 

acondicionados em poços individualizados, em placas de 96 poços (Thermo Fisher Scientific, 

Massachusetts, Estados Unidos), e incubados com meio de diferenciação osteogênico, isto é, 
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α-MEM suplementado com 20% de FBS, contendo 10 mM de β-glicerolfosfato, 5 µg / mL de 

ácido ascórbico 2-fosfato e 10-6M dexametasona (todos da Sigma-Aldrich) pelo período de 14 

dias. A atividade da enzima fosfatase alcalina foi avaliada nos dois grupos (ALOBMSC 

[aloenxerto + BMSCs] e TCPBMSC [β-TCP + BMSCs]), em tempos diferentes (no 7º e 14º dia) 

e de acordo com as especificações do fabricante do kit Alkaline Phosphatase Diethanolamine 

Activity (Merck KGaA, Darmstadt, Alemanha). Após a desfosforilação do substrato 

colorimétrico pNPP (p-nitrofenil fosfato), que produz uma coloração amarelada, a absorbância 

foi detectada usando o espectrofotômetro Glomax (Promega, Wisconsin, Estados Unidos) na 

faixa de comprimento de onda de 405 nm. Os resultados foram expressos por OD 

(KUEHLFLUCK et al., 2015; PERSSON et al., 2018). 

4.13 Ensaio in vitro da capacidade de diferenciação osteogênica por deposição de matriz 

mineralizada 

Neste ensaio, três alíquotas de cada amostra dos scaffolds celularizados (ALOBMSC 

[aloenxerto + BMSCs] e TCPBMSC [β-TCP + BMSCs]) foram acondicionados em poços 

individualizados, em placas de 96 poços (Thermo Fisher Scientific, Massachusetts, Estados 

Unidos) e incubados com meio de diferenciação osteogênico, isto é, α-MEM suplementado com 

20% de FBS, contendo 10 mM de β-glicerolfosfato, 5 µg / mL de ácido ascórbico 2-fosfato e 

10-6M dexametasona (todos da Sigma-Aldrich) pelo período de 21 dias. No 21º dia, os scaffolds 

foram fixados com 500 µL de solução de paraformoldeído a 4% por três horas e corados com 

o kit Alizarin Red S Staining Quantification Assay (ARed-Q Kit; ScienCell Research 

Laboratories, California, Estados Unidos), seguindo as instruções do fabricante. Para 

quantificar a deposição de matriz mineralizada, o vermelho de alizarina impregnado nos 

scaffolds foi eluido com 10% ácido acético e incubado a 85°C por 10 minutos. Em seguida, o 
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material foi mantido no gelo por cinco minutos, centrifugado a 20000 × g por 15 minutos. Após 

esta etapa, o ácido foi neutralizado com hidróxido de amônio a 10% e, por fim, a absorbância 

foi detectada usando o espectrofotômetro Glomax (Promega, Wisconsin, Estados Unidos) na 

faixa de comprimento de onda de 405 nm. Os resultados foram expressos por OD (GREGORY 

et al., 2004; KUEHLFLUCK et al., 2015). 

4.14 Avaliação in vivo do potencial osteogênico do enxerto celularizado 

Para avaliar o potencial de formação óssea in vivo, os scaffolds celularizados foram 

implantados no subcutâneo do dorso de camundongos imunodeficientes. Os enxertos 

implantados formaram quatro grupos, que foram denominados da seguinte forma: ALOBMSC 

(aloenxerto + BMSCs); TCPBMSC (β-TCP + BMSCs); ALO0 (aloenxerto sem BMSCs, controle 

negativo do grupo ALOBMSC); TCP0 (β-TCP sem BMSCs, controle negativo do grupo 

TCPBMSC) (figura 13 A). O procedimento cirúrgico foi realizado sob anestesia geral, por via 

inalatória com isoflurano (indução do plano anestésico em 5% e durante o procedimento 

cirúrgico a 2%). Após testar os reflexos de cauda e confirmação do efeito anestésico, os animais 

foram posicionados em decúbito ventral, e realizada a tricotomia da região dorsal. Depois da 

assepsia com álcool a 70%, foi realizada uma incisão longitudinal de aproximadamente 20 mm 

no dorso do animal, comprometendo a pele e o subcutâneo. Em seguida, o tecido foi 

divulsionado nas regiões paravertebral direita (superior e inferior) e esquerda (superior e 

inferior), sendo formadas bolsas subcutâneas, onde os implantes foram colocados em 

duplicatas, totalizando no máximo quatro implantes por animal, conforme apresentado na 

figura 13 A e B. Por fim, os planos subcutâneos e a pele foram fechados com um padrão simples 

de sutura com fio monofilamentar de nylon 5-0 Ethilon® (Ethicon, São Paulo, Brasil). No pós-

operatório os animais receberam analgesia com cloridrato de tramadol, 12 mg/kg (Farmace, 
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São Paulo, Brasil), via subcutânea, duas vezes ao dia, por dois dias. Nos dias subsequentes, 

foram realizadas avaliações clínicas dos animais, sendo observado a presença ou não de 

infecção no local do procedimento e movimentação espontânea. Ao final de 12 semanas, os 

animais foram submetidos à eutanásia por meio de inalação em câmara com CO2. Os implantes 

foram coletados para análise histológica. 

 

Figura 13: Avaliação in vivo do potencial osteogênico dos enxertos celularizados. A: Ilustração 
da localização e distribuição dos implantes na região dorsal do camundongo. B: Camundongo com 
enxerto na região dorsal, com 12 semanas após a implantação. 

 

4.15 Processamento histológico 

Todas amostras foram submetidas ao processamento histológico, onde os implantes 

foram fixados em paraformaldeído a 4% em PBS por 24 horas e descalcificados por três dias 

em solução de ácido nítrico (Vetec-Sigma-Aldrich) a 10%. Em seguida, as amostras foram 

desidratadas em álcool (Vetec-Sigma-Aldrich) por meio de concentrações crescentes (80%, 

90%, 95% e 100%), clarificadas em xilol (Vetec-Sigma-Aldrich) e incluídas em parafina, para 

obtenção de cortes histológicos de 5 µm de espessura, utilizando o micrótomo RM2255 (Leica 

Biosystems, Baden-Württemberg, Alemanha). Na sequência, os cortes foram desparafinizados 
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em xilol, hidratados em série alcoólica em concentração decrescente (100%, 95%, 70% e água 

destilada) e corados pelas técnicas hematoxilina-eosina (H&E) e tricrômio de Goldner (ambos 

ScyTeK, Utah, Estados Unidos). Foram obtidos 10 cortes histológicos dos implantes coletados, 

sendo que, submetemos três cortes (3º, 6º e 9º) a coloração com H&E, os sete cortes restantes 

foram submetidos a coloração com tricrômio de Goldner. Todas as imagens das lâminas foram 

obtidas por digitalização com o scanner Aperio CS2 (Leica Biosystems, Wetzlar, Alemanha) e 

analisadas no software Image-Scope (Leica Biosystems, Wetzlar, Alemanha). 

4.16 Análise histomorfométrica do enxerto ósseo 

Para realização da análise histomorfométrica, foram utilizadas as imagens capturadas das 

lâminas coradas pela técnica de tricrômico de Goldner (EGAN; BRENNAN; PIGNOLO, 

2012), as áreas de osso neoformado foram mensuradas usando o software ImageJ (National 

Institutes of Health, Maryland, Estados Unidos), através do plugin BoneJ versão 1.3 

(https://bonej.org) e seguindo o protocolo estabelecido por Malhan e colaboradores. Todas as 

avaliações foram realizadas por um observador independente, cego em relação a configuração 

dos grupos. O volume total de osso novo produzido foi estimado com base em percentagem 

dentro da área avaliada (MALHAN et al., 2018). 

4.17 Análise estatística 

Os resultados obtidos nos ensaios laboratoriais foram expressos sob a forma de média ± 

desvio padrão (DP). Foi adotado o intervalo de confiança de 95% para as análises, ou seja, 

foram considerados estatisticamente significativos valores de p ≤ 0,05. A análise estatística foi 

realizada com o software GraphPad Prism (GraphPad versão 8.0, California, EUA). Para os 

dados referentes ao teste CCK-8, foi aplicado o teste ANOVA, para comparação entre os grupos 
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(dados não paramétricos), com pós-teste de Tukey. A análise estatística não paramétrica de 

Mann-Whitney foi realizada nos resultados dos testes com fosfatase alcalina. Aos dados 

referentes ao teste com vermelho de alizarina, foi aplicado o teste t de Welch. Para comparação 

de três amostras foi utilizado o teste não paramétrico de Kruscal-Wallis.  
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5 RESULTADOS  

5.1 Características dos pacientes, análise de frequência das CFU-Fs e expansão das 

BMSCs  

Para o presente estudo foram coletadas amostras de cinco pacientes, sendo quatro homens 

e uma mulher, com idade entre 37 e 74 anos (média de 49,8 ± 16,8 anos). Uma das amostras 

não foi submetida ao processo de expansão celular, porque não obteve células suficientes para 

esta etapa. Inicialmente, com o intuito de estimar a frequência de células tronco esqueléticas 

das distintas amostras, realizamos o ensaio de eficiência de formação de colônias (CFE). 

Notamos a formação de colônias com células de aspecto fibroblastóide (figura 14) e uma 

variação de 20 a 29,67 CFU-Fs a cada 100.000 células nucleadas (tabela 1) (p = 0,06). Ainda 

no que diz respeito a capacidade de proliferação, observamos ao final da passagem 3, um 

rendimento médio de 34,25 ± 10,99 × 106 células com uma viabilidade média de 94,77% ± 

2,34% (tabela 1). 

Tabela 1. Dados das amostras. 

Amostra Idade (anos) Sexo Frequência 

de CFU (105) 

Viabilidade 

(%) 

Total de BMSCs ao 

fim de P3 (106) 

01 37 M 21 98 50 

02 61 F 20,33 95 25 

03 74 M 20 93,2 33 

04 40 M 29,67 92,9 29 

05 37 M x x x 

Média 49,8 ± 16,8  22,75 ± 4,63 94,77 ± 2,34 34,25 ± 10,99 

 x = sem expansão celular; F = feminino; M = masculino; P3 = terceira passagem; n = 5. 
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Figura 14. Ensaio de eficiência de formação de colônias fibroblastóides (CFE). (A e B) Imagens 
representativas das colônias originadas das distintas amostras. 

 

5.2 Caracterização das BMSCs 

Quanto a avaliação da expressão de marcadores de superfície relacionados à 

caracterização das células como BMSCs, a análise por citometria de fluxo revelou uma 

expressão superior a 95% dos marcadores clássicos (CD73, CD90, CD105 e CD146) e inferior 

a 2% dos marcadores da linhagem hematopoiética CD11b, CD14, CD34 e CD45 (figura 15 A). 

Ainda com o intuito de concluir o processo de caracterização das BMSCs, as células 

foram induzidas in vitro para as vias adipogênicas, osteogênicas e condrogênicas. Ao final das 

induções, observou-se que células da condição controle mantiveram a morfologia 

fibroblastóide, enquanto que nas outras células observou-se a formação de uma matriz 

mineralizada, fenótipo característico de osteoblastos, acúmulos lipídicos intracelulares, 

característicos de adipócitos e a formação de uma matriz rica em proteoglicanos, característico 

de condrócitos (figura 15 B-E). Em suma, esses resultados demonstram o sucesso do isolamento 

das células e confirmam a sua natureza como BMSCs. 
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Figura 15. Caracterização das BMSCs quanto a expressão de marcadores de superfície 
celular e quanto a sua capacidade de diferenciação in vitro. (A) Histogramas de citometria 
de fluxo representativos (BMSCs da amostra 01) demonstram as percentagens de células que 
expressam os marcadores de superfície CD73+, CD90+, CD105+, CD146+, CD11-, CD14-, 
CD34- e CD45-. (B-E) Avaliação do potencial de diferenciação in vitro das BMSCs; (B) 
BMSCs indiferenciadas, não induzidas; (C) Acúmulo de vacúolos lipídicos intracelular em 
BMSCs induzidas à diferenciação adipogênica, coloração com Oil Red; (D) Coloração pelo 
método de Von Kossa evidenciando área de mineralização em BMSCs induzidas à 
diferenciação osteogênica; (E) Matriz rica em proteoglicanos, após o processo de 
diferenciação condrogênico, coloração com Alcian Blue. 
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5.3 Avaliação da qualidade de descelularização do aloenxerto 

O aloenxerto usado para execução do trabalho foi um terço distal de ulna direita de um 

doador com 40 anos, do sexo feminino, medindo 5,5 cm × 3,0 cm e pesando de 10 g (produto 

no 10244, lote no 306). Para avaliar a qualidade do processo de descelularização do aloenxerto, 

realizamos quantificação de DNA, histologia e MEV. 

Através da quantificação por espectrofotometria, observou-se a baixa quantidade de 

DNA presente no aloenxerto, em média 23,25 ng ± 5 ng de DNA a cada 30 mg de tecido. E, a 

partir da análise histológica, não foram identificadas células viáveis ou osteócitos em lacunas 

(figura 16 A), enquanto na avaliação por MEV, observamos a preservação da microarquitetura 

do tecido (figura 16 B) e a ausência de células depositadas na superfície óssea (figura 16 C). 

 

 
Figura 16 - Avaliação da qualidade de descelularização do aloenxerto. Imagens representativas do 
aloenxerto mostrando a eficiência do protocolo de descelularização. (A) Corte histológico do aloenxerto, 
setas demonstrando lacunas vazias, coloração H&E; aumento 20×. (B-C) Imagem da MEV do 
aloenxerto, ausência de células viáveis; aumento 130× (B), 200× (C). 
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5.4 Avaliação da adesão e proliferação das BMSCs no aloenxerto 

Após o processo de celularização, a adesão das BMSCs ao aloenxerto e ao β-TCP 

(controle) foi avaliada. As imagens de MEV revelaram que após duas horas, as BMSCs já 

estavam aderidas à superfície de ambos os materiais. Além disso, no 10º dia, observamos que 

as células permaneciam aderidas à matriz, ao passo que apresentavam uma morfologia mais 

alongada (figura 17 A-D). 

Após adesão, avaliamos a capacidade de proliferação das BMSCs aderidas ao aloenxerto 

e ao β-TCP por 14 dias. Através do ensaio CCK-8, comparamos a curva de proliferação das 

BMSCs e notamos que diferente do controle (células aderidas somente ao plástico de cultivo 

celular) não houve crescimento exponencial da população aderida aos scaffolds. Em 

contraponto, observamos uma manutenção da viabilidade das BMSCs aderidas ao aloenxerto e 

ao β-TCP ao longo de 14 dias (p =	0,10) (figura 17 E).  

Em suma, esses resultados apontam que as BMSCs aderem à superfície do aloenxerto 

e permanecem viáveis por pelo menos 14 dias.  
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Figura 17: Avaliação da adesão e proliferação das BMSCs no aloenxerto. (A e B) Imagens 
da MEV mostrando as BMSCs aderidas ao aloenxerto; aumento 300×. (C e D) Imagens da 
MEV mostrando as BMSCs aderidas ao β-TCP; aumento 1000×. (E) Avaliação da proliferação 
e viabilidade celular através do ensaio de CCK-8. Teste ANOVA (2-way); (n = 4). 
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5.5 Avaliação in vitro do estímulo à diferenciação osteogênica 

Com o objetivo de avaliar a capacidade do aloenxerto de induzir a diferenciação 

osteogênica, foi realizado o ensaio de quantificação da fosfatase alcalina, enzima responsável 

pela deposição de fosfato inorgânico e formação dos cristais de hidroxiapatita. No 7º dia após 

indução osteogênica, observou-se que as BMSCs, em ambos os grupos, não apresentaram 

atividade enzimática, em contraponto, no 14º dia, observou-se um pico da atividade da enzima 

no grupo do aloenxerto (figura 18 A). Ao comparar os dois grupos, observamos maior atividade 

enzimática nas células osteoinduzidas na presença do aloenxerto (p = 0,08). 

Em seguida, avaliamos a efetiva deposição de matriz osteogênica através da coloração 

com vermelho de alizarina. Ao comparar os grupos no período de 14 e 21 dias, observa-se uma 

mudança progressiva na tonalidade do vermelho, o que indica um aumento no grau de 

mineralização das BMSCs aderidas ao aloenxerto e β-TCP (figura 18 B). E, no 21º dia, observa-

se uma maior mineralização nas culturas de BMSCs do grupo do aloenxerto (p = 0,03) (figura 

18 C). Por fim, esses resultados demonstram que o aloenxerto foi capaz de conduzir o processo 

de diferenciação osteogênico das BMSCs in vitro.  

 



 

71 
 

 
Figura 18: Avaliação in vitro do estímulo à diferenciação osteogênica. (A) quantificação da atividade 
de fosfatase alcalina nos grupos de BMSCs na presença do aloenxerto e β-TCP (p = 0,08 - Teste de 
Mann-Whitney). (B) Imagens macroscópicas dos aloenxertos e β-TCPs corados pelo vermelho de 
alizarina nos dias 14 e 21. (C) Quantificação do grau de mineralização no 21º dia (p = 0,039 - Teste t de 
Welch). Gráficos representam média ± desvio padrão; (n = 4).   
 

5.6 Avaliação in vivo do potencial osteogênico do aloenxerto celularizado com BMSCs   

Doze semanas após a implantação dos construtos (ALOBMSC, TCPBMSC, ALO0 e TCP0) 

no subcutâneo de camundongos imunodeficientes, avaliamos a formação de tecido ósseo. No 

grupo ALOBMSC, houve a formação de uma linha cimentante, que consiste na separação entre o 

aloenxerto, onde é perceptível a presença de lamelas, orientadas pelas fibras de colágeno e 

ausência de células, e o osso novo, que consiste em uma região com aspecto amorfo, ou seja, 

sem uma organização definida das fibras e com osteócitos ainda em fase de maturação (figura 

20 A). Além disso, a diferença histológica entre o osso neoformado no grupo ALOBMSC fica 

mais evidente quando comparamos a estrutura tecidual do grupo ALO0 (figura 19 A), no qual 

só é possível observar a presença de osso velho e descelularizado. Ainda, comparando o grupo 

TCP0 (figura 19 B) com o grupo TCPBMSC (figura 20 B), observa-se exclusivamente 

neoformações ósseas em torno dos grânulos de cristal e osteócitos em lacunas apenas no grupo 

TCPBMSC. 
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Por fim, quando avaliada quantitativamente, um maior percentual de neoformação óssea 

foi observado no grupo ALOBMSC (27,62% ± 6,42%) em comparação aos implantes de TCPBMSC 

(18,11% ± 6,30%) (figura 20 C). Por fim, todos esses dados confirmam o potencial do 

aloenxerto de induzir a formação óssea in vivo, ao passo que ainda demostram melhores 

resultados que os biomateriais sintéticos. 

 
Figura 19: Avaliação histológica dos implantes não celularizados. Após 12 semanas no subcutâneo 
dos camundongos, os implantes foram coletados e avaliados por histologia. (A) Amostra do grupo 
ALO0, as setas sinalizam as lacunas vazias, em vermelho a estrutura do aloenxerto; coloração tricrômio 
de Goldner. (B) Amostra do grupo TCP0, não sendo identificada formações ósseas, coloração H&E. 
Aumento de 20×.    
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Figura 20: Quantificação da neoformação óssea por histomorfometria. Imagens histológicas das 
amostras. (A) Amostra do grupo ALOBMSC, (*) asterisco identificando a área de formação de osso 
heterotópico, em vermelho: aloenxerto, em amarelo/laranja: a neoformação óssea; coloração tricrômio 
de Goldner. (B) Amostra do grupo TCPBMSC, (*) asterisco identificando a área de neoformação óssea; 
coloração H&E. (C) Gráfico apresentando o resultado da análise histomorfométrica (p > 0,0001; teste 
de Mann-Whitney); (n = 3).    
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6 DISCUSSÃO 

Graças ao seu papel imunomodulador e de diferenciação osteogênica, as BMSCs têm 

sido testadas em uma variedade de ensaios clínicos (DASH et al., 2009; GILBERT; SELLARO; 

BADYLAK, 2006; HARE et al, 2009; LE BLANC et al, 2004; PAL et al., 2009; WOODS; 

GRATZER, 2005). Apesar de todos os avanços que observamos na bioengenharia ortopédica, 

a incidência de fraturas, pseudoartrose e reabsorção de aloenxerto ainda são grandes 

preocupações. Sendo assim, novas opções de tratamento precisam ser propostas para melhorar 

a consolidação de fraturas. Nesse contexto, trabalhos anteriores mostraram que aloenxertos 

semeados com células da medula óssea parecem acelerar a cicatrização de defeitos ósseos de 

tamanho crítico em ratos (KANDAL et al., 2016). No entanto, no aspecto humano pouco se 

sabe sobre as vantagens da associação de BMSCs com aloenxertos e se realmente fornecem 

uma opção para o tratamento de defeitos ósseos. 

Os protocolos para isolamento e expansão das BMSCs empregados neste estudo foram 

baseados no conhecimento prévio do nosso grupo (DIAS et al, 2019; DIAS; BONFIM, 2021), 

assim como nas experiências de grupos internacionais (SABATINO et al., 2012; ROBEY et 

al., 2015). Sobre a expansão in vitro, algumas metodologias empregam de 3 passagens até a 

expansão ilimitada (KOÇ et al., 2000, 2002; HORWITZ et al., 2002; LE BLANC et al., 2004; 

LE BLANC; RINGDEN, 2007). Estudos que submeteram suas amostras celulares ao processo 

de expansão por 3 passagens (BLANCO et al., 2019; KIM et al., 2009; BERBÉRI et al., 2017), 

4 passagens (LI QI et al., 2021; PERSSON et al., 2018) e 5 passagens (ZHANG et al., 2021) 

mantiveram a expressão dos marcadores de superfície e a morfologia fibroblástoide dessas 

células. No entanto, sabe-se que o cultivo prolongado das BMSCs retarda a proliferação, leva 

à senescência (WAGNER et al., 2008; KSIĄŻEK, 2009) e à perda de multipotencialidade 

(BANFI et al., 2000; MURAGLIA; CANCEDDA e QUARTO, 2000; JAMES et al., 2015; REN 
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et al., 2015). E, de fato, com o protocolo estabelecido por nosso grupo, as BMSCs expressaram 

homogeneamente os marcadores de superfície de células estromais como CD73, CD90, CD105 

e CD146 e mantiveram sua capacidade de diferenciação nas linhagens osteogênica, 

condrogênica e adipogênica, confirmando que geramos produtos celulares com manutenção das 

características fenotípicas e funcionais das BMSCs definidos pela ISCT. 

O transplante de BMSCs associadas a biomateriais é uma das estratégias mais 

promissoras para reconstrução óssea, fornecendo um nicho para diferenciação das células 

osteoprogenitoras e orientação para neoformação óssea. Neste trabalho, focamos na avaliação 

do aloenxerto como um scaffold para as BMSCs pela facilidade de obtenção desse material e 

por suas semelhanças biológicas, estruturais e mecânicas com o autoenxerto (BONSIGNORE 

et al., 2013). No entanto, o material celular residual dentro do aloenxerto pode contribuir para 

problemas de compatibilidade e reações adversas do hospedeiro (CRAPO; GILBERT; 

BADYLAK, 2011). Portanto, a validação do processo de descelularização do aloenxerto torna-

se um passo fundamental para garantia de um transplante seguro e eficaz (BADYLAK; 

GILBERT, 2008).  

Nesse contexto, diversas metodologias podem ser empregadas com o intuito de avaliar 

a eficácia do processo de remoção celular do tecido, como a técnica de H&E, microscopia 

eletrônica de varredura, avaliação histológica do conteúdo nuclear e quantificação de material 

genético (GILBERT; SELLARO; BADYLAK, 2006; CRAPO; GILBERT; BADYLAK, 2011). 

Nas lâminas coradas com H&E, os osteócitos presentes nas lacunas foram eliminados após o 

processamento do material. Este parâmetro é o mais utilizado por autores na literatura para 

indicar a desvitalização de um tecido (LEE et al., 2016; XU et al., 2017). Da mesma maneira, 

a marcação nuclear com DAPI e a microscopia eletrônica de varredura (MEV) condizem com 

os resultados ilustrados em H&E e corroboram com a hipótese de sucesso na eliminação celular, 
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o que também é observado na literatura em testes realizados para avaliação da descelularização 

(GARDIN et al., 2015). 

No que tange a quantificação de DNA, Smith e colaboradores (2015) demonstrou, que 

após efetuar lavagens sucessivas, conseguiu uma remoção total de 99,2% de DNA, resultando 

em um conteúdo final de 16,9 ng DNA / mg de aloenxerto (SMITH et al., 2015). Em seu estudo, 

Rasch e colaboradores (2019) testou dois protocolos distintos, conseguindo uma redução média 

de 99,8% de DNA, revelando um valor médio de 40,3 ng / mg de aloenxerto (RASCH et al., 

2019). Nesses trabalhos e no nosso estudo, as concentrações de DNA do produto final foram 

inferiores aos 50 ng/mg de tecido, valor estabelecido pelo grupo de Crapo, Gilbert e Badylak 

em 2011, como parâmetro de avaliação da descelularização tecidual. Portanto, concluímos que 

o protocolo utilizado de descelularização dos aloenxertos demonstra eficácia na remoção de 

material residual do doador, o que poderia estar associado com menores reações imunogênicas.  

Em um segundo momento, buscamos padronizar um método de celularização passível 

de ser utilizado em ensaios clínicos. Por isso, fazendo buscas na literatura, observamos taxas 

de 15% da população de BMSCs revestindo o aloenxerto (LONG et al., 2014) e de 45 a 50% 

das BMSCs aderidas a partículas do scaffold sintético, após uma hora de associação dos 

biomateriais com as células (VERONESI et al., 2014). De maneira semelhante, Mebarki e 

colaboradores (2017) observaram, após três horas de incubação, a proporção de BMSCs 

aderentes ao aloenxerto de 49%, enquanto que no β-TCP foi de 28%. Tendo em vista esses 

trabalhos e a viabilidade de aplicação do protocolo dentro do centro cirúrgico e num intervalo 

intraoperatório, estabelecemos um período de duas horas para associação das BMSC ao 

aloenxerto. Ademais, num modelo de avaliação de neoformação óssea in vivo conduzido por 

nosso grupo, utilizamos cerca de 30 mg de β-TCP com 1,0 × 106 BMSCs e observamos uma 

taxa de formação óssea em 90% dos scaffolds (DIAS et al., 2019). Por isso, buscamos 

padronizar a celularização dos aloenxertos com a mesma dose celular e utilizar o β-TCP, o 
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biomaterial sintético mais usado na ortopedia, como controle e parâmetro de avaliação do 

potencial biológico do aloenxerto. 

A adesão, viabilidade e proliferação celular são parâmetros iniciais importantes na 

avaliação da biocompatibilidade do scaffold com as BMSCs. Nos ensaios in vitro, buscamos 

analisar se o aloenxerto é efetivamente capaz de oferecer um microambiente adequado para 

manter as BMSCs viáveis, e estimular tanto a proliferação quanto a diferenciação destas 

células.   

Inicialmente, realizamos a avaliação da eficiência da celularização através da MEV 

em dois momentos distintos, após duas horas de celularização e 14 dias, conforme utilizado em 

outros estudos (RASCH et al., 2019; HASHIMOTO et al., 2011). Ao comparar a morfologia 

das BMSCs aderidas a superfície externa do β-TCP e do aloenxerto, observamos que no β-TCP 

as células apresentavam uma morfologia arredondada, enquanto no aloenxerto foi observada a 

presença de células mais fusiformes com extensões citoplasmáticas, indicando sua adesão 

precoce e mais eficiente (RASCH et al., 2019; MEBARKI et al., 2017). De fato, a arquitetura 

esponjosa do aloenxerto parece induzir uma melhor adesão, enquanto o alto nível de poros 

fechados no β-TCP concentra as células na área de superfície externa e pode dificultar a 

infiltração celular (LEOTOT et al., 2013). Por fim, concluímos que ambos os scaffolds foram 

capazes de fornecer suporte estrutural para adesão das BMSCs. 

Em seguida, avaliamos a viabilidade e proliferação celular na presença do aloenxerto 

a partir do teste CCK-8. Qi Hongfei e colaboradores (2016) e Lu Weiguang e colaboradores 

(2019) utilizaram o CCK-8 em seus experimentos in vitro, concluindo que as BMSCs aderiram 

e proliferaram na superfície dos scaffolds. Nossos estudos confirmaram estes dados, e 

observamos que as células se mantiveram viáveis e metabolicamente ativas ao longo dos 

experimentos. 
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Em continuidade, avaliamos a capacidade de diferenciação das BMSCs aderidas ao 

aloenxerto. Para isso, avaliamos a atividade da fosfatase alcalina, enzima responsável por 

converter o fosfato orgânico em inorgânico e primordial para deposição de matriz mineralizada 

(KUEHLFLUCK et al., 2015), e quantificamos a matriz depositada pelas células através do 

vermelho de alizarina (TANIKAKE et al., 2017).  Em nosso estudo, as BMSCs apresentaram 

uma discreta atividade da fosfatase alcalina na primeira semana, havendo um incremento 

significativo na expressão desta enzima na semana seguinte. No entanto, uma maior atividade 

da fosfatase alcalina, embora que discreta, foi observada no grupo ALOBMSC, quando 

comparada com o grupo TCPBMSC. Nossos dados estão de acordo com as observações feitas por 

Mebarki e colaboradores (2017), que observaram um aumento da atividade osteogênica nas 

primeiras duas semanas, com um desempenho maior no grupo do aloenxerto, quando 

comparado com o grupo do β-TCP. 

Por fim, confirmando o estímulo osteogênico das BMSCs associadas ao aloenxerto 

realizamos a quantificação da deposição de matriz mineralizada. O vermelho de alizarina forma 

um complexo quelato com o cálcio depositado e, assim, pode ser usado como um indicador 

quantificável do potencial de mineralização óssea (WANG et al., 2019). Neste ensaio, o grupo 

ALOBMSC apresentou mais efetiva deposição de matriz mineralizada extracelular do que o 

grupo de células associadas ao β-TCP. Por fim, comprovamos nestes ensaios in vitro, que o 

aloenxerto é capaz de fornecer o suporte para adesão, sobrevivência e diferenciação das 

BMSCs. 

Embora os ensaios in vitro sejam frequentemente usados para avaliação da 

osteogênese, o transplante in vivo é o “padrão ouro” para avaliar a diferenciação osteogênica 

(ROBEY; RIMINUCCI, 2020), visto que são considerados mais representativos da realidade 

encontrada no organismo, tentando mimetizar a complexidade do microambiente nas situações 
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clínicas de interesse (CHENG et al., 2021). No presente estudo, o ensaio in vivo avaliou o 

potencial osteogênico do aloenxerto celularizado com BMSCs, verificando que estas células 

expandidas in vitro realmente mantinham a capacidade de se diferenciar e formar osso, como 

observamos nos ensaios in vitro. E, de maneira quantitativa, observamos que a neoformação 

óssea induzida pelo aloenxerto foi maior do que no grupo com β-TCP. Nossos dados estão de 

acordo com estudos que demonstraram em ensaios in vivo que os aloenxertos celularizados com 

progenitores mesenquimais promoveram a diferenciação osteogênica e melhoram a 

neoformação óssea (CHENG et al., 2021; LONG et al., 2014).  

Por fim, com achados superiores aos do grupo com β-TCP, nossos resultados fornecem 

informações importantes e evidências de que a associação do aloenxerto com BMSCs se 

apresentam como uma estratégia promissora para realização de ensaios clínicos no campo da 

bioengenharia óssea. No entanto, experimentos in vivo, que efetivamente avaliem a capacidade 

de estímulo à regeneração óssea desse constructo, precisam ser realizados a fim de garantir o 

sucesso biológico dessa associação de BMSCs com aloenxerto.  
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7 CONCLUSÃO 

Concluímos neste estudo, que o método de coleta, isolamento, caracterização e 

expansão das BMSCs atenderam aos padrões internacionais e obedeceram a todos os critérios 

definidos pela Sociedade Internacional de Terapia Celular. Certificamos que o protocolo de 

preparo do aloenxerto fornece um material descelularizado e confirmamos que o aloenxerto é 

capaz de fornecer suporte estrutural para adesão das BMSCs, oferecendo um microambiente 

favorável para sobrevivência e diferenciação dessas células e é capaz de induzir a neoformação 

óssea. Por fim, nossos resultados fornecem evidências de que a associação do aloenxerto com 

BMSCs se apresenta como promissora ferramenta para realização de ensaios clínicos no campo 

da regeneração óssea.  
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