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1. ESTRUCTURA ÓSEA: BIOLOGIA DEL HUESO. ORIGEN, ESTRUCTURA 

Y COMPOSICIÓN. 

  

El hueso presenta una constitución físico-química, que le diferencia de otros tejidos del 

organismo, por su continua remodelación interna y sus capacidades regenerativas. Su 

origen embriológico es el tejido mesenquimal, dicho tejido sufre un proceso de 

osificación endocondral o intramembranoso (Marks y cols, 1988; Hall y cols, 1988): 

- Los huesos de origen endocondral sufren un proceso denominado osificación 

indirecta o endocondral: las células mesenquimales se condensan y se diferencian en 

cartílago, el cual se hipertrofia, mineraliza y es invadido por vasos sanguíneos y células 

osteoprogenitoras. Los huesos de origen endocondral, como los huesos largos de las 

extremidades, columna vertebral y base del cráneo, mantienen porciones cartilaginosas 

como cartílagos articulares o de crecimiento.  Se forma a partir de moldes de cartílago 

hialino que son parcialmente osificados (osificación indirecta o endocondral).   

- Los huesos de origen membranoso se forman por osificación directa de las 

condensaciones mesenquimales, con la diferenciación directa de células mesenquimales 

a osteoblastos, sin que se produzca ninguna fase intermedia de osificación (osificación 

directa o intramembranosa). Los huesos que forman la bóveda craneal, el esqueleto 

facial y la clavícula son de origen membranoso, aunque alguno de ellos, como la 

mandíbula, occipital y temporal, tienen además centros de osificación endocondral. 

 

El hueso es un tejido conectivo mineralizado, constituido por laminillas de matriz ósea 

calcificada, (ilustración 1). Su disposición determinará que el hueso sea  hueso cortical 

o hueso trabecular.  

El hueso cortical o compacto constituye las láminas externa e interna de los huesos 

planos y la cobertura externa de los huesos largos. Su unidad básica es la osteona o 
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sistema de Havers, formado por un canal longitudinal con uno o dos vasos sanguíneos y 

una lámina concéntrica de hueso en donde permanecen los osteocitos. A través de unos 

canales transversales, llamados canales de Volkman, los vasos sanguíneos alcanzan los 

canales de Havers y se anastomosan con el vaso que hay en su interior. Esta disposición 

es fundamental para la nutrición, ya que no es posible atravesar la matriz calcificada 

(Bloom y cols, 1994), y así los osteocitos  se encuentran a menos de 300 micras de un 

vaso sanguíneo (Mathews y cols, 1980). Mediante los procesos de remodelación ósea se 

van formando nuevos sistemas de Havers y de forma simultanea los osteoclastos 

reabsorben el hueso viejo creando un nuevo túnel por donde elementos vasculares y 

osteoclastos migran y depositan nuevas láminas de hueso (Parfitt y cols, 1993). 

 

Ilustración 1. Esquema morfológico de la estructura ósea. 1: hueso cortical. 2: hueso trabecular. 3: sistema de 
Havers. 4: vaso sanguíneo. 5: canal de Havers. 6: Canal de Volkmann. 7: Periostio. 8: Revestimiento óseo. 9: 
Vasos del periostio. 10: Osteoclastos. 11: Osteblastos. 12: Osteocitos. 
(http://www.zonamedica.com.ar/categorias/medicinailustrada/osteoporosis/estructura.htm) 

 

Su grosor varia según su localización en el esqueleto y de acuerdo al segmento de la 

diáfisis, y desde el punto de vista macroscópico este tipo de hueso cortical se divide en: 

plexiforme, haversiano y laminar (ilustración 2). 

El hueso plexiforme está constituido por distintas capas de hueso fibrilar y hueso 

laminar, donde se encuentran localizados la mayoría de los canales vascularizados. 
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El hueso haversiano es el más complejo de todos los tipos del hueso cortical. Está 

compuesto por canales vascularizados rodeado circunferencialmente por hueso 

laminar. 

           

El hueso esponjoso o trabecular se encuentra situado entre las dos corticales de los 

huesos planos o en la metáfisis y epífisis de los huesos largos. Estructuralmente está 

compuesto por largas unidades de hueso llamadas trabéculas, en cuya superficie se 

localizan los osteoblastos. Estas trabéculas delimitan un sistema laberíntico ocupado por 

médula y vasos sanguíneos. La remodelación del hueso esponjoso se realiza en la 

superficie trabecular formando las llamadas lagunas de Howship, donde los 

osteoblastos depositan el nuevo hueso (Motoki y cols, 1990). 

      

 

 

Ilustración 2. Esquema de los tipos de tejido óseo. 

  

  

TEJIDO	  ÓSEO	  

NIVEL	  DE	  
MADUREZ	  

FIBRILAR	   LAMINAR	  

ESTRUCTURA	  
MACROSCÓPICA	  

ESPONJOSO	  O	  
TRABECULAR	  

COMPACTO	  O	  
CORTICAL	  

PLEXIFORME	   LAMINAR	  	   HAVERSIANO	  
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Tanto el hueso cortical como el esponjoso está constituido por células óseas, matriz 

orgánica y fase mineral. 

 

1.1 CÉLULAS ÓSEAS 

 

Se hallan dentro del propio tejido óseo o en el estroma conjuntivo de la médula ósea, 

rico además en células mesenquimales (mesnchymal stem cells). Desde los trabajos de 

Friedenstein en 1976 se conoce que estas células dan origen a diferentes estirpes 

celulares como fibroblastos, osteoblastos, condroblastos, adipocitos y mioblastos, en 

función de las distintas señales moleculares que inician la cascada de activación de los 

diferentes genes (Harada y Rodan, 2003). La diferenciación hacia la estirpe 

osteoblástica está controlada por genes pertenecientes a la familia hedegehog, de los 

cuales los más conocidos son Ihh (Indian hedgehog) y Shh (Sonic hedgehog) 

(Yamaguchi y cols, 2000; Aubin y cols, 2000). También es esencial el factor de 

trascripción Cbfa 1 (core-bindingfactor a-1, también llamado Runx2 (Heersche y cols, 

2002; Komori y cols, 1997; Ducy y cols, 1997; Hoschi y cols, 1999) y las proteínas 

morfogenéticas óseas (BMPs), que constituyen los reguladores más potentes de la 

diferenciación osteoblástica desde las células mesenquimales (Yamaguchi y cols, 2000). 

A medida que las células precursoras se van diferenciando, expresan en su membrana 

celular proteínas específicas de su función. La expresión de Cbfa 1 es la primera 

evidencia de la diferenciación osteogénica (Yamaguchi y cols, 2000), cuyo máximo 

nivel se alcanza en los preosteoblastos. El colágeno I y la osteopontina, se expresan de 

forma temprana en células osteoprogenitoras. Igualmente la fosfatasa alcalina (ALP) es 

una proteína de superficie que podría participar en la regulación de la proliferación, 

migración y diferenciación de las células osteoblásticas. La sialoproteína ósea y la 

osteocalcina, son marcadores de diferenciación del pre-osteoblasto al osteoblasto y 
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aparecen cuando se inicia la mineralización. La expresión de estas proteínas resulta 

especialmente útil como marcadores osteogénicos en los estadios finales de la 

diferenciación osteoblástica. 

 

1.1.1. OSTEOBLASTO 

El osteoblasto es una célula poliédrica con citoplasma basófilo y con un aparato de 

Golgi y un retículo endoplamático rugoso de gran tamaño. Estas células se pueden 

obtener a partir de células mesenquimales de la médula ósea, células del endostio, 

células del periostio y periocitos perivasculares (Canfield y cols, 2000). Los 

osteoblastos emiten procesos citoplasmáticos hacia la matriz, que comunican con la red 

de osteocitos y con osteoblastos vecinos. Los osteoblastos y osteocitos se comunican 

entre sí por proteínas transmembrana o integrinas, que actúan de enlace entre células o 

entre una célula y la matriz extracelular, permitiendo el paso de mensajeros como el 

calcio, citoquinas o prostaglandinas. En estas células la conexión intercelular es la 

conexina 43 (Civetelli y cols, 1993; Prêle y cols, 2003). Los osteoblastos sintetizan la 

matriz orgánica o sustancia osteoide a un ritmo de 2 a 3 micrómetros por día y expresan 

una enzima característica llamada fosfatasa alcalina, que permite la mineralización a un 

ritmo de 1-2 micrómetros por día.  

Las funciones de estas células son (Manolagas y cols, 1995):   

1. La síntesis de proteínas colágenas y no colágenas de la matriz 

orgánica del hueso. 

2. La dirección de la disposición de las fibrillas de la matriz 

extracelular. 

3.  Mineralización de la sustancia osteoide, gracias a la fosfatasa 

alcalina. 

4.  Mediadores en la reabsorción llevada a cabo por los osteoclastos 
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debido a la síntesis de citoquinas específicas. 

5.  Síntesis de factores de crecimiento. 

La vida media de los osteoblastos humanos es de 1 a 10 semanas, al término de las 

cuales pueden desaparecer por mecanismos de apoptosis, transformarse en células 

limitantes o de revestimiento (bone lining cells) o en osteocitos (15%) (Aubin y cols, 

1996). Estos dos últimos tipos celulares representan estadios más avanzados de 

maduración. Las células limitantes son células elongadas y planas, con un núcleo en 

forma de huso, sin prácticamente ninguna clase de organela. Pueden expresar las 

proteínas y marcadores osteoblásticos anteriormente citados como sialoproteína ósea, 

osteopontina, osteonectina, fosfatasa alcalina, así como el receptor de parathormona 

(Masi y cols, 2001), que permanecen a lo largo de la superficie endóstica, constituyendo 

con el endostio, una capa protectora de la superficie ósea, que juega un papel importante 

en la activación del remodelado óseo. 

 

1.1.2 OSTEOCITO  

Una vez mineraliza la matriz, algunos osteoblastos quedan atrapados en su interior, 

transformándose en osteocitos. Los osteoblastos, osteoclastos y células limitantes se 

hallan en la superficie ósea, mientras que los osteocitos se encuentran en el interior. Los 

osteocitos son las células más abundantes del hueso, poseen una forma estrellada y su 

cuerpo se sitúa en el interior de las lagunas u osteoplasma y los procesos 

osteoplamáticos se comunican entre sí a través de los conductos calcóforos que están 

llenos de fluido óseo extracelular. De esta forma los osteocitos se organizan formando 

un sincitio de células interconectadas que representa una única estructura, con la ventaja 

de que existe una gran superficie de contacto en el interior y hacia la superficie ósea, 

para asegurarse oxígeno y nutrientes. Cuando se produce un trauma en el hueso, el cese 
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de la circulación sanguínea genera hipoxia y necrosis de los osteocitos que se 

encuentren situados a más de 0.1 mm de un capilar intacto (Ham y cols, 1952).  

La función principal del osteocito es la del remodelado óseo, detectando las variaciones 

mecánicas de las cargas (mecanotransducción) (Lanyon y cols, 1993) y manteniendo 

constante el equilibrio entre la fracción mineral y la orgánica. Los osteocitos 

constituyen el estadio final de la línea osteoblástica y son incapaces de renovarse. Los 

osteocitos expresan los mismos marcadores que los osteoblastos, pero tienen un 

marcador específico el CD44, receptor de membrana que se expresa fuertemente en 

osteocitos y no existe en osteoblastos y células limitantes. 

 

1.1.3 OSTEOCLASTO  

Los osteoclastos son células grandes (100 micras), multinucleadas, ricas en 

mitocondrias y vacuolas, que contienen fosfatasa ácido tartrato resistente (TRAP) que 

permite la desfosforilación de las proteínas, actividad que es aprovechada para su 

identificación, tanto in vivo como in vitro. Además tienen receptores para la 

calcitonina.  

Estas células proceden de células madre hematopoyéticas originadas a partir de las 

llamadas “Unidades Formadoras de Colonias de Granulocitos y Macrófagos” (CFU-

GM), que son las precursoras de macrófagos y monocitos (Mundy y cols, 1993).  

Los osteoclastos tienen dos especializaciones en la membrana: un borde de cepillo, 

donde tiene lugar la reabsorción, y una zona clara, rica en microfilamentos, con 

integrinas que sirven de anclaje a la matriz. De este modo, los osteoclastos se movilizan 

hacia el área a reabsorber y seguidamente se adhieren a la superficie ósea mineralizada 

por el ribete en cepillo sellando los bordes del área mediante las integrinas (Masi y cols, 

2001). La integrina del osteoclasto, especialmente la avβ3, reconoce la secuencia Arg-

Gly-Asp (RGD) existente en el colágeno y otras proteínas de la matriz osteoide. La 
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secreción de ácidos (H+) generados por la anhidrasa carbónica II y enzimas 

proteolíticas como colagenasas, metaloproteasas, catepsina K, glucoronidasa… 

(Mundy y cols, 1993),  van a originar la reabsorción del hueso mediante la 

solubilización de la matriz orgánica primero y de la mineral después. En la formación 

de los osteoclastos juegan un papel fundamental los osteoblastos. Así el factor 

estimulante de las colonias de macrófagos (M-CSF) producido por los osteoblastos es 

requerido en las primeras fases de la osteoclastogénesis para la formación de células 

gigantes multinucleadas (Baron ycols, 2003). Los osteoclastos se encuentran en 

regiones de reabsorción ósea llamadas lagunas de Howship. Los conocimientos 

actuales, acerca de la regulación de la osteoclastogénesis, se basan en la existencia de 3 

moléculas: osteoprogeterina (OPG), que es la proteína sintetizada por osteoblastos y 

pre-osteoblastos), RNKL (receptor activador de NFkB ligand), que es el ligando situado 

en la superficie de osteoblastos y pre-osteoblastos y RANK, receptor del anterior situada 

en la membrana de osteoclastos y pre-osteoclastos. El RANKL también llamado ODF 

(osteoclass differentiation factor) es una citoquina transmembrana perteneciente a la 

familia del factor de necrosis tumoral (TNF) (Lacey y cols, 1998). La interacción entre 

RANKL y su receptor RANK produce una activación de la diferenciación y de la 

actividad osteoclástica, aumentado la reabsorción. Asimismo los efectos del RANKL son 

inhibidos por la OPG, proteína circulante producida por los osteoblastos y pre-

osteoblastos perteneciente a la superfamilia de los receptores de TNF. Cuando se unen 

OPG y RANKL se inhibe la unión de RANKL a RANK y se inhibe la diferenciación 

osteoclástica. Por ello OPG, RANK y RANKL son importantes reguladores de la 

osteoclastogénesis. 
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1.2 MATRIZ ORGÁNICA 

 

La matriz orgánica se conoce también como sustancia osteoide y representa un tercio 

del peso óseo. Formada fundamentalmente por proteínas, (colágeno 90%), la matriz 

juega un papel importante en el conjunto del sistema óseo, siendo evidente este hecho 

cuando aparecen enfermedades del colágeno como la osteogénesis imperfecta. Sin 

embargo, la matriz mineralizada extracelular constituye una reserva de proteínas que 

participan en la regulación de la diferenciación celular y en la integridad y función del 

tejido óseo (ilustración 3). 

El colágeno representa el 90 % de la matriz extracelular, especialmente el tipo I (95%) 

y tipo V (5%). También se ha comprobado la presencia,  en pequeñas proporciones, de 

colágeno tipo III relacionado con las fibras de Sharpey y tipo XII, formado bajo estrés 

mecánico. En la molécula de colágeno se halla la secuencia Arg-Gly-Asp (RGD), que es 

reconocida por las integrinas de superficie de las células óseas (Gehron y cols, 1993). 

Contiene los aminoácidos hidroxilisina e hidroxiprolina, siendo este un marcador 

específico de todos los fenotipos de colágeno y estando sus valores de excreción 

urinaria en relación directa con la tasa de reabsorción ósea (Schonau y cols, 1997). Las 

fibras de colágeno se estabilizan mediante puentes de hidrógeno entre aminoácidos y a 

través de la formación de puentes de piridinolina, entre las hidroxilisinas y lisinas. Sin 

embargo el colágeno no tiene gran afinidad por el calcio, por lo que son otras las 

proteínas implicadas en el depósito mineral. 

En la matriz orgánica nos podemos encontrar también proteínas no colágenas entre las 

que destacan: 

- Proteoglicanos. Constituyen el 10% de estas proteínas y son el hialurano y 

condroitín sulfato (intervienen fundamentalmente en las primeras fases de la 
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morfogénesis ósea). Biglicano y decorina, que son moléculas más pequeñas y aparecen 

en las siguientes fases de formación ósea. 

- Proteínas con ácido γ-carboxi-glutámico: Osteocalcina, que se sintetiza por 

los osteoblastos y plaquetas, dependiente de las vitaminas D y K. Representa el 15% de 

las proteínas no colágenas de la matriz y contiene tres restos de ácido γ-carboxi-

glutámico. Sus niveles plasmáticos sirven de referencia como marcador bioquímico de 

la osteogénesis, relacionándose con el número y actividad de los osteoblastos; y la 

proteína de la matriz con ácido γ-carboxi-glutámico, que es un aminoácido que liga 

calcio y necesita la vitamina K para su síntesis.  

 - Glicoproteínas: osteonectina, que tiene afinidad por el colágeno tipo I, por el 

calcio y por la hidroxiapatita. Representan el 25 % de las proteínas no colágenas e 

interviene en la adhesión celular entre la matriz y las células. La fosfatasa alcalina, que 

libera fosfato inorgánico a partir de ésteres fosfóricos, necesario para la mineralización. 

Existen varias isoenzimas, y entre ellas la ósea, se ha considerado un buen marcador de 

la actividad osteoblástica. También son glicoproteínas las proteínas con el tripéptido 

RGD, llamadas STBLINGS (Small Integrin-Binding Ligand, N-linked Glycoprotein) y 

son : osteopontina, sialoproteínas óseas, fibronectina, trombospondina y vitronectina, 

que son fundamentales en los procesos de remodelado y regeneración óseos, con una 

secuencia Arg-Gly-Asp (RGD), que son reconocidas por las integrinas de los 

osteoblastos y los osteoclastos. También actúan como receptores de la superficie de las 

células óseas, permitiendo la adhesión de las células a la matriz extracelular y activando 

señales. 

 - Proteínas procedentes del plasma: albúmina y α2-SH-glicoproteína. 

Relacionadas con la incorporación del calcio a la matriz osteoide. 

 - Factores de crecimiento. Son polipéptidos sintetizados en el propio hueso o 

procedentes de otros lugares (hígado, plaquetas...) e intervienen en la diferenciación, 
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crecimiento y proliferación  de las células de forma autocrina o paracrina (Canalis y 

cols, 2003).  

 

 

Ilustración 3. Resumen con los componente de la matriz osteoide. 

 

1.3 FASE MINERAL 

 

Representa el 65% del peso óseo, y está formado por calcio, fosfato y carbonato (en 

proporciones de 10:6:1) formando pequeños cristales de hidroxiapatita, con forma de 

aguja y estructura hexagonal de 2 a 7 nm de diámetro y de 5 a 10 nm de longitud. La 

cristalización y la proporción calcio/fósforo depende del tipo de hueso, ya sea esponjoso 

o cortical, y de la edad. También hay en menor proporción sodio, potasio, manganeso y 

flúor. Las propiedades mecánicas descritas para la hidroxiapatita son una densidad de 

3219 g/cm3, un módulo elástico de 40 a 117 Gpa, una resistencia a la compresión de 

294 a 917 Mpa y una resistencia a la tracción de entre 59 u 196 Mpa, por lo tanto 

• Tipo	  I,	  III,	  V,XII	  COLÁGENO	  

• Condroitín	  sulfato	  
• Decorina	  
• Biglicano	  
• Hialurano	  

PROTEOGLICANOS	  

• Osteocalcina	  
• Proteína	  de	  la	  matriz	  con	  ácido	  γ-‐carboxi-‐glutámico	  PROTEINAS	  CON	  γ-‐CARBOXIi-‐GLUTÁMICO	  

• Osteonectina	  
• Fosfatasa	  alcalina	  
• Proteínas	  con	  RGD:	  
• ̂ ibronectina	  
• trombospondina	  
• osteopontina	  
• vitronectina	  
• sialoproteínas	  óseas	  

GLICOPROTEINAS	  

• Albúmina	  
• α2-‐SH-‐glicoproteína	  PROTEINAS	  DEL	  PLASMA	  

• IGF-‐I	  y	  II	  
• TGF-‐β	  
• PDFG	  

FACTORES	  DE	  CRECIMIENTO	  
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presenta una mayor resistencia a la compresión que a la tracción. Las características de 

la fase mineral del tejido óseo dependen de su porosidad, que para el hueso cortical es 

proporcionada por los canales de Havers y Volkmann y las cavidades de reabsorción, 

que para el caso del hueso esponjoso es proporcionada por los espacios 

intertrabeculares. Las propiedades mecánicas del tejido óseo varían significativamente 

de acuerdo a su contenido de agua, existiendo un grado de hidratación crítica, ya que 

entre 37 y 48 mg de H2O/g de hueso, el agua puede liberarse de su ligadura a la 

estructura ósea. 

Por tanto las fibras colágenas proporcionan flexibilidad y resistencia a la tensión al 

tejido óseo, mientras que las sales minerales le confieren dureza, rigidez y resistencia a 

la compresión. De hecho la estructura del hueso es muy similar a la del hormigón 

armado, en que las fibras colágenas realizan el papel del entramado de hierro y los 

minerales el papel funcional del hormigón. 

 

 

2.  REGENERACIÓN ÓSEA 

 

2.1 FUNDAMENTOS 

 

El hueso es un tejido dinámico, es decir está continuamente reemplazando sus células y 

su matriz, además de los procesos reparativos cuando tiene lugar una agresión ósea. 

Esta capacidad de reparación está influida por distintos mecanismos químicos, 

mecánicos, celulares, hormonales y patológicos. 

Ante una agresión (ya sea  a través de una fractura o por un procedimiento quirúrgico) 

se produce la formación de un coágulo de sangre, que conlleva la formación de un 

coágulo de fibrina que se mantiene hasta dos semanas. Se produce también la 
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vasoconstricción de los vasos sanguíneos dañados durante esta agresión limitando la 

cantidad de sangre que entra en el tejido dañado. A continuación se produce la 

retracción del coágulo, lo cual produce la contracción de las fibras de fibrina en el 

coágulo. Debido a la cesión de la circulación, se produce una disminución muy 

importante del aporte de oxígeno, dando lugar a la necrosis del tejido circundante. Esto 

genera una serie de señales químicas que da lugar a la destrucción del coágulo y del 

tejido necrosado a través de un proceso de fagocitosis por medio de neutrófilos primero 

y posteriormente macrófagos. 

A todo este proceso se le conoce con el nombre de hemostasis. A partir de este 

momento se produce una migración masiva de macrófagos al centro de la herida, 

produciéndose multitud de metabolitos y productos de degradación e incrementándose 

la demanda de oxígeno en el interior del coágulo donde todavía no se ha formado una 

vascularización suficiente, produciendo un aumento local de la concentración de lactato. 

Este aumento de lactato, unido al aumento de los ácidos y enzimas lisosomales 

liberadas durante la destrucción del tejido necrosado, disminuyen el pH del entorno. Se 

genera de esta manera, una señal quimiotáctica para un conjunto de células 

mesenquimales y endoteliales producida por la disminución en el gradiente de la 

concentración de oxígeno, dando lugar así a un proceso de angiogénesis. Esta 

angiogénesis da lugar a la desaparición del hematoma inicial y la aparición de un tejido 

fibroso vascularizado.  

A partir de aquí comienza la migración de células osteogénicas produciéndose tracción 

en la matriz extracelular y generando una reorganización de la matriz fibrosa dando 

lugar a un colapso de las fibras de colágeno y fibrina, es decir una retracción de la 

herida. 

Las células migrarán hasta alcanzar los márgenes del defecto óseo produciéndose en ese 

momento el proceso de síntesis de matriz extracelular en dicha superficie. Finalmente se 
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inicia el proceso de mineralización a partir de las proteínas de la superficie, 

continuando así el crecimiento de cristales de fosfato de calcio y la unión de las capas 

de matriz de colágeno con capas mineralizadas dando como resultado la formación de 

hueso nuevo. 

La regeneración ósea depende de distintos factores locales y sistémicos y sobre todo del 

tamaño del defecto a regenerar. Los defectos pequeños permiten la regeneración ósea 

directa o primaria. Este tipo de regeneración puede observarse en fracturas 

mecánicamente estables. Sin embargo, la inestabilidad mecánica y la pérdida de la 

vascularización son factores que determinan la reparación, produciéndose ésta mediante 

un proceso de osificación endocondral. (Schenk y cols, 1992; Johner y cols, 1972; 

Simmons y cols, 1985). 

Los defectos óseos corticales y corticomedulares de un determinado tamaño, que 

superan un tamaño crítico (definido de forma distinta para cada tipo de hueso y especie 

animal), independientemente de  poseer una buena estabilidad mecánica y un buen 

aporte sanguíneo, generan una reparación de tipo fibroso cicatrizal (Schmitz  y 

Hollinger, 1986). Es por ello que la reparación de estos defectos críticos requiere 

inevitablemente el uso de técnicas y materiales capaces de promover el crecimiento del 

tejido óseo apoyándose en los principios de la regeneración ósea: osteogénesis, 

osteoconducción y osteoinducción.  

 

2.1.1 OSTEOGÉNESIS 

Es el proceso de formación del tejido óseo independientemente del origen de las células 

a partir  de las cuales se va a formar, pudiendo ser las células responsables las que se 

encuentran  en zonas periféricas  (Gray y Elves, 1982), o  las de la superficie del injerto 

(Eggers y Meeder, 1994), que mantienen su viabilidad gracias a su nutrición por 

mecanismos de difusión. El hueso esponjoso, dado que tiene una mayor superficie para 
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albergar células, posee una mayor capacidad osteogénica que el hueso cortical (Drosse y 

cols, 2008; Kanczler y cols, 2008). 

 

2.1.2 OSTEOINDUCCIÓN 

Es el proceso por el cual se produce la proliferación y diferenciación de células 

mesenquimales hacia aquellas células formadoras de hueso (Urist y cols, 1965). La 

osteoinducción por parte de los injertos mineralizados parece ser muy limitada, pero la 

de los injertos de matriz ósea desmineralizada ha sido confirmada por muchos autores 

(Mulliken y cols, 1981; Bolander y cols, 1986; Lewandrowski y cols, 1997). Estudios 

realizados en hueso desmineralizado con el fin de analizar su capacidad osteoinductora 

condujeron al descubrimiento de la proteínas morfogénicas óseas (BMP: bone 

morphogenic protein). Las BMP son miembros de la superfamilia TGF-β  (factor 

transformador del crecimiento beta). Estas proteínas participan en diversos procesos 

biológicos celulares como reguladores multifuncionales del crecimiento celular, 

diferenciación y apoptosis y juegan un papel relevante durante el desarrollo. De todas 

ellas, las más importantes son la BMP 2, BMP 4 y BMP 7 (Groeneveld y cols, 2000; 

Reddi y cols, 1997). La matriz ósea contiene además de las BMP, TGF-β, factor de 

crecimiento tipo insulina I y II (IGF), factor de crecimiento de fibroblastos (FGF), 

factor de crecimiento de plaquetas (PDGF), interleuquinas, factor estimulador de 

colonias de granulocitos (G CSF) y granulocitos-monocitos (GM-CSF) (Mohan y cols, 

1991; Dale y cols, 1995). Todas estas sustancias son capaces de inducir o influir en la 

diferenciación de las células mesenquimales hacia células formadoras de hueso. 

 

2.1.3 OSTEOCONDUCCIÓN 

 Es el proceso por el que el injerto genera unas condiciones que le permiten soportar en 

su estructura el tejido vascular y perivascular, así como las células osteoprogenitoras, 
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permitiendo de esta manera, la sustitución gradual del injerto por la formación de hueso 

nuevo. Este proceso sigue unas pautas predecibles a partir de un patrón espacial 

ordenado, determinado por la estructura del injerto, aporte sanguíneo, las propiedades a 

las que es sometido y la presencia de otros biomateriales que le puedan afectar 

(Abukawa y cols, 2006). 

 

2.2 INJERTOS ÓSEOS 

 

Las técnicas utilizadas para la reparación de defectos óseos producidos por 

malformaciones, traumatismos, infecciones o resecciones oncológicas tienen como 

finalidad la restitución y regeneración de dichos defectos respetando la morfología 

original e intentando devolver la máxima funcionalidad. Estas técnicas abarcan el uso 

de injertos de origen animal o humano, materiales sintéticos así como la  aplicación de 

estructuras tridimensionales para la ingeniería de tejidos. 

 

2.2.1 AUTOINJERTOS 

Trasplante de tejido de una localización a otra del mismo individuo. Representa la 

mayor tasa de éxitos dentro de los injertos óseos, ya que son básicamente tejidos vivos 

con sus células intactas y no hay reacción inmunológica ni de rechazo. La mayor 

desventaja es que la extracción del tejido requiere intervenciones quirúrgicas complejas 

y costosas, necesitando un periodo de recuperación y existiendo riesgo por exposición e 

infecciones en la zona donante (Damien y Parson, 1991). Se considera el gold standard 

en la reparación y regeneración ósea (Stevenson y cols, 1999; Whang y cols, 2003), ya 

que el propio injerto reúne propiedades osteoconductivas al ser en sí misma matriz 

donde las células óseas pueden proliferar (Dimitriou y cols, 2011); osteoinductivas, ya 

que posee factores de crecimiento que estimulan la proliferación y diferenciación hacia 
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osteoblastos (Estrada y cols, 2006); osteogénicas ya que contiene las propias células que 

formarán el nuevo tejido (Logeart-Avramoglou y cols, 2005). 

 

2.2.2 ALOINJERTOS 

Trasplante de tejidos entre individuos de la misma especie. En el caso de los injertos 

óseos se usan tejidos de donantes que hayan fallecido recientemente. Antes de ser 

implantados estos tejidos se someten a una serie de tratamientos (como irradiación; 

freeze-drying, que son tratamientos térmicos con ciclos de ultracongelación; lavado 

ácido y otros tratamientos de tipo químico) con el fin de evitar reacciones 

inmunológicas o la contaminación cruzada (Khan y cols, 2005). Este tratamiento del 

injerto previo a la implantación va a generar unas peores condiciones en cuanto a su 

calidad: bajo grado de celularidad y menor revascularización, por lo que sus 

propiedades osteogénicas y osteoinductivas son más limitadas que con el injerto 

autólogo (Habibovid y cols, 2007). La mayor desventaja de esta técnica sigue siendo la 

disponibilidad del donante y la alta tasa de reabsorción de este tipo de injertos (Fodor y 

cols, 2003; Laurencini y cols, 1996). 

 

2.2.3 XENOINJERTOS 

Trasplante de tejidos entre dos especies distintas. Un ejemplo es el uso de hueso de 

origen bovino (Maiorana y cols, 2011) o porcino (Barone y cols, 2008) tratados 

mediante procesos de deshidratación y liofilización. Tiene la gran ventaja de que esta 

técnica nos permite obtener mayores cantidades de hueso, aunque presenta limitaciones, 

debidas al riesgo de transmisión de enfermedades infecciosas. 
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2.2.3.1 CLASIFICACIÓN DE LOS INJETOS ÓSEOS 

Los injertos óseos se clasifican según su estructura y su procedencia en los siguientes 

tipos (Ortiz Cruz y cols, 2000; Bauer y Muschler, 1999; Stevenson y cols, 1999): 

− Autoinjerto óseo esponjoso. Su capacidad de soporte estructural es muy 

baja, pero la rapidez con la que estimula la formación ósea (rápida 

revascularización) facilita la estabilidad progresiva del lecho. Se obtiene 

generalmente de cresta iliaca (Stevenson y cols, 1999; Yonger y cols. 1989). 

− Autoinjerto cortical no vascularizado. Aporta un gran soporte estructural 

al lecho donde se implanta, pero tiene una menor capacidad osteogénica (su 

revascularización es lenta debido a que su estructura cortical no permite la 

penetración vascular hasta que la actividad osteoclástica periférica la facilita) 

(Burwell y cols, 1969). 

− Autoinjerto cortical vascularizado. Cuando su soporte estructural es 

estable, permite una rápida consolidación y su función es bastante 

independiente del lecho receptor (Hornicek y cols, 1999; Goldberg y cols. 

1990). Se calcula que debido al aporte vascular, aproximadamente el 90% de 

los osteocitos pueden sobrevivir a la isquemia (Canosa y cols, 1997; 

Stevenson y cols, 1999). 

− Matriz ósea alogénica desmineralizada. Requiere la colonización celular y 

vascular, para luego ser reabsorbida y sustituida por nuevo hueso 

favoreciendo la reparación ósea por osteoconducción (Boyce y cols, 1999). 

Su capacidad de inducir la nueva formación de hueso ha sido descrita en 

distintos trabajos basados en la teoría de la osteoinducción de Urist (1965), 

al demostrar en un modelo animal que fragmentos de hueso cortical de 

fémur de rata, implantados subcutáneamente, generaban hueso. La 
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importancia biológica para la evaluación científica de los mecanismos de 

regeneración ósea, así como para la ciencia aplicada fue extraordinaria. Este 

nuevo biomaterial aportaba propiedades oesteoconductoras y 

oestoinductoras, es decir, que la matriz de hueso desvitalizada y 

desmineralizada provocaba la inducción sobre las células mesenquimales 

extraesqueléticas hacia la diferenciación a condroblastos y 

consecuentemente a la formación de hueso. La purificación de sus 

componentes activos dio lugar a un grupo de moléculas pertenecientes al 

grupo de las proteínas morfogenéticas. 

− Aloinjerto triturado. Su gran estructura porosa confiere muy poca 

estabilidad, pero favorece una importante vascularización desde el lecho 

receptor. En este caso puede derivar tanto de hueso cortical como esponjoso. 

− Aloinjerto corticoesponjoso y cortical.  Buen soporte estructural, pero baja 

capacidad osteoinductiva (Stevenson, 1999). Se extrae frecuentemente de la 

cresta iliaca, fémur distal o tibia proximal. Tras su extracción se conserva  a 

-70º C, manteniendo este proceso de congelación sus propiedades 

mecánicas, permitiendo su inmediata implantación tras su descongelación 

(Burchardt y col, 1983). Como la liofilización altera las condiciones del 

hueso cortical, hay que rehidratarlo, con lo cual perderá su resistencia ante la 

flexión y torsión. 

− Aloinjerto masivo osteocondral. Se usan en las reconstrucciones articulares 

tras la cirugía tumoral. Estos injertos incluyen hueso cortical, hueso 

esponjoso metafisario y cartílago articular (Stevenson, 1999). 
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Los injertos también se clasifican según el proceso al que son sometidos desde su 

extracción hasta su implantación en la zona receptora: fresco (vascularizado o no 

vascularizado), congelado, liofilizado, deshidratado, irradiado y desmineralizado. 

 

2.3 MATERIALES SINTÉTICOS PARA LA REGENERACIÓN ÓSEA 

 

Atendiendo a su composición, podemos hablar de : 

- Metálicos. Uno de los requisitos fundamentales para lograr la regeneración 

ósea es la estabilidad mecánica del foco o defecto óseo. Estos materiales son los 

que mayor estabilidad ofrecen al defecto en forma de osteosíntesis y fijación de 

los injertos y distintos biomateriales. Para este fin se usan placas, mallas, 

tornillos... generalmente de titanio, vitalio y en menor grado acero.  

- Polímeros. Se han usado más como reparadores y no como verdaderos 

regeneradores de hueso. Se han utilizado resinas acrílicas: polimetilmetacrilato o 

polietilmetacrilato y 2-polihidroxietilmetacrilato. También se han usado 

polietilenos: polipropileno o polietileno; siliconas: dimetilsiloxano; polímeros 

fluorados: politetrafluoretileno (PTFE).  También pertenecen a este grupo los 

polímeros reabsorbibles del ácido poliláctico (PLA), copolímeros de ácido 

poliláctico/poliglicólico (PLA/PGA), los cuales se han estudiado ampliamente 

como materiales transportadores de BMPs, y polímeros no reabsorbibles de 

PTFE (muy usados en la fabricación de membranas osteorregenerativas) 

(ilustración 4). 
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Ilustración 4. Esquema resumen de los distintos tipos de polímeros con aplicación biomédica (Kulkarni y cols, 
1966). 

    

 - Cerámicos. Son todos los cuerpos sólidos fabricados a partir de materiales 

inorgánicos (no metales) sometidos a un tratamiento térmico de 800º C. Según su 

comportamiento se dividen en: cerámicas bioinactivas, son aquellas que no generan 

ningún cambio iónico con el medio, pero al ser colocada sobre tejido vivo genera 

proceso de osteogénesis al producirse un íntimo contacto entre la superficie del 

hueso laminar y la superficie de la cerámica: cerámicas de óxido de Aluminio. Las 

cerámicas bioactivas son aquellas que interaccionan con el medio, produciéndose 

una unión físico-química, produciéndose osteogénesis por la liberación de iones al 

medio y la inclusión de estos al metabolismo óseo (Gross y Strunz 1985): cerámicas 

de fosfato cálcico en sus distintas formas de hidroxiapatita; fosfato tricálcico; 

sulfato de calcio. También pertenecen a este grupo los vidrios activos, cristales 

bioactivos o vitrocerámicas. 

 

POLÍMEROS	  
BIODEGRADABLES	  

NATURALES	  

NATURALEZA	  
PROTEICA	  

Albúmina	  
Colágeno	  

POLISACÁRIDOS	  

Gllucosaminoglicanos	  
carboxicelulosa	  

Quitina	  
Quitosano	  

SINTÉTICOS	  

POLIORTOÉSTERES	  
POLICIANOCRILATOS	  
POLIANHÍDRIDOS	  

POLI-‐ALFA-‐
AMINOÁCIDOS	  

POLIFOSFACENOS	  
POLICARBONATOS	  
POLÉSTERES	  	  

POLIDOXANONA	  
POLIECAPROLACTONA	  

POLI-‐ALFA-‐
HIDROXIÁCIDOS	  

Poliglicólico	   Poliláctico	  
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Ilustración 5. Resumen de los materiales más frecuentemente utilizados y sus aplicaciones, 

 

En resumen, los criterios ideales de los injertos óseos según Block y Kent son: 

− Capacidad de producir hueso por proliferación celular de osteoblastos o por 

conducción celular a lo largo de la superficie del injerto. 

− Capacidad de producir hueso por inducción de las células mesenquimales 

incluidas en el injerto. 

− Remodelado del hueso inicialmente formado en hueso laminar duro. 

− Mantenimiento del hueso maduro a través del tiempo sin que la función 

cause pérdida del mismo. 

− Bajo riesgo de infección. 

− Baja antigenicidad. De todos los factores que pueden influir en el proceso de 

incorporación ósea el papel de la respuesta inmunitaria está siendo cada vez 

más reconocido en el éxito o fracaso del aloinjerto (Garbuz y cols, 1998). 

− Fácil manipulación. 

 

 

  

MATERIALES	  

POLÍMEROS	  

METALES	  

CERÁMICOS	  

APLICACIONES	  
Liberación	  de	  fármacos,	  
ingeniería	  de	  tejidos	  

Placas	  de	  osteosíntesis,	  clavos,	  
tornillos,	  implantes	  dentales	  

Relleno	  de	  cavidades	  y	  defectos	  
óseos.	  Prórtesis	  de	  cadera	  
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3. INGENIERÍA DE TEJIDOS 

  

Skalak y Fox definieron a finales de la década de los ochenta la ingeniería tisular como 

aquella materia que se vale de los distintos principios y métodos de la ingeniería, 

biología y bioquímica, aplicándolo al conocimiento de la estructura y función de los 

tejidos normales y patológicos, y el consecuente estudio del desarrollo de sustitutos 

biológicos con el fin de mantener, recuperar o mejorar su función.  

La ingeniería tisular es una disciplina que se está desarrollando a gran velocidad y tiene 

como finalidad reparar y reemplazar tejidos específicos y órganos, apoyada en el 

conocimiento de la medicina, física, química y la biología, a través  de la convergencia 

de tres elementos como son las distintos tipos de células, las matrices que soportarán 

dichas células y las distintas moléculas específicas de señalización. Todo ello en un 

microambiente idóneo facilitará la formación de un nuevo tejido (Estrada y cols. 2006) 

(ilustración 6).  

 

  

 

La confluencia de todos estos elementos nos permitirá desarrollar distintas estrategias 

de ingeniería tisular, las cuales se pueden dividir en cuatro grandes grupos (Muschler y 

cols, 2004), que desarrollaremos más adelante: 

1. Evolución natural del tejido conectivo donde el nuevo tejido es 

requerido. 

Ilustración 6. Esquema de los pilares básicos de la ingeniería tisular: células, matriz y moléculas de 
señalización (Drosse y cols. 2008). 
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2. Trasplante de tejido conectivo autólogo. 

3. Trasplante de celulas expandidas o modificadas procedentes de tejido 

conectivo. 

4. Trasplante de tejido totalmente formado in vivo o in vitro. 

 

Dichas estrategias de ingeniería tisular buscan optimizar la formación de un nuevo 

tejido mediante una serie de condiciones, que modulen la activación de un tejido 

conectivo en el lugar del injerto para producir el tejido deseado. Este avance combina 

estrategias celulares, matrices, estrategias de estimulación inductiva y técnicas que 

aumentan la supervivencia y activación del tejido conectivo trasplantado o local. 

La ingeniería tisular incluye el trasplante de clelulas y tejidos con el uso de distintas 

técnicas de cirugía microvascular como son  el uso de colgajos pediculados, trasplante 

de mínimas secciones de tejido, trasplante de suspensiones celulares y el recambio 

endoprotésico de tejidos.  

En los últimos años se ha producido un aumento en las distintas opciones para la 

ingeniería de tejidos en los diferentes áreas, especialmente en el campo aplicado a la 

ortopedia. Entre estas opciones nos podemos encontrar diversos métodos para el cultivo 

y el trasplante de tejidos formados a partir de células, el uso de un gran número de 

materiales bioactivos como andamiajes tisulares, la liberación local o sistémica de 

hormonas y factores de crecimiento, y otros métodos para controlar química y 

biofísicamente el entorno. 

Estas nuevas alternativas nos muestran una transición desde los clásicos tejidos basados 

en diferentes materiales, siempre dando prioridad a los mecánicamente más duraderos, 

bioinertes y biocompatibles, hasta las distintas terapias celulares y materiales 

bioestimulantes y bioactivos. Este desarrollo nos acerca de forma muy significativa a la 
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función celular y al papel primordial que juegan los materiales implantados gracias a la 

estimulación biofísica modulando la función celular. 

Todo esto, llevado al campo de la ingeniería tisular ósea, se basa en la confluencia de 

factores osteogénicos entendidos como todas aquellas células que participan en la 

formación ósea, factores osteoinductivos, es decir, aquellas moléculas que intervienen 

directamente en la diferenciación y proliferación de las células progenitoras, y un factor 

osteoconductivo, que permitirá el soporte y adhesión celular (Bancroft y Mikos, 2001). 

La ingeniería tisular basada en el concepto celular está generando nuevas oportunidades 

que pueden ser muy útiles para diferentes aplicaciones clínicas. Estos avances generan 

una importante necesidad  que obliga a que la cirugía ortopédica participe activamente 

en el diseño, desarrollo, evaluación crítica e información sobre el uso de estos métodos.  

 

3.1 CÉLULAS MADRE 

 

Las células madre es la denominación más extendida cuando nos referimos a stem cells 

o células troncales. Es una célula inmadura, es decir que se encuentra en un estadio 

temprano de desarrollo y tiene la capacidad de dividirse indefinidamente 

(autorrenovación), además las células que se generan al dividirse son réplicas idénticas 

(clonogenicidad) y son viables a lo largo de extensos periodos de tiempo. Son células 

con una capacidad de diferenciarse hacia distintos tejidos del organismo generando una 

descendencia celular muy especializada (multipotencialidad) (Hall y Watt, 1989; 

Cancedda y cols, 2003; Zuck y cols, 2002). 

Las células madre se pueden clasificar de diferentes maneras: 

1. Según su potencial de diferenciación:  

- Totipotenciales, con capacidad para crecer y formar un organismo completo. 
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- Pluripotentes. Pueden dar origen a progenitores que forman cualquiera de las 

tres capas germinales embrionarias: mesodermo, endodermo y ectodermo. 

Además tienen que demostrar la funcionalidad in-vitro e in-vivo de las células en 

las que se han diferenciado y tienen que producir un asentamiento claro y 

persistente en el tejido diana, ya sea en presencia como en ausencia de lesión 

(Orlic y cols, 2001). 

- Multipotenciales. Son aquellas que pueden dar origen a precursores 

relacionados solamente con una de las tres capas embrionarias, como por 

ejemplo células madre que dan origen a tejidos derivados exclusivamente del 

endodermo como tejido pancreático o pulmonar, o mesodermo como tejido 

musculoesqulético (Beceerra y cols, 2001) 

- Unipotenciales. Son células que sólo pueden generar células hijas que se 

diferencian a lo largo de una sola línea celular. Hasta hace algunos años, se 

consideraba a las células madre hematopoyéticas de médula ósea en esta 

categoría, ya que se relacionaban solamente con la generación de células 

sanguíneas. La mayor parte de las células de un tejido específico que no han 

sufrido ningún tipo de agresión o daño son del tipo unipotencial y son las 

responsables de la fase fisiológica de autorrenovación tisular, donde la cantidad 

de células perdidas es igual al número de nuevas células. Sin embargo, si el 

tejido es alterado en su estructura básica a partir de algún tipo de lesión, y se 

requiere de diferentes tipos celulares para su reparación y recuperación, se 

pueden activar células del tipo pluripotencial para reparar de esta manera el daño 

originado (Weissman y cols, 2000). 

2. Según el tejido de origen :  

- Células madre embrionarias. 

- Células madre adultas. 
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Además de las citadas clasificaciones también genera un gran interés los diferentes 

mecanismos de diferenciación celular a los que pueden ser conducidas, desde el modelo 

convencional célula madre-célula hija hasta procesos de de-diferenciación y trans-

diferenciación celular; es así como estos modelos son aplicados en la actualidad para 

entender el fenómeno de la plasticidad, reconocido en este tipo de células, que es la 

capacidad que tienen estas células para generar grupos celulares diferentes a los de su 

tejido origen. 

 

3.1.1 CÉLULAS MADRE EMBRIONARIAS 

Conocidas por su nomenclatura en inglés como Embryonic stem cells (ESC). Pueden ser 

obtenidas a partir del día catorce cuando el óvulo fecundado se encuentra en fase de 

blastocisto (Verfaillie y cols, 2002). Pueden diferenciarse hacia todos los tipos de célula 

somática, así como hacia células de la línea germinal (Evans y Kaufman, 1981; Martin 

1981; Pedersen, 1994). Las células madre embrionarias (derivadas del blastocito) y las 

células embrionarias germinales (derivadas de la postimplantación del blastocito), son 

similares en muchos aspectos; ambos tipos de células pueden replicarse y dividirse en 

cultivos por largos periodos de tiempo, sin mostrar alteraciones cromosómicas. Además 

expresan una serie de marcadores característicos de progenitores pluripotenciales que 

facilitan su identificación; sin embargo, las células madre embrionarias derivadas del 

blastocito y las células germinales difieren del tejido de donde provienen y de su 

comportamiento in vivo ya que las células madre embrionarias son capaces de generar 

teratomas mientras que las células germinales humanas no (Odorico y cols, 2001; 

Shamblott y cols, 1998). Una de las mayores ventajas del uso de células madre 

embrionarias es su habilidad de proliferar indefinidamente, ya que son capaces de 

generar una gran variedad de grupos celulares, lo que permite, que bajo ciertas 
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condiciones, puedan ser manipuladas in vitro con el fin de producir precursores de un 

linaje específico y contribuir así a la investigación y el estudio del tratamiento de ciertas 

enfermedades como diabetes y Parkison, en las que existen tejidos claramente 

comprometidos. Además, pueden ser utilizadas para estudios sobre enfermedades 

durante el desarrollo embrionario y contribuir a identificar sus bases genéticas 

(Weissman y cols, 2000). Sin embargo, presentan una serie de inconvenientes al tratarse 

de células muy indiferenciadas: éstas pueden inducir la formación de ciertas neoplasias 

como teratomas. En un estudio de implantación de células embrionarias humanas en 

ratones inmunodeficientes, éstos desarrollaban teratocarcinomas que contenían células y 

tejidos de las tres capas germinales (Kehat y cols, 2004). Además no hay que olvidar las 

importantes implicaciones éticas que el uso de estas células conlleva (Pera y cols, 2000; 

Zuck y cols, 2002). Para solucionar este punto de conflicto ético, Yamanaka en el año 

2006 desarrollaron lo que se conoce como células pluripotentes inducidas (iPS) a 

partir de la manipulación de células adultas por medio de la transferencia de genes 

capaces de reprogramar la pluripotencialidad de la célula diana (Takahashi y cols, 2007; 

Barret y cols, 2014). Hay autores que muestran, en sus diversos trabajos, un carácter 

más tumorogénico en este tipo de células que en las células madre embrionarias 

(Gutiérrez-Aranda y cols, 2010). 

 

3.1.2 CÉLULAS MADRE ADULTAS 

Se pueden encontrar en la mayoría de los tejidos de un individuo totalmente 

desarrollado, como la médula ósea, el sistema neuronal, el sistema gastrointestinal, el 

músculo esquelético, el músculo cardíaco, el hígado, el páncreas y el pulmón. Éstas se 

encuentran rodeadas de un microambiente específico y, ante determinadas condiciones 

físico-químicas, comienzan a dividirse y se diferencian hacia células especializadas de 

la misma capa germinal (Fuchs y cols, 2004). En un principio, se pensó que las células 
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madre adultas estaban predeterminadas para diferenciarse a un tipo celular procedente 

de su mismo tejido de origen o al menos de su misma capa embrionaria, de este modo 

las células madre hematopoyéticas residentes en la médula ósea darían lugar solamente 

a  elementos celulares hemáticos (Morrison y cols, 1995). Sin embargo, esta idea ha 

sido reevaluada posteriormente por varios grupos de investigadores, cuyos estudios 

indican que las células madre adultas son células con propiedades de 

multipotencialidad, capaces de diferenciarse funcionalmente a células especializadas 

procedentes de capas embrionarias distintas de las de su origen (Sánchez y cols, 2006). 

Las células madre adultas más estudiadas hasta ahora, son las que derivan de la médula 

ósea (del inglés Bone Marrow Stem Cells: BMSC). La médula ósea humana deriva del 

mesodermo embrionario y se compone de una población celular muy heterogénea: 

células madre mesenquimales, células progenitoras hematopoyéticas, células 

progenitoras endoteliales y líneas celulares más diferenciadas (monocitos, granulocitos, 

linfocitos T y B, NK…) (Friedstein y cols, 1968; Tomita y cols, 1999; Jackson y cols, 

2001; Orlic y cols, 2001). 

Las células madre hematopoyéticas son las responsables de la renovación constante de 

las células sanguíneas (Weissman cols, 2000). Aparecen en el embrión entre la tercera y 

cuarta semana de gestación, migran desde el saco vitelino hasta el hígado y el bazo, y 

por último, llegan a la médula ósea a través de la circulación fetal durante el segundo y 

tercer trimestre de gestación. Tienen la capacidad de autorrenovarse y diferenciarse en 

dos grupos de progenitores hematopoyéticos: progenitor mieloide y progenitor linfoide, 

los cuales a su vez se diferencian a células sanguíneas especializadas (Gasparoni y cols, 

2000; Fliedner y cols, 1998). El aislamiento de subpoblaciones de células madre 

hematopoyéticas ha sido posible mediante la identificación de sus marcadores de 

superficie. En el caso del ratón estamos hablando  del receptor del factor de célula 

madre (c-kit), el Sca-1 (antígeno 1 de célula madre), el Thy1 y los marcadores de línea 
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hematopoyética, que son los más utilizados para identificar células progenitoras 

hematopoyéticas en la médula ósea (Orlic y cols, 2001). En humanos los antígenos que 

se emplean son CD117, CD34 y CD133 (progenitor de estirpe endotelial) para aislar 

progenitores hematopoyéticos purificados. Así se pueden aislar subpoblaciones más 

específicas, cada una con sus propiedades (Bhatia y cols, 2001). Sin embrago, hasta 

ahora no se ha encontrado un antígeno específico para identificar a las células madre 

hematopoyéticas que se encuentran en un estadio temprano de diferenciación. Estas 

células se integran en localizaciones donde se producen fenómenos de 

neovascularización y en ellas se diferencian hacia células endoteliales adultas, 

segregando factores proangiogénicos. El aislamiento de este tipo de células a partir de 

sangre periférica, generalmente requiere una fase de tratamiento previo con un factor 

estimulante de colonias de granulocitos (G-CSF), y posteriormente se procede al uso de 

técnicas de citoaféresis. (Blocklet y cols, 2005). Sin embargo, en estudios clínicos con 

humanos se ha concluido que el pretratamiento con G-CSF puede estar asociado a una 

mayor incidencia de complicaciones (Kang y cols, 2004; Maekawa y cols, 2004).  

Las células madre hematopoyéticas son la base biológica de los trasplantes de médula 

ósea para pacientes que padecen patologías como leucemias y aplasias medulares; sin 

embargo, la obtención de donantes compatibles con el receptor y los costes que 

implican estos procedimientos han creado la necesidad de buscar fuentes alternativas 

para la obtención de este tipo de células. Una alternativa interesante para la obtención 

de este tipo de células constituye la sangre del cordón umbilical. 

En las últimas décadas se ha estudiado el uso de estas células en terapia regenerativa, 

investigando el uso de la implantación de estas células autólogas en el miocardio para 

prevenir el proceso de remodelación responsable de la insuficiencia cardiaca post-

infarto ya que las CD34 liberan factores de crecimiento que activan a las células madre 

residentes en el miocardio, las cuales pueden diferenciarse hacia células endoteliales y 
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favorecer así la neoangiogénesis (Assmus B y cols,  2002; Stamm C y cols, 2003, San 

Román y cols, 2015). 

Las células madre endoteliales tras su salida a sangre periférica, expresan CD133, 

CD34 y el receptor 2 del factor de crecimiento vascular endotelial (KDR), y cuando se 

integran en localizaciones donde está teniendo lugar fenómenos de neovascularización 

se transforman en células maduras (Asahara y Kawomonto, 2004).   

Células madre mesenquimales: MSC (Mesenchymal Stem Cells). Constituyen un 

grupo muy homogéneo de células de apariencia fibroblastoide (Gerson, 1999), y 

distintas características inmunofenotípicas. En la médula ósea se encuentran en 

proporciones muy bajas (una de cada 3 millones de células mononucleares) (Chen y 

cols, 2004). También se pueden encontrar en el tejido adiposo (Wagner y cols, 2005),  

en ligamento periodontal, pulpa o folículo dental (Huang y cols. 2009; Alkhalil y cols. 

2015), en el cerebro, corazón, pulmón y riñón (Salem y cols. 2010). También se pueden 

obtener a partir de la sangre menstrual y del endometrio residual, lo que evitaría la 

morbilidad asociada a la obtención de MSC directamente de distintos órganos 

(Rossignoli y cols, 2013). A lo largo del tiempo han tenido distintas denominaciones: 

unidades formadoras de colonias de fibroblastos (CFU-F), células madre estromales o 

células del estroma medular. Actualmente se denominan MSC  porque los tejidos hacia 

los que puede diferenciarse son de origen mesenquimal. 

La Sociedad Internacional de terapia Celular resume las características que deben 

cumplir estas células para ser consideradas como tal (Dominici y cols. 2006): 

- Mostrar adherencia al plástico en condiciones estándar de cultivo (Wakitani y 

cols, 1995; Blau y cols, 2001) 

- Capacidad de diferenciación hacia distintas líneas tisulares mesenquimales 

(capacidad osteogénica, adipogénica y condrogénica) (Firedstein y cols, 1976; 

Caplan y cols, 1991). 
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- Potencial de autorrenovación y alta capacidad de proliferación. 

- Deben ser positivas para la expresión de CD 29, CD44, CD49a-f, CD51 CD73, 

CD90, CD105, CD106, CD166 Y Strom-1 y negativos para expresar marcadores 

hematopoyéticos c-kit, CD11b, CD14, CD19, CD34, CD45, CD79α, antígeno 

leucocitario humano HLA-DR. 

 

Aunque el papel que se atribuyó a las MSC originariamente fue el ser fuente de células 

osteoprogenitoras, Friedstein y cols. en 1966 fueron los primeros en publicar  que 

dichas células eran capaces de diferenciarse a distintas líneas mesenquimales, hecho que 

ha sido confirmado en sucesivos estudios (Friedstein y cols, 1976; Asthon y cols, 1980; 

Pittenger y cols, 1999; Dennis JE, 1999). Por tanto, en un entorno adecuado, las MSC 

pueden diferenciarse a osteoblastos, condroblastos, adipocitos, tenocitos y mioblastos. 

Esta última línea miogénica, tiene gran interés por la diferenciación hacia 

cardiomiocitos (Wakitani y cols, 1995). En los últimos años se ha demostrado que estas 

células tienen la capacidad de diferenciación hacia tipos celulares derivados de otras 

capas germinales (tejidos de origen embriológico ectodérmico y endodérmico) 

(Sánchez-Ramos y cols, 2000), pudiendo por tanto dar lugar a una línea neurogénica: 

astrocitos, oligodendrocitos y neuronas (Azizi y cols, 2013), y una línea endotelial 

(Reyes y cols, 2002). A este potencial de generar distintas células de las tres capas 

germinales se le conoce como plasticidad (Wagers y Weissman, 2004; Rutenberg y 

cols, 2004; Sánchez y cols, 2006). Esta característica fue reconocida por primera vez en 

estudios realizados en MSC derivados de la médula ósea, donde se observaron cambios 

en el fenotipo en células inmaduras bajo condiciones controladas que simulaban 

microambientes diferentes al medular (Robey, 2000). Los mecanismos moleculares que 

llevan a los cambios de linaje celular dentro del sistema hematopoyético están siendo 

estudiados descartando definitivamente el dogma, que hace años existía, sobre la 
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diferenciación de las células madre, restringida a su tejido de origen. Evidencias 

obtenidas tanto in vivo como in vitro, muestran que las células madre adultas, originadas 

en un tejido determinado tienen la capacidad de producir células con una expresión 

fenotípica característica de otros tejidos cuando se transfieren a una microambiente 

distinto del original. De una forma muy particular se ha prestado atención a la capacidad 

de las células madre adultas de la médula ósea de producir células con propiedades 

similares a hepatocitos, neuronas y cardiomiocitos (Körbling y Estrov, 2003; Lagasse y 

cols, 2000; Ogawa y cols, 2002; Tsai y cols, 2002). Existen distintas teorías que 

explican los posibles mecanismos que llevan a las células madre adultas a diferenciarse 

hacia un tejido distinto al original (ilustración 7): 

- Heterogenicidad de las células madre presentes en una población celular. En 

determinados tejidos, especialmente la médula ósea, coexisten diferentes tipos de 

células madre con distintas características. Esto ha planteado que la regeneración de 

tejidos no hematopoyéticos que se ha observado después de la infusión de células 

procedentes de la médula ósea, podría deberse a la acción específica de alguno de los 

tipos de células madre que actualmente se han identificado en ella y no a la 

transdiferenciación de la célula madre hematopoyética (Verfaillie CM, 2002; Jiang y 

Vaeesen B, 2002; Jiang y Jahagirdar BN, 2002). 

- Fusión de las células madre trasplantadas con las células específicas residentes 

en un tejido. La fusión de mioblastos con fibroblastos induce en estos últimos la 

expresión de proteínas propias del músculo, lo que ha sugerido la existencia en los 

mioblastos de algunos factores que pueden inducir la diferenciación muscular de otros 

tipos de células (Verfaillie CM, 2002). Por otro lado, se ha señalado que el contacto 

intercelular podría tener una acción importante en la fusión de una célula incorporada a 

un nuevo microambiente. Este mecanismo daría lugar a células híbridas con 

características de ambas células fusionadas, pero con la desventaja de poseer una menor 
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capacidad proliferativa, ya que generalmente debido a la fusión adquieren doble 

dotación cromosómica (Prosper  y cols, 2003). El mecanismo de fusión celular se ha 

comprobado en diferentes estudios experimentales con ratones en que la mayor parte de 

las células híbridas eran tetraploides o hexaploides (Körbling y Estrov, 2003; Wang X y 

cols. 2003). Sin embargo, muchas de las células específicas de tejidos y con marcadores 

propios del donante que se han identificado en pacientes que han recibido trasplantes 

alogénicos de células madre hematopoyéticas, han mostrado una dotación cromosómica 

normal. Para compatibilizar esta situación, se sugirió que tal vez la célula fusionada 

hiperdiploide podía evolutivamente llevar su dotación cromosómica a un estado 

diploide, aunque estudios posteriores no han favorecido esta hipótesis (Körbling y 

Estrov, 2003). No existe ningún estudio que permita eliminar la posibilidad de la fusión 

celular como uno de los mecanismos de plasticidad aunque es muy poco probable. 

Quizás la fusión pudiera explicar la transformación celular en determinados tejidos 

donde la frecuencia de los otros mecanismos sea extremadamente baja (Verfaillie CM, 

2002). 

- Procesos de desdiferenciación y rediferenciación o transdiferenciación 

celular. Es un proceso de metaplasia que se produce en una célula ya diferenciada en 

determinadas situaciones ambientales. Tal como sucede durante el proceso de la 

clonación celular, en que el núcleo de una célula somática es sometido a un proceso de 

reprogramación genética. Se ha planteado la posibilidad de que las células madre 

adultas pudiesen ser reprogramadas cuando se extraen de su microambiente natural y se 

sitúan en otros diferentes en los cuales reciben estímulos y señales que las inducen a la 

activación de un nuevo programa genético que las llevan a diferenciarse en células del 

nuevo tejido en que se ha implantado. De esta forma, una célula genéticamente 

comprometida puede sufrir un proceso de desdiferenciación mediante un salto atrás en 

su etapa de maduración y adquirir por esta razón una nueva capacidad regenerativa, que 
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le permite después rediferenciarse en células madre especializadas de estirpes diferentes 

(Verfaillie CM, 2002;  Körbling y Estrov, 2003; Prosper F y cols., 2003). 

- Persistencia de células madre adultas con capacidad multi o pluripotencial. 

Tras el periodo embrionario pueden persistir células madre con capacidad multi o 

pluripotencial, que en dependencia del medio en que se sitúen pueden diferenciarse 

hacia células de diferente linajes (Verfaillie CM, 2002;  Körbling y Estrov, 2003; 

Prosper F y cols, 2003). 

 

A        B       C   D 

 

lustración 7. Esquema de los distintos  mecanismos por los que las MSC puede convertirse en una célula de 
distinto linaje  A: heterogenidad de la población celular. B: fusión celular. C: trans-/de-diferenciación. D: 
pluripotencionalidad. (F. Prósper y CM. Verfaillie, 2003) .  

  

Existen distintos mecanismos capaces de inducir los procesos de plasticidad como la 

isquemia tanto aguda, como la pérdida en el número de células tras un infarto de 

miocardio (Leri y cols, 2005) como isquemia crónica (Silva y cols, 2005), el daño 

químico a un tejido (Collas y cols, 1999; Boquest y cols, 1999), el microambiente 

tisular (Wang y cols, 2000); las MSC pueden modificar in vitro su fenotipo bajo 

condiciones de cultivo específicas, por ejemplo se pueden diferenciar hacia 

cardiomiocitos, mediante inducción en cultivo con 5-azacitidina (agente demetilador del 

DNA) (Makino y cols, 1999). 
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Las células madre  y las células progenitoras están presentes en todos los tejidos adultos 

y son críticas para la salud del tejido y su mantenimiento  respondiendo a la enfermedad 

y a la lesión a lo largo de la vida. Las células madre son la fuente de todos los nuevos 

tejidos y son moduladas a través de señales químicas y físicas que controlan su 

activación, proliferación, migración, diferenciación y supervivencia. Las células madre 

dan lugar a las células progenitoras, y se diferencian de éstas en su capacidad de 

renovación y regeneración propia por un proceso asimétrico de división celular. En 

contraposición, las células progenitoras, también llamadas células transicionales, 

proliferan y aumentan su número teniendo limitada su capacidad de renovación propia y 

se diferenciacian hacia la línea a la que están comprometidsa (Muschler y Midura, 

2002; Muschler y cols, 2003).  

Tanto las células madre, como las células progenitoras participan en un continuo 

sistema de recambio celular que implica a todas las células perdidas y la regeneración 

celular de prácticamente todos los tejidos, llevando a cabo la formación de nuevas 

células y la transición ordenada de un estado celular a otro. Este movimiento es mucho 

más evidente en el linaje de las células del tracto gastrointestinal (cada tres días), o la 

piel (cada catorce días). En el tejido musculoesquelético, este turnover es mucho más 

lento; en el hueso se produce una evolución celular donde las células que se forman y 

que soportan el tejido óseo progresan a través de una serie de estadios. Las células 

madre dan lugar a las células progenitoras, que se diferencian a  pre-osteoblastos, y 

posteriormente llegan a osteoblastos. Estos últimos representan  todavía una población 

transitoria con una vida  que se extiende unos 40 días y que dan lugar a una matriz de 

tejido óseo y la cascada celular que forma dicho tejido. Cuando los osteoblastos 

alcanzan el final de su vida funcional, tienen tres posibilidades: 

− Convertirse en osteocitos. 

− Convertirse en revestimiento celular de la superficie del hueso maduro. 
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− Morir por mecanismos de apoptosis. 

Tanto osteocitos como las células de revestimiento pueden sobrevivir durante más de 20 

años en el hueso cortical humano, hasta que la región de hueso en la se asientan es 

nuevamente remodelada por la progenie celular a partir de otras señales de células 

madre (Muschler y cols, 2003). 

El hueso reparado, así como la regeneración ósea que sigue a una fractura o injerto 

óseo, continúa siguiendo los mismos pasos. Los mismos principios se pueden aplicar en 

músculo, tendón, ligamento y cartílago (Böstman y cols, 1990).  

Podemos esperar un futuro prometedor para la regeneración de muchos tejidos, porque 

las células progenitoras son a menudo multipotenciales. Se ha observado la capacidad 

de diferenciación de las células madre mesenquimales provenientes de hueso, músculo, 

médula ósea y tejido graso a distintos fenotipos, incluido hueso cartílago, tendón, 

ligamento, grasa, músculo y nervio (Owen y cols, 1988; Gimble y cols, 1996). Esto 

tiene verdadera importancia respecto al diseño de las estrategias de ingeniería tisular: 

células derivadas de un tejido determinado pueden ser útiles en la formación de un 

tejido totalmente diferente. 

Las fuentes de células madre y células progenitoras musculoesqueléticas incluyen 

médula ósea, tejido peritrabecular del hueso, periostio, cartílago, musculo, grasa y tejido 

vascular (Gimble y cols, 1996; O´Driscoll y cols, 1999; Garg y cols, 1995; Muschler y 

cols, 1997; Cannolly y cols, 1989; Brighton y cols, 1992). La aspiración de médula ósea 

está asociada a una menor morbilidad y nos facilita una suspensión celular que puede 

ser procesada de forma simple y rápida para su inmediata implantación intraoperatoria 

(Muschler y cols, 1997). El tejido adiposo se ha valorado mucho por su baja morbilidad 

en la fuente de origen del tejido, aunque requiere un procesado más complejo (Zuk y 

cols, 2001). 
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Tanto las células madre como las células progenitoras de varios tejidos pueden ser 

aisladas in vitro, pudiendo producir un crecimiento en un cultivo bajo condiciones que 

promuevan la activación y proliferación de dichas células. Las células derivadas de un 

tejido conectivo pueden ser expandidas in vitro para su uso, ya sea en investigación o 

para su aplicación clínica. Bajo estas condiciones el cultivo empieza rápidamente a ser 

más uniforme; cuando las células crecen in vitro, los clones de células se dividen mucho 

más rápido y aquellas tienen una gran capacidad para continuar su proliferación. In vitro 

esta expansión produce, por tanto, una influencia selectiva que favorece estos rasgos. El 

cultivo expandido y la selección de poblaciones celulares han sido descritas con 

distintos nombres: células del estroma de la médula ósea (Owen y Friedstein, 1988), 

células madre mesenquimales (Caplan, 1991) o células adultas progenitoras 

multipotenciales (Jiang y cols, 2002; Reyes y cols, 2001). En todos los casos hablamos 

de células progenitoras que pueden aislarse y cultivarse bajo unas condiciones 

apropiadas y que pueden conservar la capacidad de diferenciación a variedad de 

fenotipos, entre ellos a células de estirpe musculoesquelética (Caplan y cols, 1991; 

Pittenger y cols, 1999). 

La celuluaridad es distinta dependiendo del origen tisular de donde obtenemos las 

células. Todos los tejidos se diferencian unos de otros desde el punto de vista de la 

celularidad. La medula ósea es la mejor fuente que disponemos: por cada 1 ml de 

médula obtenemos aproximadamente 40 millones de células nucleadas por lo que es 

muy importante que se realice una técnica de aspiración apropiada (Muschler y cols, 

1998; Mushler y cols, 2001;  Majors y cols, 1997). En contraposición observamos que 

el tejido graso y el músculo presentan mucha menor celularidad (6 millones por 

centímetro cúbico de tejido aspirado). El tejido conectivo derivado de médula ósea 

incluye células que tienen la capacidad de diferenciarse a distintos fenotipos: hueso, 

tejido fibroso, tejido adiposo, músculo, cartílago, y posiblemente a tejido nervioso, 
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músculo cardíaco o hígado. Sin embargo el tejido conectivo del cartílago articular 

adulto sólo puede formar cartílago (Muschler y cols, 2003; Muschler y cols, 2002; 

Owen y Friedenstein, 1988; Caplan, 1991; Pittenger y cols, 2000; Aubin y cols, 1998; 

Bruder y cols, 1999) . El conectivo derivado del tejido graso y músculo, parece que 

tiene también un gran repertorio de diferenciación (Gimble y cols, 1996; Huard y cols, 

1998; Halvorsen y cols, 2000; Bosch y cols, 2000). Algunos autores sugieren que tejido 

graso y médula ósea son similares en cuanto a la capacidad de diferenciación (De 

Ugarte y cols, 2003). Otros estudios sin embargo, muestran mucha menor capacidad 

osteogénica en tejido graso (Winter y cols, 2003) y consideran la médula ósea la fuente 

más abundante de células madre mesenquimales (Haynesworth y cols 1992; Caplan, 

1991). 

Poco a poco se empieza a comprender mejor las diferencias que podemos encontrar en 

las distintas células cultivadas entre los distintos tipos de tejido: estas diferencias 

dependen de la salud y de las características histológicas a nivel local, así como de la 

cinética de las células madre en cada caso. Estas variables, además están influenciadas 

por la edad, sexo, y por las enfermedades tanto a nivel local como a nivel sistémico de 

cada paciente (Muschler y cols, 2001; D´Ippolito y cols, 1999). Por ejemplo, la 

celularidad de la médula ósea disminuye con la edad, de manera que a medida que el 

individuo envejece disponemos de menor celularidad (Muschler y cols, 2001), aunque 

generando un microambiente determinado, podemos obtener células osteogénicas 

mediante aspirado de médula ósea en pacientes de cualquier edad. Sin embargo el sexo 

parece no tener una influencia tan directa en la variación de la concentración y 

prevalencia de células entre los pacientes.  

Las diferencias en el potencial biológico de las células derivados de los distintos tejidos 

pueden tener unas implicaciones prácticas muy importantes en relación a la selección de 

las diferentes fuentes celulares para la ingeniería tisular.  
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3.1.3 ESTRATEGIAS EN INGENIERÍA TISULAR 

Lo que resulta fundamental para cualquier estrategia de ingeniería tisular es que la 

célula utilizada alcance el tejido diana específico y que una vez alcanzado pueda 

permanecer en él, expresando su programa genético (Blocket y clos, 2005). En distintos 

modelos experimentales se ha comprobado que las MSC administradas vía sistémica 

son capaces de migrar hacia la localización donde se ha generado el daño tisular 

experimental consiguiendo la integración en dicha zona (Chapel y cols, 2003). Trabajos 

de Tomita y cols, 1999 o Wang y cols, 2000 han observado la capacidad de las MSC de 

médula ósea para injertar en el corazón infartado del ratón, así como para migrar hacia 

áreas de degeneración muscular (Ferrari y cols, 1998). También se ha observado la 

capacidad de las MSC de migrar a través de la arquitectura cerebral del huésped 

diferenciándose hacia astrocitos e incluso neuronas (Kopen y cols, 1999). Estos 

procesos de migración tienen distintas fases: en un primer momento se produce la 

adhesión celular al endotelio, en las que participan las integrinas presentes en la 

superficie de las MSC (Pittienger y cols, 1999). Acto seguido se produce la 

transmigración a través de la pared vascular y finalmente se produce la invasión del 

tejido dañado.  

Existen distintas estrategias en el uso del tejido conectivo autólogo en relación a las 

distintas aplicaciones terapéuticas: 

 

1. Evolución natural del tejido conectivo in situ. Estas estrategias se han diseñado 

para promover la formación del tejido dañado mediante la activación, proliferación y/o 

diferenciación del tejido a nivel local. El implante de un scaffold de tejido acelular (ya 

sea hueso alográfico, cerámicos, ácido hialurónico o polímeros sintéticos), es el mejor 

ejemplo de esta estrategia. El scaffold proporciona una superficie en el cual las células 

pueden soportarse y migrar formando un espacio hueco protegido en el que el nuevo 
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tejido se puede formar y distribuir. Cuando estas propiedades promueven la formación 

del hueso hablamos de osteoconducción (Bauer y Muschler 2000; Fleming y cols, 

2000). La liberación local de factores de crecimiento también sigue el curso celular 

natural; la capacidad de algunos factores de crecimiento para activar selectivamente la 

formación de hueso a partir del tejido conectivo local y el aumento de la probabilidad de 

que su descendencia celular se diferenciará a hueso es lo que hemos llamado 

osteoinducción.  

La estimulación biofísica como las cargas mecánicas (Carter y cols, 1998; Turner y 

cols, 1998; Klein-Nulend y cols, 1995), la estimulación electromagnética (Aaron y cols 

1996; Brighton y cols, 2001) o los ultrasonidos (Rubin y cols, 2001) son también un 

ejemplo de la evolución natural celular. Estrategias farmacológicas sistémicas u 

hormonas paratiroideas para el tratamiento de la osteoporosis (Lane y cols, 1998) o el 

uso sistémico de hormonas de crecimiento para aumentar la masa muscular (Hennesy y 

cols, 2001), son también distintos tipos de estrategias de ingeniería tisular basados en la 

curso natural de la fisiología celular. 

 

2. Trasplante de tejido conectivo autólogo. Esta estrategia fue diseñada para 

compensar la deficiencia en el número o en la función del tejido del huésped, como 

puede ocurrir en regiones donde ha existido un trauma previo, infección, irradiación 

previa, defectos tisulares, cicatrices o compromiso vascular. El trasplante de tejido 

conectivo puede mejorar el resultado de la conducción e inducción de los injertos, 

incluso en situaciones en las que los defectos estén rodeados por tejidos no dañados 

(Muschler y Midura, 2002; Muschler y cols, 2003). El injerto de hueso autólogo ha sido 

durante mucho tiempo el más utilizado y el ejemplo más efectivo de trasplante celular, 

aunque solamente una pequeña fracción de la células trasplantadas sobrevivan (Burwell 

y cols, 1966; Burwell y cols, 1969). Muchos estudios clínicos como los de Garg y cols, 
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1995 y 1993 y Healy y cols. en 1990, han sugerido que el aspirado de médula ósea sin 

procesar tienen un gran valor en su aplicación para la reparación ósea. En otros estudios 

controlados realizados por Cannolly y cols en 1989, encuentran la aplicación del 

aspirado de médula ósea exitosa en el tratamiento de fracturas de tibia. Cannoly y cols. 

en 1991 también demostraron que un concentrado de células de médula ósea obtenido 

mediante centrifugación puede aumentar rápidamente la osteogénesis, tesis que ha sido 

apoyada por numerosos autores.  

Muchos cirujanos utilizan hoy en día médula ósea por su valor biológico y su bajo 

riesgo: apenas se producen casos de hematomas, infecciones o dolor crónico en el lugar 

de la aspiración; en ningún caso es la aspiración de médula ósea el motivo de la 

analgesia suministrada al paciente, la limitación de la rehabilitación, o la causa del 

retraso del alta hospitalaria. No obstante la técnica de aspiración es determinante. 

Además limitando el volumen de aspiración a ≤ 2 ml por sitio, reduce la dilución con 

sangre periférica y aumenta considerablemente la concentración de las células 

progenitoras. Injertos óseos enriquecidos de este modo han mejorado significativamente 

los resultados en modelos de fusión espinal en perros (Muschler y cols, 2003) y han 

sido aprobados por la FDA en los injertos de hueso para fusión espinal y tratamiento de 

fracturas y defectos óseos. 

 

3. Trasplante de células autólogas expandidas. El uso de células autólogas 

expandidas pueden contribuir a la formación del nuevo tejido (Bruder y cols. 1999; 

Caplan y Bruder, 2001). Los estudios preliminares sugieren que el cultivo expandido de 

células de músculo, grasa y médula ósea pueden ser útiles en la formación de hueso, 

cartílago, músculos y tendones (Kadiyala y cols, 1997; Bittira y cols, 2002; McKay y 

cols, 2000; McNiece y cols, 2001; Ringe y cols, 2002). La expansión celular ofrece un 

gran potencial para generar un alto número de células progenitoras, sin embrago, estos 
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cultivos añaden un coste importante y algunos riesgos, como son la contaminación por 

bacterias o virus. Además dicha proliferación celulalar pueden provocar  que las células 

presenten mutaciones o cambios epigenéticos que puedan conferir la potencial 

formación de tumores. Sin embargo, no se ha publicado  la formación de ninguna masa 

tumoral en humanos a partir del uso de células expandidas en cultivo.   

 

4. Trasplante de células modificadas genéticamente. El potencial biológico intrínseco 

del tejido conectivo puede ser modificado genéticamente con una variedad de medios, 

cada uno de los cuales puede, transitoria o permanentemente, alterar los genes que las 

células expresen. Los tejidos conectivos tienen la capacidad de segregar factores que 

influirán en el funcionamiento de las células. La introducción de nuevos genes o genes 

modificados se realiza, generalmente, por la modificación natural de virus como el 

retrovirus, lentivirus o adenovirus. Un ejemplo es el LMP-1, un factor de transcripción 

nuclear, proteína que cuando se expresa actúa sobre el núcleo activando o inhibiendo la 

expresión de un número determinado de otros genes. LMP-1 por lo tanto no se segrega, 

sino que actúa a nivel del núcleo celular, donde se expresa  dicho gen, induciendo la 

secreción de una gran variedad de factores que puedan participar en la osteogénesis 

(Viggeswarapu y cols, 2001; Minamide y cols, 2003). 

Los riesgos biológicos asociados a la manipulación genética son mucho mayores que en 

otras alternativas. A psear de ello, el trasplante de células modificas genéticamente 

puede ser una opción a tener en cuenta en un futuro en determinadas patologías, 

particularmente en defectos genéticos y hereditarios como por ejemplo la osteogénesis 

imperfecta (Prockop y cols, 1997) y en defectos en tejidos como el cartílago en que nos 

encontramos células de larga duración y relativamente homogéneas en las cuales, la 

expresión fenotípica puede inducir a un mantenimiento duradero por la expresión de un 

único gen (Parikh y cols, 2004; Porockop, 1997). 
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5. Trasplante de tejidos generados ex-vivo. 

La creación de un tejido totalmente organizado y maduro fuera del cuerpo seguido del 

trasplante funcional y su integración funcional es, a menudo, la visión pública más 

frecuente de ingeniería tisular. Sin embargo esta estrategia conlleva importantes retos: 

− Generación de un tejido funcional. 

− Trasplante de dicho tejido de modo que se mantenga la viabilidad y función 

celular. 

− Fijación mecánica y biológica, así como su integración con el tejido que lo 

rodea. 

En algunas áreas, el trasplante de finos injertos de tejido (piel, córnea, cartílago...) es 

posible sin la inmediata conexión a un sistema vascular desarrollado (Gallego y cols, 

2010; Gravson y cols, 2015); sin embargo, en la mayor parte de los tejidos, la 

supervivencia de los mismos requiere un sistema vascular funcionante. Algunos autores 

describen la generación de sistemas de transporte vascular ex vivo, pero estas técnicas 

plantean numerosas dificultades en cuanto a su aplicación clínica (Griffith y cols, 1997; 

Kaihara y cols, 2000). 

 

Independientemente del tipo de estrategia que se aplique, Meijer y cols. definieron en 

2007, cuatro principios imprescindibles que se deben alcanzar para conseguir el éxito en 

terapia celular: 

 

a.  Un número apropiado de células con capacidad osteogénica. Las células ideales 

tienen que tener capacidad de renovación propia, ser fáciles de obtener y de expandir, 

así como mantener su fenotipo, función y capacidad de diferenciarse hacia aquel tipo de 

célula especializada y específica del tejido que se quiere regenerar, sin provocar 

respuesta inmune (Caplan y Goldberg 1999; Yang y cols, 2001; Muschler y cols, 2004). 



INTRODUCCIÓN	  
	  

	   47	  

 

b. Matriz apropiada para la siembra de células. Se tiene que desarrollar un sistema 

que permita el transporte celular y de los factores de crecimiento, pero además tiene que 

tener unas características mecánicas, que le permitan su fijación al tejido (Bruder y cols, 

1999). 

 

c. Factores que estimulen la diferenciación osteogénica. Debido a que los factores de 

crecimiento juegan un papel imprescindible en los procesos de proliferación y 

diferenciación de los distintos tipos específicos de células (Cancedda y cols, 2003) y 

además mantienen su capacidad de rediferenciarse hasta el momento en que son 

transferidos desde el cultivo (Mainil-Varlet  y cols, 2001). 

 

d. Aporte vascular adecuado. Reece y Patrick, en 1998, consideran imprescindible, 

para asegurar la supervivencia y funcionalidad de las células, la creación de un lecho 

vascular que permita el aporte de oxígeno y nutrientes, así como la eliminación de todos 

los productos de deshecho, por tanto la falta de este aporte vascular va a producir la 

muerte inmediata de la célula, considerándose este hecho el motivo más frecuente de 

fracaso tras la terapia de ingeniería tisular en humanos (James y Steijn- Myagkaya, 

1986).  

 

3.2 SOPORTE TRIDIMENSIONAL: SCAFFOLD 

  

El scaffold, que podríamos definirlo como la estructura tridimensional donde 

vehiculizamos las células, juega un papel crítico, tanto en el curso natural celular como 

en las distintas estrategias del trasplante celular. Los scaffolds sirven como un espacio 

en el huésped que permiten el crecimiento del tejido al interior de la zona del injerto, 
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dotando de una superficie que facilita la inervación, supervivencia, migración, 

proliferación y diferenciación de las células madre y células progenitoras. Ofrece un 

volumen hueco donde se va a llevar a cabo la vascularización y formación de nuevo 

tejido. Además, el scaffold proporciona un vehículo para liberar células dentro del lugar 

del injerto, facilitando su retención y distribución donde el tejido es requerido. 

Existe una gran variedad de scaffolds ya preparados para su uso clínico y otros muchos 

que están en pleno desarrollo. Las diferencias entre los distintos soportes, vienen dadas 

por las diferencias que podemos encontrar en sus características como es el tipo de 

material, la porosidad de su estructura, sus propiedades mecánicas o las propiedades 

químicas de su superficie 

 

3.2.1 TIPO DEL MATERIAL 

Existen distintos tipos de materiales que pueden utilizarse: 

 - Materiales derivados de tejidos: matriz de hueso, piel, submucosa intestinal... 

- Polímeros biológicos: colágenos, fibrina, ácido hialurónico, alginatos… Desde 

hace poco tiempo se están empezando a desarrollar una variedad importante de 

polímeros sintéticos de tipo insoluble como son el ácido poliláctico, ácido 

poliláctico-poliglicólico,  y varios copolímeros como gel sintético de polietilen-

óxido. 

 - Materiales cerámicos o minerales: fosfato tricálcico, hidroxiapatita, sulfato de  

 calcio...  

 - Metales: titanio y otras aleaciones. 

 

3.2.2 ARQUITECTURA TRIDIMENSIONAL Y POROSIDAD 

La distribución en el espacio desde un punto de vista nano, micro o macroscópico es lo 

que denominamos matriz arquitectónica. Dicha matriz define la estructura mecánica del 
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scaffold, pero sólo lo hace sobre el volumen inicial que está disponible para que las 

células en él presentes puedan formar nuevo tejido, incluidos vasos sanguíneos.  

La mayor parte de los scaffolds están diseñados para tener una estructura interna porosa, 

con unos espacios huecos interconectados de estrechos canales que permitan la difusión 

de nutrientes, así como la eliminación de los desechos metabólicos producidos por la 

actividad celular. Esto adquiere más importancia en el tejido óseo ya que por sus 

características metabólicas, se producen altas tasas de transferencia, incluso in-vitro 

(Salgado y cols, 2004). El tamaño del poro oscila entre 50 a 1000 micras y el 

considerado ideal para conseguir un alto valor de crecimiento óseo varía entre 150 y 

500 micras (Tsuruga y cols, 1997), es decir un tamaño de poro que sea lo 

suficientemente grande  como para permitir el crecimiento de tejidos vascularizados y 

suficientemente pequeño para estabilizar las células sin que éstas se desprendan. Los 

poros de gran tamaño generalmente soportan penetraciones profundas del nuevo tejido, 

pero el tamaño del poro ideal para conseguir un crecimiento profundo de 3-4 mm de 

tejido dentro del scaffold todavía no ha sido estudiado sistemáticamente. Todo esto 

tiene una gran importancia en el ámbito clínico, ya que el relleno de los grandes 

volúmenes con gránulos o materiales particulados, deja espacios entre dichas partículas 

que generalmente tienen un tamaño mayor que el tamaño del poro en la mayor parte de 

sus gránulos, lo cual puede influir en la revascularización profunda. 

Las opciones para el diseño estructural de las matrices pueden ser infinitas: las 

macroestructuras nos permite contar con formas geométricas regulares, como bloques, 

esferas o barras; estructuras amorfas como gránulos o fibras empaquetadas 

aleatoriamente; o estructuras integradas aleatoriamente como las espumas. El gel y la 

pasta preparada pueden ser fabricadas también mediante la mezcla de polvo con agentes 

plásticos (glycerol, celulosa, ácido hialurónico...), o mediante la activación química, 

fotoquímica, o enzimática del polímero in situ. 
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La mayor parte de los métodos de fabricación de los scaffolds crea una distribución  de 

los volúmenes isotrópica y poros conectados entre sí (como una esponja), para 

conseguir estos poros se utilizan una serie de partículas o burbujas de manera que 

cuando el scaffold pasa a  un estado sólido aparecen dichos huecos. En la década pasada 

se han producido importantes avances en los métodos de producción de 

microestructuras precisas en un gran número de materiales. Hoy día se aplican distintas 

opciones para crear canales y poros orientados estratégicamente, definiendo así su 

forma macroscópica. Las últimas innovaciones (procesos estereolitográficos) agrupan 

métodos de fabricación de estructuras que nos ofrecen una resolución del tamaño de 

hasta 200 micras. La creación de estructuras porosas perfectamente definidas ofrece el 

potencial necesario para tener un importante control sobre la distribución del volumen 

del material dentro del lugar del injerto, así como el control de los patrones de 

migración celular y su difusión a través de la estructura. 

La característica nanoestructural (menor de 100 micras) juega también un papel muy 

importante en la función del scaffold. Los nanoespesores son demasiados pequeños para 

influir en que las células puedan o no migrar pero tienen un efecto importante en el 

comportamiento celular, a través del cambio en la textura superficial o difusión de los 

materiales solubles.    

 

3.2.3 PROPIEDADES MECÁNICAS 

En muchas ocasiones los lugares de injerto tienen que soportar de manera muy 

temprana altos niveles de cargas físicas. La fijación inicial proporciona a menudo la 

necesaria estabilidad primaria. Sin embargo, en muchas ocasiones, en determinados 

tipos de hueso o  determinadas zonas de injerto, el scaffold debe soportar o por lo 

menos compartir importantes cargas de forma inmediata, y se requieren materiales y 
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estructuras de alta resistencia como hueso cortical, metales, materiales cerámicos o 

materiales de fibra de carbono. 

La regeneración y reparación ósea (que es un tejido duro y dúctil), requiere el uso de 

matrices elásticas que permitan su conservación en el espacio para el que han sido 

diseñadas, aportando por su parte al tejido el espacio necesario que permita su 

crecimiento (Brekke, 1996). 

Las propiedades mecánicas del scaffold (dureza, elasticidad, fuerza y ductibilidad) están 

determinados tanto por el tipo de material como el tipo de estructura (macro, micro o 

nano).  Las propiedades mecánicas del scaffold para conseguir el desarrollo del injerto 

son críticas para obtener un tejido sano. Las señales mecánicas son importantes 

mediadores en la diferenciación del tejido conectivo, por lo que el scaffold debe crear 

un ambiente de tensión adecuado en todo el lugar donde se desea la aparición del nuevo 

tejido. Uno de los mayores avaneces en el diseño de los scaffolds es el control de sus  

propiedades mecánicas  a lo largo del tiempo. Uno de los problemas desde el punto de 

vista del diseño, es que para alcanzar esa fuerza que permita soportar transitoriamente 

las cargas, el material del que se compone la matriz debe tener un alto grado de unión 

interatómica e intermolecular, pero al mismo tiempo su estructura física y química debe 

permitir su descomposición hidrolítica. Los scaffolds no biodegradables como los 

metales o las cerámicas simplifican este problema y pueden proporcionar una excelente 

y duradera función en algunas localizaciones. Sin embargo, estos materiales pueden 

comprometer la reparación y la función del tejido, obviamente la persistencia del 

scaffold a lo largo del tiempo perjudica la formación de un nuevo tejido en el espacio 

que ellos ocupan. Además, la integración de un implante rígido no degradable, produce 

una serie de cambios locales en las señales mecánicas y pueden dar lugar a la pérdida 

del tejido local deseado. El estrés de la interfase entre las superficies del implante y el 

tejido propio pueden aumentar el riesgo de fracaso mecánico y dolor. Finalmente, si el 
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proceso requiere la retirada del scaffold implantado (por ejemplo por infección o 

desplazamiento), todo el tejido nuevo formado junto al implante se perderá. 

Todos estos problemas derivados de la permanencia de los scaffolds han llevado al 

desarrollo y al uso de matrices reabsorbibles, siempre y cuando sea posible. Pero las 

características de la degradación o procesos reabsortivos también pueden influir en el 

rendimiento: 

- la matriz pierde sus propiedades mecánicas. 

- La matriz puede ser desplazada de su sitio. 

- La naturaleza y concentración de los productos solubles que son liberados en 

el lugar del injerto cuando el material se descompone. La liberación de 

subproductos, como los ácidos de degradación, causa reacción inflamatoria 

especialmente cuando el tejido circundante presenta una pobre 

vascularización o una actividad metabólica baja (Bergsma y cols, 1995; 

Böstmann y cols, 1990). 

 

3.2.4 PROPIEDADES QUÍMICAS DE LA SUPERFICIE 

La interacción entre las células y el scaffold se produce en la superficie del mismo y es 

el resultado directo del ambiente químico creado. La superficie química no solamente 

depende del tipo de material, ya que todos estos materiales son invadidos por distintas 

proteínas y lípidos y esta absorción de biomoléculas es el principal mediador de la 

respuesta celular. Variaciones en la absorción proteica pueden dar lugar a respuestas 

celulares muy distintas (Zeng y cols. 1999). Por tanto, cuando una proteína es 

absorbida, se somete a un cambio estructural, haciendo que se oculte o exponga en la 

superficie e interactúe con otros receptores celulares de superficie. Por ejemplo, la 

fibronectina es una molécula que presenta una mayor adhesión en superficies 

hidrofílicas como el vidrio que a superficies hidrofóbicas como el polietileno o teflón 
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(Lewandowska K, Balachander N, 1989; Altankov G, 2000; Groth T, Altankov G, 

1999). Los fluidos biológicos contienen una gran variedad de proteínas y las células 

tienen cientos de clases de receptores celulares de superficie. Por eso se está 

investigando concienzudamente las propiedades de absorción de las proteínas en las 

distintas superficies, haciendo grandes esfuerzos para entender por qué determinados 

materiales son más favorables para la adhesión de células óseas y la formación de hueso 

(Drobny GP, Long GR, 2003) dando de este modo, una gran relevancia a la selección 

del scaffold. Por ejemplo, se ha especulado que la hidroxiapatita y otros materiales 

cerámicos pueden captar preferentemente factores de crecimiento  o moléculas de 

adhesión que son importantes para la regeneración ósea. En realidad, los materiales a 

base de hidroxiapatita y fosfato tricálcico actúan exitosamente como depósitos de 

vehículos liberados por las BMP tanto en animales (Uludag H, 2000), como en 

humanos (Boden SD, Kang J, 2002; Griffith LG, 2000). 

Como otros materiales implantados, los injertos de matrices óseas (tanto mineralizados 

como no mineralizados) acumulan rápidamente biomoléculas en su superficie, las 

cuales tienen un efecto biológico sobre las células locales. Sin embargo, los injertos 

óseos, todavía contienen integradas varias moléculas de adhesión y factores de 

crecimiento (Hauschka y Mavrakos, 1986). Por lo tanto, el anclaje, la supervivencia, 

proliferación y diferenciación de las células implantadas  puede ser modulada in vitro, si 

los implantes son preformados con una selección de proteínas bioactivas (Dennis y 

Caplan, 1993). 

  

Por tanto, la matriz ideal debe cumplir una serie de requisitos: 

1. Proporcionar un soporte físico para las células y permitir la disposición y 

crecimiento del nuevo tejido. 

2. Aportar  resistencia mecánica. 
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3. Poseer una estructura porosa que permita la invasión vascular, que facilite la 

difusión de nutrientes y productos de deshecho celular (Salgado y Cols. 2004) y 

permita la migración celular a la zona del defecto para estimular el crecimiento 

del nuevo tejido. 

4. Degradarse de forma controlada y predecible, sin generar residuos tóxicos, y que 

pueda eliminarse del organismo por vías naturales. La matriz debe tener una tasa 

de reabsorción igual a la neoformación ósea, de modo que cuando se ha 

producido la regeneración del tejido completo, la matriz debe haberse degradado 

en su totalidad (Salgado y cols, 2004; Logeart-Avramoglou y cols, 2005). 

5. Biocompatibilidad, sin generar respuesta inflamatoria o inmunitaria significativa 

(Hutmacher y cols, 1996). 

6. Ser esterilizable, sin comprometer sus propiedades. 

 

3.3 FACTORES DE CRECIMIENTO 

 

Representan, junto con las células y las matrices, el tercer pilar básico en la Ingeniería 

Tisular. Son elementos que tienen como finalidad la estimulación de la diferenciación 

osteogénica y son producidos por las propias células del huésped, pero también por las 

células incluidas en el injerto, actuando de este modo sobre ambos tejidos. Estos 

factores pueden ser añadidos a las matrices o depositados directamente en las zonas del 

defecto (Meyer y cols, 2004; Jiang y cols, 2006), aumentando el índice de proliferación 

celular y manteniendo la capacidad  de diferenciación celular hasta el momento de su 

transmisión a un ambiente tridimensional (Jakob y cols, 2001). Algunos de estos 

factores son proteínas morfogénicas óseas (bone morphogenetic protein: BMP), factor 

de crecimiento tipo insulina (insuline-like growth factor: IGF), factor de crecimiento β 

(transforming growth factor β: TGF-β), factor de crecimiento fibroblástico (fibroblast 
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growth factor: FGF), factor de crecimiento plaquetario (platelet derived growth factor: 

PDGF). De todos estos factores merece mención especial las BMPs, ya que juegan un 

papel muy relevante en la inducción de formación de tejido óseo (Urist y cols, 1982). 

De todas las BMPs, son el tipo 2 y 7 las consideradas más inductivas (Jaldowiec y cols, 

2003; Lind y cols, 2001; Yoon y cols, 2002), y aunque no se sabe con total exactitud el 

mecanismo por el que actúan sobre las MSC, sí se sabe que intervienen en la expresión 

de marcadores osteogénicos como son la fosfatasa alcalina o la osteocalcina (Gallea y 

cols, 2001). Mediante diferentes técnicas de biología molecular se pueden conseguir 

BMPs recombinantes humanas de los tipos 2 (rhBMP-2) y 7(rhBMP-7), que desde el 

año 2000 están aprobadas por la FDA para su utilización clínica por ejemplo en 

patología de la columna vertebral, y que en distintos estudios ya han demostrado, de 

forma evidente, el beneficio para los procedimientos de reparación ósea como es la 

reparación de defectos mandibulares llevadas a cabo en monos por Boyne (Boyne y 

cols, 1996 y 1998). 
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1. JUSTIFICACIÓN 

 

Existe un gran número de situaciones patológicas hoy en día en que los tejidos óseos se 

encuentran afectados. Muchas de estas situaciones derivan de la atrofia de los 

maxilares, así como de procesos oncológicos, traumatológicos y congénitos que afectan 

al territorio maxilofacial, produciendo tanto graves alteraciones estéticas como 

funcionales.  

La reconstrucción y rehabilitación de estos defectos que no son capaces de regenerarse 

por sí solos, constituyen hoy en día un reto que es abordado por una gran variedad de 

técnicas y procedimientos, y con el uso de un abanico muy amplio de materiales, que 

nos indica que todavía no se ha encontrado el sustituto óseo ideal, así como tampoco la 

técnica ideal; la distracción ósea (Ilizarov y cols, 1990), la dinámica axial de las 

fracturas en huesos largos (Richardson y cols, 1995), la ultrasonografía de baja 

intensidad (Hadjiargyrou y cols, 1998) o la estimulación eléctrica (Ryaby y cols, 1998) 

han aportado otras alternativas en los procesos de reparación ósea. No obstante la mejor 

técnica con la que contamos hoy en día es el uso de autoinjertos a partir de tejido óseo 

natural del propio paciente, ya que la biocompatibilidad del injerto, su potencial 

osteogénico y su resistencia mecánica nos asegura una mayor predictibilidad y rapidez 

en su consolidación (Taylor y cols, 1987). Por otro lado a pesar de ser ésta técnica ideal, 

no está exenta de limitaciones derivadas fundamentalmente de que la cantidad de injerto 

óseo donante que podemos obtener sin que se produzca un problema funcional es 

limitado. Además la reparación de defectos irregulares supone una problemática en 

cuanto a la adaptación del injerto en dichos defectos produciéndose frecuentemente 

procesos de reabsorción y no de curación. También se observa morbilidad posquirúrgica 

(Kurz y cols, 1989) derivada de posibles infecciones, fracturas, dolor y lesiones de 
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estructuras adyacentes (daños nerviosos sensitivos y motores) tanto en la zona donante 

como en la zona receptora. 

Por tanto, la justificación del presente trabajo de investigación viene dada por la 

necesidad de disponer de hueso autólogo, evitando los inconvenientes de los 

autoinjertos, obtenido mediante técnicas de cultivo in vitro.  No solamente conseguir el 

cultivo de osteoblastos funcionales, sino la elaboración de una matriz tridimensional 

que permita el crecimiento celular en su interior, así como las condiciones de 

manipulación óptimas para su implantación en el defecto en animales de 

experimentación validando su utilidad clínica constituyen los retos de este trabajo. 

 

 

2. HIPÓTESIS 

 

 El uso de una matriz tridimensional formada a partir de albúmina humana 

sembrada con células osteogénicas favorece el crecimiento y diferenciación de 

osteoblastos humanos mejorando la capacidad regenerativa de los defectos críticos 

óseos mandibulares en ratas atímicas. 

 

 

3. OBJETIVOS 

 

3.1 OBJETIVO GENERAL 

 

Este trabajo está englobado en la línea de investigación iniciada por el Dr. Luís Miguel 

Redondo Gonález en el año 1993: “Biomateriales, reconstrucción y regeneración ósea 
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cráneo mandibular, clínica y experimental” y continuada posteriormente por distintos 

miembros del Servicio de Cirugía Maxilofacial del Hospital Universitario Río Hortega 

de Valladolid, incorporando, en este caso, distintos procedimientos mediante el uso de 

técnicas de ingeniería tisular.  

Pretende así mismo, continuar con la línea de investigación “Desarrollo mediante 

cultivo in vitro de osteoblastos mandibulares humanos sobre matriz proteica 

tridimensional. Análisis del comportamiento in vivo en animales inmunoincompetentes” 

iniciada por la Dra. Lorena Gallego en el año 2009 en la Universidad de Oviedo. En 

dicho estudio se lleva a cabo la diferenciación de células mesenquimales de hueso 

mandibular humano hacia células osteogénicas, las cuales son sembradas en una matriz 

proteica de albúmina obtenida a partir de suero humano, pretendiendo valorar su 

comportamiento in vivo en ratas atímicas, injertando dichas matrices en defectos críticos 

mandibulares. En este estudio realizamos  una serie de variantes referidas a los procesos 

de diferenciación celular y al tiempo de cultivo celular en los scaffolds, analizando 

distintos grupos en los que se injertan matrices sin ningún tipo de cultivo, matices con 

células en medio de cultivo durante un día, matrices con células diferenciadas durante 

21 días y matrices con cultivo celular de 21 días sin diferenciación.  

 

3.2 OBJETIVO PRINCIPAL 

 

Evaluar, desde un punto de vista radiológico e histológico , los procesos regenerativos 

en defectos críticos mandibulares de ratas inmunoincompetentes, estudiando las 

diferencias finales existentes entre los distintos tipos de injerto según el tiempo de 

cultivo y diferenciación celular dentro de las matrices, comparando los distintos grupos 

con el grupo control y los distintos grupos entre sí. 
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3.3 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

1. Desarrollo y validación de un modelo animal en investigación básica para el 

estudio de regeneración ósea mediante el uso de técnicas de ingeniería 

tisular. 

2. Determinar la validación de una matriz tridimensional de elaboración 

autóloga que favorezca el crecimiento  y diferenciación de osteoblastos 

humanos. 

3. Evaluar el comportamiento de los injertos cuando éstos son colocados de 

forma ectópica alejados de tejido óseo del receptor, en este caso a nivel 

subcutáneo inguinal y en la proximidad de un pedículo vascular 

4. Desarrollar y validar un protocolo para el análisis comparativo de las 

densidades óseas mediante la utilización del programa OsiriX® para 

Macintosh®. 
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1. MATERIAL 

 

1.1 ANIMAL EXPERIMENTAL  

 

El modelo experimental utilizado fue la rata (ilustración 8): 

 Orden: Rodentia 

  Suborden: Myomorpha 

   Familia: Muridae 

    Género/Especie: Rattus novergicus 

 

 

Existen más de 50 cepas no consanguíneas y más de 400 consanguíneas definidas 

genéticamente. La cepa utilizada fue la HsdHan™:RNU-Foxn1rnu, animales 

suministrados por Harlan Laboratories. 

La rata mutante atímica desnuda (athymic nude mutante rat) procede de una colonia no 

consanguínea de ratas del Instituto de Investigación Rowett, Aberdeen, Escocia en la 

que se descubrió la mutación rnu en 1953. 

Actualmente las características de la rata mutante atímica desnuda las convierte en 

modelo de utilidad en muchas líneas de investigación y son adecuadas para 

investigación del trasplante, tratamiento y estudio de tumores, carcinogénesis, 

xenotrasplantes y muchos otros propósitos. 

 

Ilustración	  8.	  Imagen	  de	  rata	  mutante	  atímica	  desnuda 
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Características de la rata atímica desnuda (ilustración 9-12) (Cook y cols, 1995; 

Festing y cols, 1978; Rygaard y cols 1987; Vos y cols, 1980; Suckow y cols, 2006): 

- Aplasia del timo. 

- Reducción de las poblaciones celulares en áreas timodependientes de órganos 

linfoides periféricos. 

- Presenta una deficiencia en células T. 

- Función normal en células B 

 

 
Ilustración 9. Tabla resumen con las características generales de la rata atímica desnuda. 

 

 
Ilustración 10. Tabla resumen con datos de cría y reproducción de la rata atímica desnuda. 

 

 
Ilustración 11. Tabla resumen con parámetros fisiológicos y nutricionales de la rata atímica desnuda. 

Peso	  al	  
nacer	  

• 5-‐6	  g	  

Edad	  
destete	  

• 21	  días	  

Peso	  al	  
destete	  

• 35-‐40	  g	  

Edad	  	  
pubertad	  

• 45-‐75	  
días	  

Peso	  
adulto	  

• 250-‐400	  g	  

Promedio	  
longevidad	  

• 2-‐3	  años	  

Productivi
dad	  

• 50-‐100	  
crías/
madre/
año	  

Nº	  
cromosomas	  

• 42	  (2n)	  

Edad	  de	  la	  
camada	  

• 10	  a	  12	  
semanas	  

Ciclo	  sexual	  

• 4	  a	  5	  días	  

Duración	  de	  
receptividad	  sexual	  

• 10	  a	  20	  horas	  

Gestación	  media	  
y	  rango	  

• 21	  (20	  a	  22)	  
días	  

Periodo	  reproductivo	  
óptimo	  

• 9	  a	  10	  meses	  

Temperatura	  
rectal	  

• 37,5º	  C	  

Rango	  
respiratorio	  
mínimo	  

• 80	  a	  150	  

Rango	  
cardiaco	  
mínimo	  

• 260	  a	  450	  

Agua	  
requerida	  
diaria	  

• 20	  a	  45	  ml	  

Orina	  
excretada	  
diaria	  

• 10	  a	  15	  ml	  

Comida	  
requerida	  
diaria	  

• 10	  a	  20	  g	  
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Ilustración 12. Tabla resumen con datos fisiológicos de rata atímica desnuda. 

 

La primera observación de ratas desnudas mutantes fue en 1953 en el Rowett Research 

Institute, en Inglaterra. Una colonia de estas ratas fue mantenida durante algunos años 

hasta que desapareció en los años sesenta, pero sin embargo el gen recesivo responsable 

de este fenotipo no desapareció, y consiguió mantenerse bajo otros genes frecuentes en 

estas colonias de ratas, hasta que se recuperó en 1975 mutaciones homocigóticas. La 

denominación de estas ratas se llamó  Rowett nude rat (rnu) y el gen recesivo: rnu 

(Festing y cols, 1978). 

Aproximadamente en la misma época surgió de modo totalmente independiente una 

mutación muy similar en una colonia de ratas albinas criadas en Nueva Zelanda, que se 

denominaron New Zelland nude rats y su gen: nznu (Berridge y cols, 1979). El control 

de la expresión de los genes recesivos de estas mutaciones en rnu/rnu y nznu/nznu son 

• 2,5-‐3	  años	  Esperanza	  de	  vida	  usual	  

• 4	  años	  	  y	  8	  meses	  Esperanza	  de	  vida	  máxima	  

• 0.03-‐0.06	  cm2	  Área	  super^icie	  

• 80-‐110	  ml/Kg/día	  Consumo	  de	  agua	  

• 10-‐12	  días	  Apertura	  de	  ojos	  

• 330-‐480	  latidos/minuto	  Frecuencia	  cardiaca	  

• 80-‐184	  mmHg	  Presión	  arterial	  sistólica	  

• 58-‐144	  mmHg	  Presión	  arterial	  diastólica	  

• 50(10-‐80)ml/minuto	  Gasto	  cardiaco	  

• Plasma:	  40.4	  (36.3-‐45.3)	  ml/Kg	  
• Sangre	  completa:	  64.1	  (57.5/69.9)	  ml/Kg	  Volumen	  sanguíneo	  

• 85.5	  (66-‐114)/minuto	  Frecuencia	  respiratoria:	  

• 0.86	  (0.6-‐1.25)	  ml	  Volumen	  tidal	  

• 0.073	  (0.05-‐0.101)	  ml	  Volumen	  minuto	  

• 1.3-‐2.0	  ml/latido	  Volumen	  de	  eyección	  
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presumiblemente alélicos, pero sus fenotipos son ligeramente diferentes ya que estas 

ratas son totalmente desnudas, mientras que las ratas rnu muestran un débil crecimiento 

de pelo temporalmente. 

Las ratas rnu acumulan también células con marcadores de células T a medida que 

envejecen. Sin embargo ambos tipos de ratas n-mutantes tienen una similitud muy 

importante al ratón desnudo atímico, ambos presentan una marcada deficiencia de 

células T maduras y tienen un gran defecto en las respuestas inmunes de los mediadores 

de células T (Fossum y col, 1980; Brooks y cols, 1980). 

La deficiencia de estas células T en ratas atímicas desnudas, han sido ampliamente 

explicadas para el estudio del crecimiento tumoral (Kjonniksen y cols, 1989; 

Kjonniksen y cols, 1990; Storeng y cols, 1991) así como para el estudio de la 

aceptación de alo/xeno-trasplantes en animales inmunoincompetentes. (Ford y cols, 

1983; Sarawar y cols, 1991; Bradley y cols, 1992). 

 

Toda la experimentación animal realiza en este trabajo de tesis doctoral se ha llevado a 

cabo conforme a todas las disposiciones vigentes en cuanto a la utilización de animales 

en investigación u otros fines científicos: 

- Ley 32/2007, de 7 de noviembre, para el cuidado de los animales, su 

explotación, transporte, experimentación y sacrificio. 

- Real Decreto 1201/2005, de 10 de octubre, sobre protección de los animales 

utilizados para experimentación y otros fines científicos. 

- Real Decreto 664/1997, de 12 de mayo, sobre la protección de los trabajadores 

contra los riesgos relacionados con la exposición a agentes biológicos durante el 

trabajo. 
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- Directiva Europea de 1986 (86/609/CEE), sobre protección de animales 

vertebrados utilizados con fines experimentales y otros fines científicos. 

 

1.2 INSTALACIONES 

 

Este trabajo ha sido realizado gracias a los medios técnicos y humanos de los 

siguientes departamentos: 

− Servicio de Investigación y bienestar animal de la Facultad de Medicina de 

la Universidad de Valladolid. 

− Instituto de Genética y Biología Molecular (IBGM) de Valladolid. 

− Servicio Regional de Cirugía Oral y Maxilofacial del Hospital Universitario 

Río Hortega de Valladolid. 

− Unidad de Metabolismo Óseo y Mineral del Hospital Universitario Central 

de Asturias. 

− Servicio de Radiología del Hospital Universitario Río Hortega de Valladolid. 

− Servicio de Anatomía Patológica del Hospital Universitario Río Hortega de 

Valladolid. 

− Unidad de apoyo a la investigación del Hospital Universitario Río Hortega 

de Valladolid. 
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1.3 INSTRUMENTAL Y MATERIALES 

 

1.3.1 INSTRUMENTAL QUIRÚRGICO 

− Mango de bisturí metálico Brand Parker con hojas de acero de 

distinta numeración (nº 11 y nº 15). 

− Pinzas de disección tipo Adson con y sin dientes. 

− Pinzas hemostáticas finas de Hasrtmann, rectas y curvas. 

− Desperiostizadores, fino y mediano. 

− Separadores autorretentivos de Adson-Baby. 

− Tijera de disección. 

− Tijera vascular. 

− Tijera quirúrgica de Mayo. 

− Portaagujas de Mayo con cremallera. 

− Pinzas de disección microquirúrgica. 

− Jeringa tipo carpule con agujas de 13/16” 

− Sutura reabsorbible de Vicryl de 4/0 y 5/0 (poliglactina 910). 

− Fresas redondas de  2 y 4 mm de diámetro externo. 

− Equipo NSK para cirugías de implantes dentales con sistema de 

irrigación incorporado. 

− Contraángulo quirúrgico NSK. 

− Lentes de aumento Sheer Vision 250-R. 

− Almohadilla térmica. 
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1.3.2 FÁRMACOS 

1.3.2.1 ANESTÉSICOS: 

− Sevoflurano (fluorometil 2,2,2-trifluoro-1 [trifluorometil]etil éter). Sevo 

Rane® (ilustración 13). 

− Clorhidrato de Ketamina (75 mg por Kg). Ketolar® (ilustración 13). 

− Xilacina (10 mg por Kg de peso) (ilustración 13). 

− Articaína  con vasoconstrictor (40 mg por Kg de peso). Ultracain®. 

− Éter. 

 

Ilustración 13. Anestesia infiltrativa e inhalatoria utilizada en el procedimiento. 

 

1.3.2.2 FÁRMACOS POSTOPERATORIOS: 

− Endofloxacina oral en agua de bebida: 10 ml de Baytril ® 0,5% solución 

oral por litro de agua. 

 

 

1.3.3 MATERIAL PARA EL PROCESAMIENTO HISTOLÓGICO. 

− Formol al 10% tamponado. 

− Soluciones de procesado de tejido: alcoholes, xileno, formalina, parafina. 

− Soluciones para la tinción de tejidos: hematoxilina de Hasrris, eosina Y. 



MATERIAL	  Y	  MÉTODO	  
	  

	   72	  

− Microscopio Nicon Alphaphot 2YS2 (x40, x100, x400). 

− Cámara fotográfica Nikon FX-35 WA adaptada al microscopio. 

− Talladora TM-60 de bloques de resina. 

− Ultramicrotomo LKB-Ultratome V. 

 

1.3.4 PROCESAMIENTO DEL MATERIAL BIOLÓGICO: 

− Citómetro de flujo Becton-Dickinson. 

− Campana e incubadora de cultivo. 

− Centrifugadora refrigerada. 

− Equipo histológico básico con vibratomo y criotomo. 

− Solución salina balanceada de Hank (HBSS). 

− Suero fetal bovino al 10% (Sigma-Aldrich, St. Lois, MO) 

− Medio de cultivo Dulbecco (Dulbecco´s modified Eagles Medium, 

DMEM) (Gibco-BRL, Paesley, UK). 

− Solución antibiótica-antimicótica para medios de cultivo al 1% (Life 

Technologies). 

− Colagenasa A tipo I 1mg/ml (Roche Molecular Biochemicals). 

− Tripsina al 0,25% con 1mM de EDTA (Gibco- BRL, Paisley, UK). 

− Solución de fibronectina (100mg/ml) (Collaborative Biomedial 

Products; Collaborative Research Inc., Bedford, MA, USA). 

− Suero fisiológico. 

− Jeringas de 20 ml. 

− Agujas de 20 G. 

− Placas de Petri de 35 mm. 

− Tubos cónicos. 
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− Insert Falcon (Becton-Dickenson, San José, CA, USA). 

− Placas de cultivo de tampón ventilado de 25 y 75 cc. 

− Ácido ascórbico (Sigma, St. Lois). 

− Glicerofosfato (Sigma, St Lois). 

− Dexametasona (Acidexam; Aciphar, Bruselas, Bélgica). 

− Glucosa (Gibco- BRL, Paisley, UK). 

− Glutamina (Gibco- BRL, Paisley, UK). 

− Suero Salino Búfer-Fosfato (PBS) (Life Technologies). 

− Cloruro de amonio (Sigma, St Lois). 

− Pipetas Pasteur. 

− Bisturí nº 42. 

 

1.3.5 MATERIAL PARA EL PROCESADO RADIOLÓGICO: 

− TAC Multicorte: Siemens® 

− Platafoma OsiriX versión 3.5.1 para Macintosh®. 

 

1.3.6 MATERIAL PARA EL ESTUDIO ESTADÍSTICO: 

− Programa SPSS 15.0 para Macintosh®. 

− Ordenador personal MacBook Air de Macintosh®, osX versión 10.5.8. 

 

1.3.7 MATERIAL FOTOGRÁFICO: 

- Cámara fotográfica Reflex Canon EOS 500. 
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2. MÉTODO 

 

2.1 OBTENCIÓN DE LA MUESTRA ÓSEA 

 

La muestra ósea se obtuvo a partir de esponjosa mandibular de 6 pacientes diferentes 

durante la exodoncia profiláctica de cordales incluidos inferiores (ilustración 14). Las 

edades de los pacientes estaban comprendidas entre los 20 y 32 años, siendo la edad 

media de los mismos de 25 años con una misma representación de ambos sexos (3 

varones y 3 mujeres). Los pacientes no presentaron antecedentes clínicos de patologías 

óseas primarias u otras patologías que pudieran afectar al metabolismo del hueso, ni 

consumían drogas o fármacos que pudieran afectar al mismo. Los niveles séricos de 

creatinina, fosfatasa alcalina, urea y calcio de los pacientes se encontraban en unos 

niveles normales. 

Todos los pacientes fueron intervenidos en la consulta de cirugía Oral del Servicio 

Regional de Cirugía Oral y Maxilofacial del Hospital Universitario Río Hortega de 

Valladolid, bajo anestesia locorregional y en condiciones de asepsia. 
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Ilustración 14. Proceso de extracción del fragmento óseo durante la exodoncia de cordal inferior izquierdo. 
Estudio radiológico mediante ortopantomografía para la planificación de la cirugía (1 y 2). Incisión para la 
realización de colgajo mucoperióstico de espesor total para el acceso al cordal (3 y 4). Realización de 
ostectomía con fresa redonda y con irrigación, donde procedemos a la retirada de pequeños fragmentos óseos 
(5 y 6).  Extracción del tercer molar y cierre de la herida quirúrgica (7 y 8). 
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2.2 MANIPULACIÓN DE LAS MUESTRAS 

 

Obtuvimos muestras de pequeños fragmentos óseos corticoesponjosos de entre 1 y 3 

mm de diámetro durante la ostectomía llevada a cabo durante la cirugía de exodoncia de 

los cordales incluidos mandibulares (ilustración 14). Dichos fragmentos se introdujeron 

inmediatamente en falcón estéril de 50 cc con medio de recogida compuesto por RPMI 

+ antibióticos y antimicóticos (penicilina, estreptomicina y fungizona)  y fueron 

transportados de inmediato al IBGM (Instituto de Genética y Biología Molecular) de 

Valladolid, donde se conservaron a 4º C durante toda la noche. 

 

2.3 PROCESAMIENTO DE LAS MUESTRAS 

 

2.3.1 CULTIVOS 

Obtenida la muestra  la colocamos una placa de Petri estéril de 35 mm de diámetro y 

con ayuda de un bisturí del nº 42 (Kennel, China) troceamos la muestra lo más 

finamente posible. Los explantes obtenidos fueron sometidos a un lavado de 30 minutos 

en Tripsina/EDTA (Gibco)  a 37º C en agitación constante para eliminar los restos de 

células hematopoyéticas. Para llevar a cabo este proceso, introdujimos todos los 

fragmentos en un falcón estéril con 15 ml de Tripsina/EDTA y lo colocamos en el 

agitador orbital a 150 rpm durante 30 minutos. Pasado este tiempo centrifugamos 10 

minutos a 1400 rpm y eliminamos la Tripsina/EDTA, quedando en el fondo del falcón 

los explantes de la muestra. 

Los explantes obtenidos se  siembran en un frasco de cultivo de 25 cm2 con 4 ml de 

medio de cultivo DMEM (Dulbecco´s Modified Minimal Esencial Médium), 10% FBS 

y 1% P/E (100 UI/ml).  El cultivo se realiza en el incubador a 37º C y 5% CO2. El 

medio de cultivo se renueva dos veces a la semana durante dos semanas. 
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Pasado este tiempo, el frasco de cultivo esta confluente, es decir, tiene toda la superficie 

ocupada por células. 

Cuando el frasco de cultivo está confluente, retiramos el medio de cultivo, se tratan las 

células con 4 ml de Tripsina/EDTA durante 10-15 minutos, tiempo necesario para que 

las células se despeguen del frasco y se individualicen. A continuación, con una pipeta 

Pasteur se recoge la suspensión de células en Tripsina/EDTA , se neutraliza con 4 ml de 

medio de cultivo y se  centrifugan 10 minutos a 1400 rpm. De esta forma, se obtiene un 

pellet que  contiene las células, principalmente osteoblastos. 

Las células obtenidas se resuspenden en 5 ml de medio de cultivo, se cuentan en la 

cámara de Neubauer y siembran en un flask de 75 cm2. Este paso nos permite obtener 

un mayor número de células en cultivo y se repite hasta obtener el número de células 

necesario para sembrar en el scaffold. 

Tras tres semanas de cultivo, se obtiene el número suficiente de células para sembrar en 

la matriz. 

 

2.3.2 DESARROLLO DE LA MATRIZ PROTEICA (SCAFFOLD) 

La matriz es un soporte tridimensional de naturaleza proteica, el cual se puede fabricar 

con material autólogo. Para la preparación de dicho soporte, se recogieron 10 ml de 

sangre humana, procedente del Centro Comunitario de Sangre y Tejidos del Principado 

de Asturias. 

La muestra se mantuvo a 37º C durante 30 minutos para producir la retracción del 

coágulo de fibrina. Inmediatamente después se procede a la centrifugación a 3000 rpm 

durante 15 minutos. Se obtienen 5 ml de suero que es cruzado con 0,5 ml de 

glutaraldehido al 25 %, transfiriendo la mezcla resultante a una jeringa de 5 ml 

(ilustración 15). 



MATERIAL	  Y	  MÉTODO	  
	  

	   78	  

Se mantiene la muestra 30 minutos a temperatura ambiente hasta alcanzar un estado de 

solidificación. Posteriormente se introduce en el congelador manteniéndose toda una 

noche a -80º C. Tras el periodo de congelación se corta la jeringa, liberando el cilindro 

del scaffold. Después se liofiliza la solución congelada y se rehidrata en etanol en 

concentraciones descendentes (100-90-80%), manteniéndose durante una hora en cada 

una de dichas concentraciones. 

De esta manera obtenemos un cilindro de consistencia esponjosa que se fragmenta en 

láminas de 2 mm de sección cada una. Estas láminas son esterilizadas durante 8 horas 

en una solución de etanol al 70%. 

A esta matriz la hemos denominado en este trabajo scaffold Meana por el investigador 

principal que desarrolló dicha matriz el Dr. Álvaro Meana Infiesta (Meana y cols, 

2010). 

 

2.3.3 CULTIVO COMBINADO DE CÉLULAS Y MATRIZ 

Una vez obtenido el numero suficiente de células, se resuspende en 10 ml de medio de 

cultivo y procedemos al contaje celular en cámara de Neubauer. Dividimos las células 

obtenidas en tubos Ependorff a una concentración de 350000 celulas por cada tubo, 

número de células necesarias para cada matriz. Centrifugamos nuevamente a 1400 rpm 

Ilustración	  15.	  Matriz	  proteica	  preformada	  con	  forma	  de	  cilindro	  para	  facilitar	  su	  posterior	  implantación	  
en	  el	  defecto	  durante	  el	  acto	  quirúrgico. 
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durante 10 minutos. El pellet obtenido se resuspende en 100 µl de medio de cultivo y se 

siembra en la matriz, dejando en agitación suave durante 24 horas a 37º C en 

incubadora. A partir de aquí vamos a establecer los grupos de nuestro experimento en 

función de la combinación células/matriz y medio de diferenciación utilizado para el 

cultivo (ilustración 16). De este modo formamos estos grupos: 

- Matrices traspalantadas tras 24 horas tras la siembra.  

- Matrices trasplantasdas sin células tras 24 horas en medio de cultivo.  

- Matrices con células cultivas 21 días en medio osteogénico (DMEM 

(Gibco), 10% FBS (Gibco), Dexametasona 10 nM (Sigma), β-Glicerol 

Fosfato 10 nM  (Sigma), Ácido Ascórbico 0.28 nM (Sigma) y 1 % P/E).  

- Matrices con células cultivadas durante 21 días con medio de cultivo de 

células mesenquimales DMEN + 10% FBS.  

 
Ilustración 16. Aspecto de las matrices cortadas en secciones finas de 4 mm de diámetro preparadas para su 
implantación . 

 
 

Para la siembra de las células en el interior de las matrices hemos seguido los protocolos 

establecidos por la Dra. Gallego en el año 2009 descritos en su trabajo de su tesis 

doctoral: “Desarrollo mediante cultivo in vitro de osteoblastos mandibulares humanos 



MATERIAL	  Y	  MÉTODO	  
	  

	   80	  

sobre matriz proteica tridimensional. Análisis del comportamiento in vivo en animales 

inmunoincompetentes”, siguiendo estos protocolos podemos asegurar que en dichas 

matrices existen células en su interior. La comprobación de que las células están 

insertadas en la matriz se realiza mediante estudios histológicos (tinción Hematoxilina-

Eosina y tinción de Von Kossa) (ilustración 17, 18), análisis inmunohistoquímico 

(expresión de fosfatasa alcalina) (ilustración 19) y con el estudio mediante microscopía 

electrónica (ilustración 20, 21). 

 

 
Ilustración 17. Estudio mediante tinción H-E del comportamiento in vitro de osteoblastos sobre la matriz. 
(Gallego, 2009) 

 
Ilustración 18. Estudio mediante tinción de VK del comportamiento in vitro de los osteoblastos sobre la matriz 
con depósitos negros correspondientes a la matriz mineralizada (Gallego, 2009). 
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Ilustración 19. Actividad de FS in vitro de la matriz. (Gallego, 2009). 

 
Ilustración 20. Imagen a 300 aumentos de microscopía electrónica de barrido donde se aprecia la porosidad de 
la matriz y la ocupación por osteoblastos (Gallego, 2009). 

 
Ilustración 21. Detalle a mayor aumento (x2700) donde apreciamos los conglomerados de osteoblastos 
(Gallego, 2009). 
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2.4 FASE DE IMPLANTACIÓN DEL INJERTO 

 

2.4.1 DISTRIBUCIÓN DE LOS GRUPOS 

El conjunto de los animales formaban un total de 12 especímenes, los cuales los 

distribuimos en 2 grupos distintos y cada grupo en 2 subgrupos correspondientes dichos 

subgrupos a cada hemimandíbula del animal (ilustración 22). De este modo pudimos 

llevar a cabo un estudio de 4 grupos distintos, obteniendo de cada grupo 6 muestras 

diferentes. Los distintos grupos los distribuimos atendiendo a los siguientes criterios: 

− Presencia o no de células en el injerto implantado. 

− Tiempo de cultivo celular en el scaffold. 

− Tipo de medio de cultivo para la  diferenciación celular. 

  

Ilustración 22. Esquema de colocación del injerto en la mandíbula. 

 

 

De acuerdo a estos criterios, la distribución de los animales se realizó del siguiente 

modo (ilustración 23): 

 

- Grupo I: HEMIMANDÍBULA DERECHA DE LAS RATAS 1 A 6: 

El defecto óseo se rellenó con Scaffold Meana y células cultivadas durante 24 horas. 
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- Grupo II:  GRUPO CONTROL: HEMIMANDÍBULA IZQUIERDA DE LAS 

RATAS 1 A 6: 

El defecto óseo se rellenó con Scaffold Meana sin ningún tipo de celulas. 

 

- Grupo III: HEMIMANDÍBULA DERECHA DE LAS RATAS 7 A12: 

El defecto óseo se rellenó con Scaffold Meana y células diferenciadas en medio de 

cultivo durante 21 días. 

 

- Grupo IV: HEMIMANDÍBULA IZQUIERDA DE LAS RATAS 7 A 12: 

El defecto óseo se rellenó con Scaffold Meana y células no diferenciadas cultivadas en 

medio de expansión durante 21 días. 

 

Vamos a considerar el grupo II como grupo control, ya que es el único en el que sólo 

utilizamos el scaffold como injerto, en el resto de los grupos utilizamos el scaffold, pero 

además distintos cultivos celulares sembrados en el interior de dicho scaffold. Por tanto 

esta distribución de los grupos nos permite realizar una comparativa de los grupos I, III 

y IV con el grupo control, y además una comparativa de todos los grupos entre sí. 

 

GRUPO HEMIMANDÍBULA MATRIZ TRIDIMENSIONAL 
I DERECHA SM* + CÉLULAS 1 DIA CULTIVO 
II IZQUIERDA SM* 
III DERECHA SM* + CÉLULAS DIFERENCIADAS 21 DÍAS 
IV IZQUIERDA SM* + CÉLULAS NO DIFERENCIADAS 

CULTIVADAS 21 DÍAS. 
Ilustración 23. Distribución de los grupos con las matrices a nivel mandibular. SM*:	  scaffold	  Meana 

 

Del  mismo modo, y complementando dicho estudio, vamos a realizar en cada uno de 

los animales la implantación del mismo injerto a nivel subcutáneo inguinal (ilustración 
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24), de tal manera que establecemos un estudio complementario al principal para 

evaluar el comportamiento del injerto de forma heterotópica. 

 

GRUPO FOSA INGUINAL MATRIZ TRIDIMENSIONAL 
I DERECHA SM* + CÉLULAS 1 DIA CULTIVO 
II IZQUIERDA SM* 
III DERECHA SM* + CÉLULAS DIFERENCIADAS 21 DÍAS 
IV IZQUIERDA SM* + CÉLULAS NO DIFERENCIADAS 

CULTIVADAS 21 DÍAS. 
Ilustración 24. Distribución de los grupos con las matrices a nivel inguinal.	  	  SM*:	  scaffold	  Meana 

 

2.4.2 DESARROLLO DEL PROTOCOLO QUIRÚRGICO 

Cada animal fue sometido en un único acto operatorio a las dos intervenciones 

quirúrgicas, tanto el acto de implantación del injerto a nivel de las hemimandíbulas 

como la implantación inguinal. Todo el proceso operatorio, así como las posteriores 

manipulaciones de los animales, se llevó a cabo bajo campana de flujo laminar (CS5 

Changing Station de Tecniplast), imprescindible para mantener un ambiente lo más 

estéril posible (ilustración 25). 
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Ilustración 25. Campana de flujo laminar, bajo la cual se llevó a cabo el acto quirúrgico, así como todos los 
cuidados postoperatorios (Sercicio de Investigación y Bienestar animal de la Facultad de Medicina de la 
Universidad de Valladolid). 

 

 

2.4.2.1 TÉCNICA ANESTÉSICA 

Se realiza una primera inducción anestésica inhalatoria con éter bajo campana cerrada. 

Posteriormente se administró una combinación de xilacina (10 mg/kg) y ketamina (75 

mg/kg) por vía intraperitoneal, mezclados en la misma jeringa, lográndose un plano 

anestésico quirúrgico adecuado, repitiéndose con la mitad de dosis a los 30 minutos por 

la misma vía. Con ello se logra mantener la anestesia durante el tiempo total del 

procedimiento (60 minutos). Durante este tiempo se mantuvo a los animales sobre una 

almohadilla térmica para contrarrestar la pérdida de temperatura corporal, dada la 

importancia que este fenómeno tiene tanto para la supervivencia intraoperatoria, como 

para la recuperación anestésica y el postoperatorio en general en animales de pequeño 

tamaño y en particular en los roedores. Esta combinación anestésica no inhibe el reflejo 

respiratorio, por lo que todos los animales mantuvieron respiración espontánea durante 

la cirugía. Además realizamos una infiltración local de anestesia con articaína con 
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vasoconstrictor 1:100000, 0,5ml (Ultracain®) en las zonas operatorias, mediante 

jeringa tipo carpule. 

 

2.4.2.2 TÉCNICA QUIRÚRGICA  

2.4.2.2.1 ACTO QUIRÚRGICO MANDIBULAR 

Tras la desinfección de las zonas a intervenir con povidona yodada, se realizó sobre 

cada animal una incisión cutánea submandibular en la línea media, de aproximadamente 

1,5 cm de longitud, lo que permitió la exposición del músculo masetero. Se incidió, 

respetando el nervio facial, sobre dicho músculo hasta identificar el reborde mandibular 

inferior, el cual fue desperiostizado en toda su longitud. Posteriormente se procedió al 

despegamiento y exposición de la superficie ósea vestibular y lingual del cuerpo, ángulo 

y rama ascendente de la mandíbula. El desperiostizado de la superficie vestibular fue 

amplio, para permitir realizar la ostectomía sin riesgo de lesionar las partes blandas. 

Una vez realizada esta maniobra, se procedió a identificar el ángulo mandibular, con sus 

potentes inserciones musculares, el borde posterior de la rama ascendente y la impronta 

ósea del canino sobre la mandíbula. El despegamiento lingual tuvo que ser muy 

cuidadoso para no crear una comunicación con la cavidad bucal o lesionar el paquete 

vásculo-nervioso lingual. 

Expuesto el hueso mandibular, y utilizando un retractor del colgajo músculo-cutáneo se 

procedió a realizar un defecto crítico óseo circular de 4 mm de diámetro a nivel del 

cuerpo y rama ascendente mandibular (Kaban y cols, 1979 y 1980; Tiyapatanaputi y 

col, 2004), existiendo en cualquier caso solución de continuidad en todo el contorno del 

defecto. Este proceso se llevó a cabo de forma bilateral en ambas hemimandíbulas de 

cada animal, mediante fresas de carburo de tungsteno de diámetro creciente, utilizando 

diámetros de fresas redondas de 2 y 4 mm hasta conseguir el defecto óseo deseado y 

con alto grado de refrigeración del campo quirúrgico mediante el uso de suero salino 
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evitando así cualquier tipo de problema derivado del sobrecalentamiento, como es la 

necrosis ósea de la zona pudiendo llegar a afectar al posterior proceso de cicatrización. 

Una vez realizado el defecto crítico posicionamos cada uno de los injertos en el lado 

correspondiente en función del tipo de grupo al que pertenezcan. El injerto se estabiliza 

por la propia presión del músculo masetero sobre él mismo, sin colocar ningún tipo de 

barrera o membrana. 

Realizamos sutura por planos; el plano más profundo se suturó con material 

reabsorbible  con Vicryl 5/0, restableciendo así la integridad del músculo masetero. En 

un segundo plano se procedió al cierre cutáneo de la herida con puntos sueltos de 

material reabsorbible con Vicryl 4/0 (ilustración 26-33). 

 

 

 

2.4.2.2.2. ACTO QUIRÚRGICO INGUINAL 

Realizada la sutura del campo mandibular, llevamos a cabo dos incisiones oblicuas de 2 

cm a nivel de ambos pliegues inguinales en cada uno de los animales y se procede a 

desecar los tejidos hasta llegar a localizar la arteria epigástrica inferior. Localizada 

dicha arteria, se genera una bolsillo fasciomuscular retentivo donde depositamos el 

injerto celular en contacto con el músculo y con el vaso para asegurarnos el aporte 

vascular al injerto. El cierre de la herida se lleva a cabo en el plano cutáneo con puntos 

sueltos de material reabsorbible con Vicryl 4/0 (ilustración 34-39). 
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Ilustración	  27.	  Incisión	  sobre	  músculo	  masetero.	  

Ilustración	  26.	  Incisión	  cutánea	  submandibular	  en	  la	  línea	  media. 
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Ilustración 28. Exposición del hueso mandibular. 

 
 
 
 
 
 

 
Ilustración 29. Realización de defecto crítico con fresa de 4 mm a nivel de cuerpo y ramas ascendente 
mandibular.  
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Ilustración 30. Toma del injerto. 

 
 
 
 
 
 

 
Ilustración 31. Traslado del injerto a la zona del defecto mandibular creado. 
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Ilustración 32. Posicionamiento del injerto en el defecto  previamente preparado. 

 
 
 
 
 

 
Ilustración 33. Sutura por planos, restableciendo la integridad del músculo masetero. 
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Ilustración 34. Infiltración anestésica con vasoconstrictor. 

 
 
 
 
 
 
 

 
Ilustración 35. Incisión a nivel de la fosa inguinal. 
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Ilustración 36. Exposición de la arteria epigástrica inferior. 

 
 
 
 
 

 
Ilustración 37. Colocación del injerto en contacto con la arteria epigástrica inferior. 
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Ilustración 38. Sutura de la herida quirúrgica. 

 
 
 
 
 
 
 

 
Ilustración 39. Aspecto final del animal después del procedimiento a nivel mandibular e inguinal. 
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2.4.3 SEGUIMIENTO CLÍNICO Y CUIDADOS POSTQUIRÚRGICOS 

Todo el manejo de los animales, tanto el propio de sus cuidados como los 

procedimientos detallados a lo largo de este trabajo, se realizaron bajo campanas de 

flujo laminar (CS5 Changing Station de Tecniplast). Se suministró a los animales una 

dieta estéril para mantenimiento de roedores (2014S Teklad Global 14% Protein Rodent 

Maintenance Diet). El agua suministrada a los animales también fue esterilizada por 

autoclave, con el fin de evitar contaminación microbiológica de ningún tipo, dado el 

carácter inmunoincompetente de este modelo animal.  

Los animales fueron mantenidos en las instalaciones del Animalario del  Servicio	   de	  

Investigación	  y	  Bienestar	  Animal	  de	  la	  Facultad	  de	  Medicina	  de	  la	  Universidad	  de	  

Valladolid con número de registro ES 47180000033, y alojados en Racks ventilados, 

tres animales por cubeta. La sala en la que se alojan estos animales dispone de presión 

positiva y filtración  HEPA, temperatura controlada de 22º C, 12 renovaciones de aire 

por hora y una humedad relativa del 50% +/- 5%, así como una regulación controlada y 

automatizada del ciclo lumínico de 12 horas de luz y 12 de oscuridad. 

A todos los animales se les administró una solución de antibióticos durante la primera 

semana y fueron examinados periódicamente, valorando los siguientes parámetros: 

− Estado general del animal. 

− Aspecto de la herida y de la zona intervenida. 

− Sangrado, exudado o colecciones. 

− Extrusión del injerto. 

− Cambios degenerativos por lesión dentaria. 

 

De los doce animales intervenidos, uno de ellos (animal nº8) no formó parte del estudio 

por muerte intraoperatoria. 
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2.5 SACRIFICO DE LOS ANIMALES Y OBTENCIÓN DE LAS MUESTRAS 

 

El sacrificio de los animales se realizó mediante aspiración de monóxido de carbono en 

cámara de eutanasia, método aprobado como aceptable con el animal consciente por 

diferentes asociaciones relacionadas con el bienestar de los animales de laboratorio a 

nivel internacional, así como por el Comité de Ética del Centro. Todos los animales 

fueron sacrificados al cabo de 12 semanas de la implantación del injerto. (Close y cols, 

1996; Close y cols, 1997; Association A.V.M, 2007). 

Se sacrificaron 11 de los 12 animales intervenidos. Por tanto se pudo realizar el estudio 

de los especímenes nº1, 2, 3, 4, 5, 6, 7, 9, 10, 11 y 12. 

La obtención de las muestras se realizó mediante extirpación en bloque de cada una de 

las hemimandíbulas de cada animal, liberando las partes blandas adheridas. Del mismo 

modo y en el mismo acto se realizaron abordajes en las zonas inguinales para recuperar 

los injertos a ese nivel (ilustración 40-45). 

Las hemimandíbulas fueron sumergidas inmediatamente a la extracción en etanol al 

70%  en recipientes debidamente identificados, para poder llevar a cabo el posterior 

análisis radiológico en las 4 horas siguientes. 

Los injertos recuperados de las zonas inguinales, fueron sumergidos en formol al 10% 

tamponado para su conservación hasta su posterior estudio. 

De este modo se obtuvieron las siguientes muestras que se sometieron a estudio 

radiológico (muestras mandibulres) como al posterior estudio histológico (muestras 

mandibulares e inguinales): 

GRUPO I: 6 muestras mandibulares y 6 inguinales. 

  GRUPO II: 6 muestras mandibulares y 6 inguinales. 

 GRUPO III: 5 muestras mandibulares y 5 inguinales. 

  GRUPO IV: 5 muestras mandibulares y 5 inguinales. 
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Ilustración 40. Sacrificio del animal: en cámara de eutanasia, mediante aspiración de monóxido de Carbono. 

 
 
 
 

 
Ilustración 41. Extracción en bloque de la mandíbula del animal.  
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Ilustración 42. Aspecto de la mandíbula inmediato a la extracción, en la que se observa la zona del defecto. 
Cara externa mandibular. 

 
 
 
 

 
Ilustración 43. Aspecto de la mandíbula inmediato a la extracción, en la que se observa la zona del defecto. 
Cara medial mandibular.  
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Ilustración 44. Abordaje a zona inguinal y disección de tejidos hasta hacer visible la arteria epigástrica 
inferior. 

 
 
 
 

 
Ilustración 45. Abordaje directo al injerto, con un consistencia más dura, y adherido a la arteria epigástrica 
inferior de donde ha obtenido vascularización. 
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2.6 PROCESADO RADIOLÓGICO DE LAS MANDÍBULAS: ESTUDIO EN 

TAC MULTICORTE 

 

Todas las muestras fueron analizadas mediante Tomografía Computerizada multicorte, 

utilizando un aparato tipo Siemens	  Somatom	  Sensation®. 

Las muestras se alojaron en cilindro trasparente de metacrilato totalmente sellado, 

colocándolo sobre el soporte del TAC posicionando el eje mayor de las ramas 

mandibulares en el plano axial, realizándose en un primer momento  el “scout view” en 

proyecciones anteroposteriores y lateral, para poder programar el estudio tomográfico 

ajustándolo al campo de visión del tamaño de la muestra. 

Para cada adquisición volumétrica de cada una de las muestras se empleo una técnica de 

120 KV con un grosor de corte de 0,2 mm de espesor, usando las dosis apropiadas para 

la densidad de las muestras. La reconstrucción de las imágenes se hizo con matriz de 

1024x1024 con los algoritmos apropiados para el estudio óseo, obteniendo así imágenes 

en  formato DICOM. 

La valoración radiológica del defecto se llevó a cabo desde un punto de vista tanto 

cualitativo como cuantitativo. 

 

2.6.1. VALORACIÓN RADIOLÓGICA CUALITATIVA 

Se describió de forma subjetiva la reparación radiológica del defecto mandibular, 

estudiando los siguientes parámetros: 

1. Homogeneidad de la reparación radiológica del defecto. 

2. Continuidad radiológica del injerto en el defecto. 
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2.6.2. VALORACIÓN RADIOLÓGICA CUANTITATIVA 

En las 4 horas posteriores al sacrificio de los animales, se realizó un estudio de 

tomografía computarizada, a las mandíbulas extraídas, en el servicio de Radiología del 

Hospital Universitario Río Hortega de Valladolid, introduciendo todas las mandíbulas 

seguidas en un cilindro trasparente de metacrilato perfectamente sellado. Las imágenes 

obtenidas fueron evaluadas mediante el programa de análisis de imágenes OsiriX® 

versión 3.5.1 para Macintosh®. Se obtiene en primer lugar una imagen tridimensional 

de cada una de las mandíbulas (ilustración 46 y 47). 

 

 
Ilustración 46 (izquierda) e ilustración 47 (derecha). Imagen tridimensional de mandíbula de rata obtenida 
tras el tratamiento con el programa OsiriX (3D RECONSTRUCCIÓN VOLUMÉTRICA). 

 

La vista 2D MPR ORTOGONAL (ilustración 49), que nos facilita el programa, nos 

permitirá estudiar imágenes en los planos sagital, coronal y axial. Es en estas imágenes 

donde vamos a llevar a cabo el estudio cuantitativo, para lo cual utilizaremos una 

herramienta del programa denominada CLUT (Color Look-Up Tables) (ilustración 50), 

que permite transformar la escala de grises en una escala de colores. Obtenemos por 

tanto imágenes en una escala colorimétrica en los 3 planos del espacio más sencillas e 

intuitivas para el estudio de las distintas densidades radiológicas. 
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Definimos exactamente cuál es el área a estudiar en cada una de los cortes que 

obtendremos, para lo cual dimensionamos el defecto creado en cada hemimandíbula 

(ilustración 48): consideramos un grosor medio de la mandíbula de cada animal en la 

zona donde realizamos el defecto de 0.8 mm y un diámetro de 4 mm (diámetro de la 

fresa utilizada en la ostectomía); por tanto obtenemos un cilindro con una base de 0,4 

cm y altura de 0,08 cm. 

 
Ilustración 48. Imagen de mandíbula reconstruida con defecto marcado en color rojo. 

 

 

 

 

El software nos permite escoger un área concreta (ROI: Region of interest) y calcula la 

densidad radiológica media de dicho área en cada uno de los cortes que hemos 

establecido mediante reconstrucción multiplanar (MPR), orientando cada uno de estos 

cortes respecto al eje mayor del cuerpo mandibular. 

Para seleccionar los tres cortes posicionamos el punto de intersección de los 3 ejes en el 

centro del defecto y vamos desplazando dichos ejes hasta que coincidan con el eje 

	   0.0	  
0.08	  cm	  

0,4	  cm	  

0,4	  cm	  

0,08	  cm	  
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mayor del cuerpo mandibular, de tal manera que al desplazar un eje en uno de los 

cortes, la imagen del resto de cortes se va modificando y adaptando a la posición 

seleccionada. 

 
Ilustración 49. Reconstrucción MPR: sagital (arriba a la izquierda), coronal (abajo a la izquierda) y axial 
(derecha), en los que se sitúan los ejes en el cetro de la lesión. 

 
 

 
Ilustración 50. Misma imagen que la ilustración 49, en la que usando la herramienta CLUT del programa, 
transformamos la imagen en escala de grises a FLOW, que permite observar un gradiente colorimétrico más 
ilustrativo. 

 

Por tanto, para cada uno de los cortes calcularemos el área de estudio que se ajuste al 

defecto creado: 
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En el corte sagital seleccionaremos un ROI circular con un área de 0,125 cm2 (+/-

0,002) (ilustración 51 y 52), obtenido por la fórmula de área = πr2 

 

 

 

 

 

 
Ilustración 51. Corte sagital de mandíbula. 

	  

 
Ilustración 52. Aumento de la ilustración 51, donde se observa esquema del área circular a estudiar. 

 

 

 

 

 

0,125	  cm2	  
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En el corte coronal seleccionaremos un ROI rectangular con un área de 0,032 cm2 (+/-

0,002) (ilustración 53 y 54), obtenido por la fórmula de área = b x h 

 

 

 

 

 

 

 
Ilustración 53. Corte coronal de mandíbular 

	  

 
Ilustración 54. Aumento de la ilustración 53, en la que se observa hemimandíbula izquierda  con 
representación esquemática del área rectangular a estudiar. 

 

 

 

 

0,032	  cm2	  
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En el corte axial seleccionaremos un ROI rectangular con un área de 0,032 cm2 (+/-

0,002) (ilustración 55 y 56), obtenido por la fórmula de área = b x h 

 

 

 

 

 

 

 
Ilustración 55. Corte axial de mandíbula. 

	  

 
Ilustración 56. Aumento de ilustración 55, donde se observa esquema de área rectangular a estudiar 
en hemimandíbula izquierda. 

 

Todas las mediciones de áreas, se llevaron a cabo en 2 ocasiones por 3 observadores 

diferentes para aumentar la fiabilidad de la medición y disminuir al máximo la 

posibilidad de aparición de errores del observador, obteniendo por tanto 6 valores para 

0,032	  cm2	  
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cada área en el plano sagital, 6 valores para cada área del plano coronal y 6 valores para 

el área del plano transversal. Las mediciones de los puntos se llevaron a cabo por 2 

observadores diferentes en 2 ocasiones obteniendo 4 valores para el punto del área del 

plano sagital, 4 valores para un punto del área seleccionada en el plano coronal y 4 

valores para el punto del área del plano transversal, esto nos sirvió para confirmar que el 

área seleccionado correspondía a la zona del defecto creado donde alojamos el injerto. 

Para corroborar esto mismo se midió por un  tercer observador  en 2 ocasiones puntos 

periféricos y alejados de la zona del injerto para conocer la densidad del hueso intacto, 

lo que llamaremos el punto PHA, obteniendo 2 valores para el punto PHA en cada uno 

de los planos (sagital, coronal y transversal). 

Todos estos valores de densidad radiológica obtenidos en cada una de las áreas 

estudiadas serán tratados estadísticamente. 

 

2.7 PROCESADO HISTOLÓGICO DE LAS MUESTRAS: VALORACIÓN 

MACROSCÓPICA Y MICROSCÓPICA 

 

2.7.1 VALORACIÓN MACROSCÓPICA 

Durante el momento del sacrifico y disección de las muestras, se llevó a cabo una 

valoración descriptiva de los distintos hallazgos macroscópicos atendiendo a distintos 

parámetros: 

− Organización anatómica de los tejidos. 

− Consistencia y apariencia superficial del defecto. 

− Presencia de infecciones, exudados o colecciones tisulares. 

− Desplazamiento de la matriz del defecto. 

− Presencia de fracturas: valorando la continuidad de hueso alrededor de todo 
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el defecto creado. 

− Cambios degenerativos dentarios. 

− Secuestros óseos. 

 

2.7.2 VALORACIÓN MICROSCÓPICA 

Cada una de las hemimandíbulas con sus injertos fueron sumergidas en etanol al 70% 

durante 24 horas en frascos debidamente identificados. A continuación se procedió a su 

inclusión en metacrilato en el Instituto de Biología y Genética Molecular de Valladolid. 

La técnica de inclusión de las muestras óseas en una resina plástica basada en 

glicometacrilato permite estudiar muestras sin descalcificar preservando sus relaciones 

histológicas. Esta circunstancia hace posible valorar la calidad de la mineralización ósea 

y la relación entre los diferentes componentes del tejido óseo. La metodología llevada a 

cabo para conseguir estas preparaciones fue la siguiente: 

 

1. Deshidratación y deslipidación. Se realizó a través de sucesivos 

lavados de los segmentos óseos por diferentes gradaciones de etanol y 

acetona: 

▪ Etanol-acetona al 50% durante 12 horas. 

▪ Acetona durante 12 horas. 

▪ Etanol-acetona al 50% durante 12 horas. 

▪ Etanol absoluto durante 24 horas. 

 

2. Infiltración. Este proceso se efectuó con una resina plástica hidrosoluble 

basada en Glicolmetacrilato, JB-4 Plus®, que impregna fácilmente el 

tejido óseo. Para conseguir esta resina se mezclaron 100 ml de 2-

hidroxietilmetacrilato-polietilenglicol con 1 gramo de peróxido de 
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benzolilo en polvo al 70%, y fueron agitados manualmente hasta la 

disolución completa. Esta mezcla se conservó refrigerada a 4º C en un 

frasco de vidrio de paredes oscuras, herméticamente cerrado, durante 6 

semanas. A continuación se colocaron las muestras óseas en tubos de 

vidrio que contienen la mezcla descrita para su infiltración durante 12 

horas 

 

3. Inclusión. Para llevar a cabo este último paso, se mezcló 15 ml de la 

solución refrigerada, anteriormente descrita, con 1 ml de solución 

derivada de pirimidenetrione. Inmediatamente se vertió la mezcla 

preparada en moldes de polietileno, donde se colocaron las muestras 

óseas debidamente identificadas. Sobre las muestras que se encontraban 

en proceso de inclusión, se instalaron bloques plásticos de contención, 

cerrando herméticamente los moldes, obteniendo así condiciones 

anaerobias. 

La polimerización de la resina plástica basada en glicolmetacrilato se 

completó en aproximadamente 2 horas a temperatura ambiente. 

Transcurrido este periodo las muestras se retiran de los moldes. 

 

4. Corte de las piezas. Los cortes histológicos de las muestras óseas útiles 

se realizaron con un microtomo específico de tejidos duros, obteniendo 

de este modo secciones de 5 µm de espesor 

 

Las muestras en metacrilato fueron posteriormente sometidos a estudio histológico 

mediante las tinciones de Hematoxilina-Eosina y Von Kossa.  
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TINCIÓN DE HEMATOXILINA-EOSINA: 

- Hematoxilina de Harris durante 5 minutos. 

- Lavado con agua corriente durante 30 minutos. 

- Inmersión en agua amoniacal. 

- Lavado con agua corriente (10-20 minutos). 

- Tinción con Eosina a temperatura ambiente.  

- Inmersión en alcohol al 95% para eliminar el exceso de Eosina. 

- Deshidratación con etanol de graduación creciente: 70% durante 3 

minutos, etanol al 80% durante 3 minutos y finalmente etanol al 96% 

durante 3 minutos más. 

 

TINCIÓN DE VON-KOSSA: 

- Nitrato de plata al 3% durante 5 minutos. 

- Dos lavado de 5 minutos con agua destilada. 

- Formol-carbonato de socio durante 5 minutos. 

- Agua corriente durante 10 minutos. 

- Ponceau de xilidina durante 45 minutos. 

- Lavado rápido con agua destilada. 

- Ácido fosfotúngstico-Orange G durante 7 minutos. 

- Lavado rápido con ácido acético al 1%. 

- Lavado rápido con agua destilada. 

- Deshidratación y montaje. 

 

Del mismo modo las muestras inguinales se sometieron al mismo proceso, obteniendo 

muestras en metacrilato que se sometieron a estudio histológico mediante tinciones de 

Hematoxilina-Eosina, Von Kossa y Giemsa.  
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GIEMSA: 

- Solución Giemsa al 20% durante 45 minutos. 

- Lavado con agua corriente durante 5-10 minutos. 

- Inmersión rápida de etanol al 70% 2 o 3 pases rápidos y alcohol al 96% 2 

o 3 pases rápidos. 

- Alcohol isopropílico durante 3 minutos. 

- Inmersión en xilol. 

- Montaje en porta. 

 

La finalidad del estudio de los injertos a nivel inguinal es obtener un estudio satélite del 

principal y valorar los procesos de regeneración ósea cuando los distintos scaffolds son 

aislados del tejido óseo y por tanto no están influenciados por el ambiente. De esta 

manera podemos valorar la potencia de cada uno de los injertos utilizados. 

 

Las muestras ya preparadas se examinaron con microscopio óptico de luz Axiophot Cam 

HRc Zeiss obteniendo imágenes de distintos cortes que fueron fotografiadas. También 

se analizaron y obtuvieron imágenes con microscopio de luz polarizada. 
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2.8 ANÁLISIS ESTADÍSTICO 

 

Las variables cuantitativas se describen como media ± desviación estándar (DE) y su 

normalidad se establece con la prueba de Kolmogorov-Smirnov. Por su parte, las 

variables cualitativas son descritas mediante frecuencias absolutas y relativas 

(porcentajes).  

Finalmente se utilizan barras de error y diagramas de cajas para representar las 

variables cuantitativas 

Para estudiar las diferencias entre medias se utiliza la prueba de la t de Student o la U de 

Mann-Whitney, dependiendo de las condiciones de aplicación. El nivel de significación 

se considera para una p ≤ 0,05.  

Para demostrar una diferencia entre las medias de las áreas de 300 unidades de densidad 

(grupo control) frente a 600 unidades de densidad (resto de los grupos) con una 

significación del 5%, la potencia ha sido establecida en 99% 

Se calculan los coeficientes de variación (CV%) intra e interobservador para establecer 

la variabilidad de la medida. 

El análisis estadístico se realizó con el programa SPSS v. 15.0 para Windows. 

 

 



	  

 

 

 

 

 

 

 

  IV. RESULTADOS
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1. ESTUDIO ORTOTÓPICO 

 

1.1 ESTUDIO RADIOLÓGICO. 

 

Todas las imágenes obtenidas en formato DICOM, tras someter las mandíbulas al 

estudio tomográfico, fueron analizadas con plataforma OsirixX®, a partir de las cuales 

pudimos realizar un estudio densitométrico de las zonas del defecto en los 3 planos del 

espacio. 

 

Al comparar las densidades de las zonas del defecto con las densidades de puntos 

aleatorios escogidos en la periferia del defecto (PHA), observamos una menor densidad 

en todos los defectos de cada uno de los grupos. Por tanto en ningún caso la 

regeneración del defecto llega a completarse, y en todos ellos  se aprecia una densidad 

radiológica menor en el defecto que en el hueso adyacente. El punto PHA es un valor 

importante que nos asegura que el área escogida para estudio de las densidades 

pertenece al defecto y no se corresponde con un área de hueso periférico intacto. 

Una vez procesadas las imágenes, y por tanto disponemos ya de los cortes, vamos a 

obtener los valores de la densidad media de cada una de las áreas, así como de puntos 

situados en dichas áreas. Los valores de las densidades medias de las áreas serán las que 

utilicemos para evaluar las diferentes densidades y que someteremos posteriormente al 

estudio estadístico. Los valores de las densidades de los puntos situados en el interior de 

dichas áreas, son valores aleatorios no representativos del proceso de regeneración, que 

se obtienen para asegurarnos que el área escogida corresponde al área del defecto 

realizado, objeto de estudio. 

El estudio se lleva a cabo por tres observadores diferentes (obervador A, B y C), cada 

uno de los cuales va a realizar dos mediciones de áreas en los tres planos del espacio, 
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obteniendo así seis mediciones por cada uno de los  cortes de cada muestra. Del mismo 

modo se estudian puntos escogidos aleatoriamente dentro de las áreas por dos 

observadores diferentes, obteniendo  cuatro valores para cada punto. De este modo se 

consigue por un lado minimizar el posible error del observador y por otro lado aumentar 

el número de valores que se someterán al estudio estadístico, obteniendo unos valores 

medios más fiables. La medición de los puntos nos ayuda a situarnos dentro del defecto 

y confirmar de este modo que el área escogida es  precisamente el área que queremos 

medir. Es por ello que en una fase inicial de las mediciones de densidad procedemos a 

medir el valor de densidades escogidas aleatoriamente en la periferia del defecto (punto 

PHA), obteniendo unos valores en hueso intacto que oscilan entre 2400 y 3300 unidades 

de densidad radiológica (UDR) con equivalencia a unidades Hunsfield. 

 

A continuación mostramos una serie de imágenes representativas de cada uno de los 

grupos, a partir de las cuales obtuvimos los valores de las densidades óseas de cada una 

de las áreas en los planos sagital, coronal y axial, a partir de las imágenes DICOM 

obtenidas mediante el estudio TC y que fueron analizadas mediante el software OsiriX® 

(ilustración 57, 58, 59 y 60). 
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Ilustración	  57.	  Medición	  de	  densidad	  ósea	  realizada	  por	  el	  observador	  C	  de	  hemimandíbula	  derecha	  de	  
rata	  nº	  5	  (GRUPO	  I:	  scaffold	  con	  cultivo	  celular	  en	  medio	  osteogénico	  durante	  un	  día),	  donde	  se	  observa	  
una	   medida	   de	   densidad	   ósea	   de	   1566,35	   para	   el	   círculo	   en	   el	   plano	   sagital,	   1193,936	   para	   el	  
rectángulo	  en	  el	  plano	  coronal	  y	  1070,567	  para	  el	  rectángulo	  del	  plano	  axial.	  
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	  Ilustración	  58.	  Medición	  de	  densidad	  ósea	  realizada	  por	  el	  observador	  B	  de	  hemimandíbula	  izquierda	  
de	   rata	   nº	   3	   (GRUPO	   II:	   GRUPO	   CONTROL:	   scaffold	   únicamente),	   donde	   se	   observa	   una	   medida	   de	  
densidad	  ósea	  de	  1544,289	  para	  el	  círculo	  en	  el	  plano	  sagital,	  1231,911	  para	  el	  rectángulo	  en	  el	  plano	  
coronal	  y	  840,538	  para	  el	  rectángulo	  del	  plano	  axial.	  
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Ilustración	  59.	  Medición	  de	  densidad	  ósea	  realizada	  por	  el	  observador	  B	  de	  hemimandíbula	  derecha	  
de	  rata	  nº	  9	  (GRUPO	  III:	  scaffold	  con	  células	  cultivadas	  durante	  21	  días	  en	  medio	  osteogénico),	  donde	  
se	  observa	  una	  medida	  de	  densidad	  ósea	  de	  1590,328	  para	  el	  círculo	  en	  el	  plano	  sagital,	  1372,660	  para	  
el	  rectángulo	  en	  el	  plano	  coronal	  y	  1174,029	  para	  el	  rectángulo	  del	  plano	  axial.	  
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Ilustración	  60.	  Medición	  de	  densidad	  ósea	  realizada	  por	  el	  observador	  A	  de	  hemimandíbula	  izquierda	  
de	  rata	  nº	  11	   (GRUPO	   IV:	  scaffold	   con	  cultivo	  celular	  de	  21	  días	  en	  medio	  no	  osteogénico),	  donde	  se	  
observa	   una	  medida	   de	   densidad	   ósea	   de	   99,963	   para	   el	   círculo	   en	   el	   plano	   sagital,	   58,087	   para	   el	  
rectángulo	  en	  el	  plano	  coronal	  y	  23,296	  para	  el	  rectángulo	  del	  plano	  axial.	  
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A continuación se muestran, en las siguientes tablas, las mediciones tanto de las 

distintas áreas estudiadas en los tres planos del espacio realizadas por 3 observadores 

diferentes (tablas 3-10), como de los puntos dentro de dichas áreas realizadas por 2 

observadores diferentes (tabla 1) y el punto PHA (punto escogido aleatoriamente por el 

tercer observador en mandíbula intacta, alejado de la zona del defecto), realizada por un 

solo observador (tabla 2). Para  hacer más sencilla e intuitiva su comprensión hemos 

asignado a cada área y punto un color que es el que establece el programa osiriX por 

defecto a cada uno de los cortes, de tal manera que: 

 

-‐ El punto/área 1 corresponde al corte sagital y viene codificado en color 

naranja. 

-‐ El punto/área 2 corresponde al corte coronal y viene codificado en color 

morado. 

-‐ El punto/área 3 corresponde al corte transversal y viene codificado en color 

azul. 
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1. Resultados de las mediciones de los puntos situados en el área seleccionada 

RATA Observador 
PUNTO-1-
DER 

PUNTO-1-
IZQ 

PUNTO-2-
DER 

PUNTO-2-
IZQ 

PUNTO-3-
DER 

PUNTO-
3-IZQ 

1 
 
 
 

A 1783 23 1775 203 1724 239 
A 1780 159 1824 -49 1745 157 
B 1397 269 1359 105 1338 -9 
B 937 191 1159 134 1023 113 

MEDIA 1474,3 160,5 1529,3 98,3 1457,5 125,0 
DE 401,4 102,6 323,2 106,4 344,8 103,5 

2 
 
 
 

A 110 200 -74 212 -373 471 
A 183 413 471 623 467 695 
B 726 847 675 1383 558 1197 
B 526 636 445 402 597 558 

MEDIA 386,3 524,0 379,3 655,0 312,3 730,3 
DE 290,2 279,4 319,2 513,6 460,1 324,5 

3 
 
 
 

A 183 550 186 672 144 442 
A 183 413 471 623 467 695 
B 151 769 380 706 286 656 
B 100 450 110 449 82 424 

MEDIA 154,3 545,5 286,8 612,5 244,8 554,3 
DE 39,2 159,8 167,4 114,2 171,0 141,1 

4 
 
 
 

A 260 215 39 481 441 427 
A 150 948 182 781 476 1007 
B 27 204 4 -19 94 -71 
B 160 511 1325 667 1388 347 

MEDIA 149,3 469,5 387,5 477,5 599,8 427,5 
DE 95,4 349,3 629,7 353,3 553,1 443,8 

5 
 
 
 

A 836 654 726 689 389 601 
A 658 668 574 540 740 798 
B 1189 719 992 1126 1315 1024 
B 504 1147 356 1131 485 1013 

MEDIA 796,8 797,0 662,0 871,5 732,3 859,0 
DE 294,6 235,0 267,3 302,9 415,8 201,0 

6 
 
 

A 1791 86 1807 69 1738 129 
A 1497 1641 1429 1608 1401 1755 
B 1805 1043 1614 456 1658 512 
B 1483 684 1622 1221 1481 1372 

MEDIA 1644,0 863,5 1618,0 838,5 1569,5 942,0 
DE 178,00 65152 154,35 701,63 155,40 750,94 

7 
 
 
 

A 2071 652 1988 400 1857 375 
A 2048 659 2086 614 1925 587 
B 2100 516 1924 538 1952 571 
B 1668 729 1594 579 1569 544 

MEDIA 1971,8 639,0 1898,0 532,8 1825,8 519,3 
DE 203,6 89,1 213,3 93,8 175,8 97,8 

9 
 
 
 

A 1774 -802 1720 -825 1904 -733 
A 1632 -376 1739 -420 1627 -420 
B 1829 -423 1723 -196 1389 -309 
B 2044 -365 1790 -368 1859 -381 

MEDIA 1819,8 -491,5 1743,0 452,3 1694,8 -460,8 
DE 171,0 208,5 32,4 266,3 237,2 187,2 

10 
 
 
 

A 268 562 271 400 226 235 
A 282 411 281 177 299 62 
B 164 263 102 216 128 243 
B 493 -98 416 23 417 65 

MEDIA 301,8 284,5 267,5 204,0 267,5 151,3 
DE 137,9 282,7 128,6 155,0 121,8 101,4 

11 
 
 
 

A 140 -286 25 -412 -23 -189 
A 904 -325 1059 -194 1102 -157 
B 94 -419 74 -284 56 -269 
B 85 -74 102 -194 96 -84 

MEDIA 305,8 -276,0 315,0 1,0 307,8 -174,8 
DE 399,6 145,8 497,0 103,1 531,8 76,7 

12 
 
 
 

A 659 -312 465 -248 436 -134 
A 2196 848 2071 1301 2078 1237 
B 1296 124 1101 936 789 96 
B 1559 412 1435 117 1725 1007 

MEDIA 1427,5 268,0 1268,0 526,5 1257,0 551,5 
DE 636,59 487,94 669,67 715,32 771,60 670,00 

Tabla 1. Mediciones llevadas a cabo por el observador A y B de los puntos situados en las áreas de estudio en 
los tres planos del espacio, así como las medias y desviación estándar (DE) de los mismas. 
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2. Resultados de las mediciones del punto PHA 

 

 

  

Rata Observad
or  

PH-A-1-
DER 

PH-A-1-
IZQ 

PH-A-2-
DER 

PH-A-2-
IZQ 

PH-A-3-
DER 

PH-A-3-
IZQ 

1 

C 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

2333 2839 2767 2673 2908 2554 
2269 2673 2565 2600 2811 2478 

2 
2690 2639 2814 2521 2683 2675 
2902 2672 2700 2652 2619 2522 

3 
2796 2723 2617 2528 2501 2753 
2860 2681 2532 2557 2627 2791 

4 
2792 2714 2729 2718 2766 2735 
2562 2627 2674 2815 2660 2444 

5 
2822 2620 2730 2747 2915 2616 
2844 2793 2713 2604 2828 2553 

6 
2658 2798 2660 2676 2608 2611 
2701 2805 2708 2890 2823 2673 

7 
2939 2666 2960 2605 2709 2155 
2407 2694 2377 2689 2445 2568 

9 
2993 2366 2670 2419 2683 2518 
2245 2415 2935 2622 2440 2939 

10 
2642 2606 2733 2751 2599 2525 
2761 2655 2688 2759 2459 2679 

11 
2684 2701 2874 2598 2723 2765 
2654 2734 2879 2845 2854 2900 

12 
2764 2564 2384 2658 2598 2863 
2658 2804 2456 2798 2435 2668 

Tabla 2. Mediciones del punto PHA (puntos escogidos aleatoriamente alejados de la zona del defecto) llevadas 
a cabo por el observador C. Observamos valores elevados de densidad en todos los casos  ya que  son medias 
de puntos escogidos aleatoriamente alejados del defecto en zonas de hueso intacto. 
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3. Resultados de las mediciones de las densidades medias de las áreas en el grupo I 

  GRUPO I 
RATA Observador AREA-1-DER AREA-2-DER AREA-3-DER 

 
 

1 
 
 
 

A 1662 1453 1160 
A 1700 1372 1153 
B 1472 1132 1050 
B 1306 1042 808 
C 1515 1096 1094 
C 1661 1158 1199 

MEDIA+/- DE 1552,7 
151,2 

 

1208,9 
164,6 

 

1077,3 
142,1 

 

2 

A 753 438 -63 
A 1071 732 670 
B 396 436 391 
B 542 242 267 
C 712 352 310 
C 716 379 235 

MEDIA+/- DE 698,3 
227,3 

 

429,8 
164,5 

 

301,7 
237,6 

 

3 

A 1097 658 405 
A 1071 732 670 
B 1082 755 431 
B 1083 775 479 
C 1087 735 610 
C 1018 754 596 

MEDIA+/- DE 1073,0 
28,3 

 

734,8 
40,7 

 

531,9 
108,1 

 

4 

A 995 926 287 
A 1247 1303 1011 
B 973 776 340 
B 936 815 990 
C 996 815 209 
C 1004 829 229 

MEDIA+/- DE 1025,2 
111,4 

 

910,7 
198,6 

 

510,9 
382,1 

 

5 

A 1356 1195 963 
A 1537 1236 1079 
B 1630 942 1101 
B 1538 1255 931 
C 1566 1194 1071 
C 1566 1212 1110 

MEDIA+/- DE 1532,3 
92,7 

 

1172,2 
115,3 

 

1042,5 
76,0 

 

6 

A 1595 1357 1100 
A 1492 1155 1012 
B 1600 987 986 
B 1487 1525 1124 
C 1733 1286 1185 
C 1354 1226 925 

MEDIA+/- DE 1543,5 
157,54 

 

1256,0 
213.22 

 

1055,8 
130,22 

 

Tabla 3. Mediciones realizadas en dos ocasiones diferentes por los tres observadores de las tres áreas 
seleccionadas (corte sagital, corte coronal y corte axial) del grupo I (hemimandíbula derecha de los animales 1, 
2, 3, 4, 5 y 6: injerto con scaffold sembrado con células un día de cultivo). Media y desviación estándar (DE) de 
cada una de las áreas en cada plano del espacio calculadas a partir de 6 valores medidos por 3 observadores 
diferentes. 

	  
 GRUPO I 
 AREA-1-DER AREA-2-DER AREA-3-DER 
MEDIA +/- DE 1237 ± 358  952 ± 325 753 ± 344 
MEDIANA (RANGO) 1276,5 (1000-1552) 964,5 (744,5-1219) 928 (398-1086,5) 
Tabla 4. Medias y desviación estándar, medianas y rangos de valores obtenidos a partir de todas las 
mediciones realizadas por los tres observadores en los planos sagital (ÁREA-1-DER), coronal (ÁREA-2-DER) 
y axial (ÁREA-3-DER) de los animales pertenecientes al grupo I (hemimandíbula derecha con scaffold 
cultivado con células durante 1 día). Estos son los valores que utilizaremos para llevar a cabo la comparación 
entre los diferentes grupos. 
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4. Resultados de las mediciones de las densidades medias de las áreas en el grupo 

II: GRUPO CONTROL 

  GRUPO II 
RATA Observador AREA-1-IZQDA AREA-2-IZQDA AREA-3-IZQDA 

 
 

1 
 
 
 

A 893 879 180 
A 960 763 302 
B 989 666 208 
B 499 922 182 
C 879 976 185 
C 940 964 183 

MEDIA+/- DE 860,0 
181,6 

 

861,7 
123,0 

 

206,5 
47,9 

 

2 

A 923 799 508 
A 1142 1236 831 
B 899 997 648 
B 1051 834 624 
C 1073 842 584 
C 991 835 620 

MEDIA+/- DE 1013,1 
93,0 

 

923,7 
168,0 

 

635,8 
107,4 

 

3 

A 1287 1027 710 
A 1142 1236 831 
B 1482 1043 934 
B 1544 1234 841 
C 1505 1212 819 
C 1553 1256 820 

MEDIA+/- DE 1418,9 
166,9 

 

1168,0 
104,1 

 

825,9 
71,3 

 

4 

A 1218 850 417 
A 1171 1154 1007 
B 944 1039 362 
B 1476 983 730 
C 1257 1155 407 
C 1192 1145 469 

MEDIA+/- DE 1209,6 
170,7 

 

1054,3 
122,8 

 

565,4 
252,9 

 

5 

A 1092 1300 957 
A 1382 1325 1201 
B 1543 1342 1153 
B 1484 1442 1258 
C 1278 1359 1113 
C 1394 1289 1155 

MEDIA+/- DE 1362,2 
160,6 

 

1342,9 
55,1 

 

1139,5 
102,2 

 

6 

A 910 815 500 
A 1150 905 553 
B 985 654 139 
B 1075 1066 913 
C 873 763 726 
C 1187 957 326 

MEDIA+/- DE 1030,0 
128,78 

 

860,2 
170,72 

 

526,8 
355,41 

 

Tabla 5. Mediciones realizadas en dos ocasiones diferentes por los tres observadores de las tres áreas 
seleccionadas (corte sagital, corte coronal y corte axial) del grupo II (GRUPO CONTROL) (hemimandíbula 
izquierda de los animales 1, 2, 3, 4, 5 y 6: injerto con scaffold sólo). Media y desviación estándar (DE) de cada 
una de las áreas de cada animal. 

 GRUPO II 
 AREA-1-1ZQ AREA-2-IZQ AREA-3-IZQ 
MEDIA +/- DE 1149 ± 218 1035 ± 193 650 ± 313 
MEDIANA (RANGO) 1142 (942-1334,5) 1012 (838,5-1235) 636 (384,5-877) 
Tabla 6. Medias y desviación estándar, medianas y rangos de valores obtenidos a partir de todas las 
mediciones realizadas por los tres observadores en los planos sagital (ÁREA-1-IZQ), coronal (ÁREA-2-IZQ) y 
axial (ÁREA-3-IZQ) de los animales pertenecientes al grupo II: GRUPO CONTROL (hemimandíbula 
izquierda de los animales 1 a 6 en los que se rellenó el defecto con scaffold sólamente). Estos son los valores que 
utilizaremos para llevar a cabo la comparación entre los diferentes grupos. 
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5. Resultados de las mediciones de las densidades medias de las áreas del grupo III 

  GRUPO III 
RATA Observador AREA-1-DER AREA-2-DER AREA-3-DER 

 
7 
 
 
 

A 1729 1174 1733 
A 1790 1413 1493 
B 1709 1275 1707 
B 1726 1458 1378 
C 1696 1462 1755 
C 2014 1483 1440 

MEDIA+/- DE 1777,3 

120,2 
 

1377,4 

124,7 
 

1584,4 

166,2 
 

9 

A 1479 678 1001 
A 1602 1474 1515 
B 1590 1373 1174 
B 1607 872 854 
C 701 292 687 
C 717 336 531 

MEDIA+/- DE 1282,7 

446,9 
 

837,6 

503,4 
 

960,2 

353,8 
 

10 

A 1033 625 549 
A 1048 695 631 
B 1104 541 732 
B 799 423 623 
C 1031 613 660 
C 1004 612 640 

MEDIA+/- DE 1003,2 
105,4 

 

584,8 
93,2 

 

639,1 
59,2 

 

11 

A 1088 653 513 
A 1166 880 806 
B 923 688 631 
B 1104 744 494 
C 973 657 450 
C 988 662 499 

MEDIA+/- DE 1040,4 
92,9 

 

714,0 
88,1 

 

565,6 
132,4 

 

12 

A 1248 971 1002 
A 1468 1194 1224 
B 1200 987 763 
B 1516 1178 1463 
C 1612 493 1094 
C 1104 1672 1132 

MEDIA+/- DE 1358,0 
231,15 

 

1082,5 
485,67 

 

1113,0 
296,36 

 

Tabla 7. Mediciones realizadas en dos ocasiones diferentes por los tres observadores de las tres áreas 
seleccionadas (corte sagital, corte coronal y corte axial) del grupo III (hemimandíbula derecha: injerto con 
scaffold sembrado con células durante 21 días en medio de cultivo osteogénico). Media y desviación estándar 
(DE) de cada uno de las áreas de cada animal. 

	  
	  
 GRUPO III 
 AREA-1-DER AREA-2-DER AREA-3-DER 
MEDIA +/- DE 1292 ± 311 919 ± 315 972 ± 410 
MEDIANA (RANGO) 1183 (1017,5-1604,5) 808 (618-1234,5) 830 (627-1301) 
Tabla 8. Medias y desviación estándar, medianas y rangos de valores obtenidos a partir de todas las 
mediciones realizadas por los tres observadores en los planos sagital (ÁREA-1-DER), coronal (ÁREA-2-DER) 
y axial (ÁREA-3-DER) de los animales pertenecientes al grupo III (hemimandíbula derecha de los animales 7 
a 12 en los que rellenamos el defecto con scaffold cultivado en medio osteogénico con células durante 21 días). 
Estos son los valores que utilizaremos para llevar a cabo la comparación entre los diferentes grupos. 
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6. Resultados de las mediciones de las densidades medias de las áreas del grupo IV 

  GRUPO IV 
RATA Observador AREA-1-IZQDA AREA-2-IZQDA AREA-3-IZQDA 

 
7 
 
 
 

A 629 736 518 
A 840 636 418 
B 910 721 523 
B 309 607 493 
C 895 768 614 
C 857 760 647 

MEDIA+/- DE 739,9 

234,3 
 

704,7 

67,2 
 

535,6 

83,3 
 

9 

A 777 463 294 
A 715 322 226 
B 876 439 258 
B 707 370 369 
C 760 313 268 
C 788 310 280 

MEDIA+/- DE 770,5 

61,1 
 

369,5 

67,2 
 

282,5 

48,2 
 

10 

A 909 817 812 
A 1094 642 665 
B 944 494 454 
B 1134 744 582 
C 1242 735 941 
C 1200 790 828 

MEDIA+/- DE 1087,1 

135,0 
 

703,7 

118,9 
 

713,6 

179,7 
 

11 

A -65 -78 -26 
A 100 58 23 
B 295 -200 -349 
B 256 284 -356 
C 225 -41 191 
C 243 -28 53 

MEDIA+/- DE 175,7 
135,1 

 

1,0 
162,8 

 

-77,4 
225,0 

 

12 

A 488 314 315 
A 589 427 604 
B 426 -56 123 
B 258 600 796 
C 651 128 429 
C 819 810 490 

MEDIA+/- DE 538,5 
343,09 

 

370,5 
384,89 

 

459,5 
628,6 

 

Tabla 9. Mediciones realizadas en dos ocasiones diferentes por los tres observadores de las tres áreas 
seleccionadas (corte sagital, corte coronal y corte axial) del grupo IV (hemimandíbula izquierda: injerto con 
scaffold sembrado con células durante 21 días en medio de cultivo no osteogénico). Media y desviación 
estándar (DE) de cada una de las áreas en cada animal. 

	  
	  
 GRUPO IV 
 AREA-1-IZQ AREA-2-IZQ AREA-3-IZQ 
MEDIA +/- DE 662 ± 335 429 ± 293 383 ± 300 
MEDIANA (RANGO) 737,5 (302-885) 451 (206-728) 423,5 (208,5-593) 
	  Tabla	  10.	  Medias	  y	  desviación	  estándar,	  medianas	  y	  rangos	  de	  valores	  obtenidos	  a	  partir	  de	  todas	  las	  
mediciones	  realizadas	  por	  los	  tres	  observadores	  en	  los	  planos	  sagital	  (ÁREA-‐1-‐IZQ),	  coronal	  (ÁREA-‐2-‐
IZQ)	   y	   axial	   (ÁREA-‐3-‐IZQ)	   de	   los	   animales	   pertenecientes	   al	   grupo	   IV	   (hemimandíbula	   izquierda	   de	  
animales	  7,	  9,	  10,11	  y	  12,	  en	  los	  que	  rellenamos	  el	  defecto	  creado	  con	  scaffold	  cultivado	  en	  medio	  no	  
osteogénico	  con	  células	  durante	  21	  días).	  Estos	  son	  los	  valores	  que	  utilizaremos	  para	  llevar	  a	  cabo	  la	  
comparación	  entre	  los	  diferentes	  grupos. 
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Lo que hasta aquí tenemos es una recopilación de todos las mediciones realizadas, sus 

valores medios por área de estudio y la desviación estándar, así como las medianas y 

sus rangos. A partir de este momento, llevamos a cabo el análisis estadístico de estos 

datos. 

 

Lo primero que vamos a hacer es analizar la variabilidad  que existe entre los valores 

obtenidos a partir de las diferentes mediciones de densidad radiológica de cada una de 

las áreas. De este modo vamos a llevar a cabo un objetivo fundamental de este trabajo: 

analizar si podemos utilizar estos valores para el estudio estadístico y así comprobar la 

fiabilidad de nuestra metodología, en cuanto a la variabilidad y sobretodo 

reproductibilidad, a la hora de poder utilizar este método de evaluación de densidad 

radiológica en futuros estudios. 

Para llevar a cabo este estudio vamos a comparar los coeficientes de variación (CV%) 

de los valores obtenidos de todas las mediciones, lo que nos permitirá evaluar la 

variabilidad de los datos en ambos lados de la mandíbula de todos los animales en los 3 

planos del espacio.  Así podremos estudiar si existe mayor variabilidad entre los datos 

en función del corte específico (sagital, axial o coronal), del lado al que pertenece 

(izquierdo o derecho) o del grupo al que pertenece (I, II, III y IV). 

A continuación mostramos una tabla (tabla 11) con los CV medios de cada medición 

realizada por cada observador en cada una de las áreas de cada animal, así como la 

media de los CV de todas las mediciones de cada área en cada hemimandíbula 

realizadas por los tres observadores. También mostramos una segunda tabla resumen de 

la anterior (tabla 12) en la que se muestra los CV medios de todas las mediciones 

realizadas en los once animales de experimentación en cada una de las áreas de cada 

hemimandíbula. 
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Rata Observador 
AREA-1-

DER 
AREA-1-

IZQ 
AREA-2-

DER 
AREA-2-

IZQ 
AREA-3-

DER 
AREA-3-

IZQ 
1 A 1,6 5,1 4,1 10,0 0,4 35,9 
 B 8,5 46,6 5,9 22,8 18,4 9,4 
 C 6,5 4,7 3,9 0,9 6,5 0,7 
 MEDIA 1 5,5 18,8 4,6 11,2 8,4 15,3 

2 A 24,6 15,0 35,6 30,4 141,0 34,1 
 B 22,0 11,0 40,5 12,6 26,7 2,7 
 C 0,4 5,6 5,2 0,6 19,3 4,2 
 MEDIA 2 15,7 10,5 27,1 14,5 62,3 13,7 

3 A 1,7 8,4 7,5 13,1 34,9 11,1 
 B 0,1 2,9 1,8 11,9 7,5 7,4 
 C 4,7 2,2 1,8 2,5 1,7 0,1 
 MEDIA 3 2,1 4,5 3,7 9,2 14,7 6,2 

4 A 15,9 2,8 23,9 21,5 78,9 58,6 
 B 2,7 31,1 3,5 3,9 69,1 47,7 
 C 0,6 3,7 1,2 0,6 6,5 10,1 
 MEDIA 4 6,4 12,5 9,5 8,6 51,5 38,8 

5 A 8,8 16,6 2,4 1,3 8,0 16,0 
 B 4,1 2,8 20,1 5,1 11,8 6,2 
 C 0,0 6,1 1,0 3,8 2,6 2,6 
 MEDIA 5 4,3 8,5 7,9 3,4 7,5 8,3 

6 A 4,71 16,5 11,37 7,39 5,89 7,11 
 B 5,6 8,5 18,6 10,8 12,9 8,2 
 C 6,6 7,0 15,3 7,6 13,7 16,1 
 MEDIA 6 5,6 10,6 15,0 8,5 10,8 10,4 

7 A 2,5 20,3 13,1 10,3 10,5 15,1 
 B 0,7 69,7 9,5 12,1 15,1 4,2 
 C 12,1 3,1 1,0 0,7 14,0 3,7 
 MEDIA 7 5,1 31,0 7,8 7,7 13,2 7,7 

9 A 5,6 5,9 52,3 25,4 28,9 18,5 
 B 0,8 15,1 31,6 12,1 22,3 25,0 
 C 1,7 2,5 9,8 0,7 18,1 3,1 
 MEDIA 9 2,7 7,8 31,2 12,7 23,1 15,6 

10 A 1,0 13,1 7,5 17,0 9,8 14,1 
 B 22,7 12,9 17,3 28,6 11,4 17,5 
 C 1,8 2,4 0,0 5,1 2,2 9,1 
 MEDIA 10 8,5 9,5 8,3 16,9 7,8 13,5 

11 A 4,9 139,7 20,9 139,4 31,4 135,9 
 B 12,6 10,0 5,5 140,8 17,2 110,0 
 C 1,1 5,3 0,6 122,6 7,3 80,3 
 MEDIA 11 6,2 51,7 9,0 134,3 18,7 108,7 

12 A 11,4 13,2 14,5 21,5 14,1 13,6 
 B 5,8 6,6 28,0 14,1 25,2 42 
 C 4,3 12,5 24,5 21,0 0,2 9,38 
 MEDIA 12 7,1 10,7 22,3 18,8 13,1 21,7 

Tabla 11. Coeficientes de variación de las mediciones realizadas por cada observador en cada plano del 
espacio de cada hemimandíbula de todos los animales. Media de los coeficientes de variación de los valores 
obtenidos por los 3 observadores en cada área de estudio de los 11 animales. 
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  AREA-1-DER AREA-1-IZQ AREA-2-DER AREA-2-IZQ AREA-3-DER AREA-3-IZQ 

TOTAL MEDIA 1-12 6,2 16,0 13,3 22,3 21,0 23,6 

 DE 1-12 3,6 13,8 9,3 37,3 18,5 29,6 
Tabla 12. Media y desviación estándar (DE) de los coeficientes de variación medios de todos los animales en 
cada área de estudio de cada hemimandíbula. 

 

A continuación mostramos, en la siguiente ilustración (tabla 13), los CV medios de las 

mediciones realizada por cada observador en cada área del espacio sin tener en cuenta si 

pertenece a la hemimandíbula izquierda o derecha, así como los valores medios de CV 

de las mediciones de los tres observadores en cada área de los once animales de 

experimentación. A continuación también mostramos una tabla resumen de la anterior 

(tabla 14) en la que aparecen los CV medios de todas las mediciones de todas las ratas 

en los tres planos del espacio.  
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Rata Observador AREA-1 AREA-2 AREA-3 
1 A 3,4 7,0 18,2 
 B 27,5 14,3 13,9 
 C 5,6 2,4 3,6 
 MEDIA 1 12,2 7,9 11,9 

2 A 19,8 33,0 87,6 
 B 16,5 26,5 14,7 
 C 3,0 2,9 11,7 
 MEDIA 2 13,1 20,8 38,0 

3 A 5,1 10,3 23,0 
 B 1,5 6,9 7,4 
 C 3,4 2,2 0,9 
 MEDIA 3 3,3 6,4 10,4 

4 A 9,3 22,7 68,7 
 B 16,9 3,7 58,4 
 C 2,2 0,9 8,3 
 MEDIA 4 9,5 9,1 45,1 

5 A 12,7 1,9 12,0 
 B 3,4 12,6 9,0 
 C 3,1 2,4 2,6 
 MEDIA 5 6,4 5,6 7,9 

6 A 10,6 9,3 6,5 
 B 7,0 14,7 10,5 
 C 6,8 11,5 14,9 
 MEDIA 6 8,1 11,8 10,6 

7 A 11,4 11,7 12,8 
 B 35,2 10,8 9,6 
 C 7,6 0,9 8,8 
 MEDIA 7 18,1 7,8 10,4 

9 A 5,8 38,9 23,7 
 B 7,9 21,8 23,7 
 C 2,1 5,3 10,6 
 MEDIA 9 5,3 22,0 19,3 

10 A 7,0 12,2 12,0 
 B 17,8 22,9 14,4 
 C 2,1 2,6 5,6 
 MEDIA 10 9,0 12,6 10,7 

11 A 72,3 80,2 83,6 
 B 11,3 73,2 63,6 
 C 3,2 61,6 43,8 
 MEDIA 11 28,9 71,6 63,7 

12 A 12,3 18,1 13,9 
 B 6,2 21,0 33,6 
 C 8,4 22,7 4,79 
 MEDIA 12 8,9 20,6 17,43 

Tabla 13. Coeficientes de variación de los valores obtenidos por cada uno de los observadores en cada uno de 
los planos del espacio de todos los animales. Media de dichos coeficientes en cada área de estudio de cada 
animal. 

  AREA-1 AREA-2 AREA-3 
TOTAL MEDIA 1-12 11,1 17,8 22,3 

 DE 1-12 7,1 18,8 18,3 
Tabla 14. Media y desviación estándar (DE) de los coeficientes de variación  medios de cada área de estudio de 
los 11 animales. 
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 Una vez obtenidos todos estos valores, se procede a la evaluación estadística de los 

mismos con el programa SPSS.  El objetivo fundamental es comparar los valores 

obtenidos de las áreas en cada uno de los cortes de los distintos grupos  con las mismas 

áreas de cada corte de un grupo control, en este caso es el grupo II. De este modo 

cuantificamos la influencia de los distintos cultivos celulares sobre el scaffold frente al 

uso de scaffold sólo. Además comparamos las diferencias en la capacidad osteogénica 

de cada uno de los grupos comparando, en una segunda fase, todos los grupos entre sí: 

grupo I vs grupo III; grupo I vs grupo IV y grupo III vs grupo IV. 

Comparamos cada uno de los cortes de cada grupo a partir de los valores obtenidos del 

total de las mediciones realizadas en dos ocasiones por tres observadores, por lo que el 

tamño muestral para los grupos I y II es de n=36 y para los grupos III y IV es de n=30. 

 

Por tanto, en esta primera fase del estudio se comparan cada uno de los grupos con el 

grupo control que es denominado grupo II (que corresponde con aquel defecto creado 

en las hemimandíbulas izquierdas de las ratas 1 a 6 y que se rellenó únicamente con el 

scaffold Meana). La variable de este estudio principal es la presencia de algún tipo de 

preparado celular en el injerto. Se compara el grupo I vs grupo II; grupo III vs grupo II y 

grupo IV vs grupo II (tablas 15-17) . 
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GRUPO I vs GRUPO II 

	   MEDIAS±DE	   MEDIANA	  (RANGO)	   	  
Área	   GRUPO I 

(n=36) 
GRUPO II 

(n=36) 
GRUPO I 

(n=36) 
GRUPO II 

(n=36) 
Sig.	  

1	   1237 ± 358 1149 ± 218 1276,5 (1000-1552) 
 

1142 (942-1334,5) 
 

NS 

2	   952 ± 325 1035 ± 193 964,5 (744,5-1219) 
 

1012 (838,5-1235) 
 

NS 

3	   753 ± 344 650 ± 313 928 (398-1086,5) 
 

636 (384,5-877) 
 

NS 

Tabla 15. Comparativa de GRUPO CONTROL vs GRUPO I en los tres planos de estudio a través de las 
medias, DE, medianas y rangos a partir de las mediciones efectuadas por tres observadores diferentes en dos 
ocasiones. 

 

En este caso no existen diferencias radiológicas significativas en los valores obtenidos 

entre el grupo I (scaffold con cultivo celular de un día en medio osteogénico) y el grupo 

II en ninguna de las áreas de los tres planos del espacio. Por tanto no existen diferencias 

significativas en las densidades radiológicas en los defectos rellenados con el scaffold 

sólo y aquellos defectos rellenados con scaffold y células cultivadas durante un solo día 

(tabla 15). 

 

 

GRUPO II vs GRUPO III 
 

	   MEDIAS±DE	   MEDIANA	  (RANGO)	   	  
Área	   GRUPO II 

(n=36) 
GRUPO III 

(n=30) 
GRUPO II 

(n=36) 
GRUPO III 

(n=30) 
Sig.	  

1	   1149 ± 218 1292 ± 311 1142 (942-1334,5) 
 

1183 (1017,5-1604,5) 
 

NS 

2	   1035 ± 193 919 ± 315 1012 (838,5-1235) 
 

808 (618-1234,5) 
 

NS 

3	   650 ± 313 972 ± 410 636 (384,5-877) 
 

830 (627-1301) 
 

0,03 

Tabla 16. Comparativa de GRUPO CONTROL vs GRUPO III, en los tres planos del espacio a través de las 
medias, DE, medianas y rangos a partir de las mediciones efectuadas por tres observadores diferentes en dos 
ocasiones. 

 

En este caso tampoco existen diferencias significativas entre los grupos II y III, excepto 

en el área 3 que corresponde al área del plano axial en que observamos una mayor 

densidad radiológica en el grupo III respecto al II, siendo ésta estadísticamente 
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significativa (p=0,03). Al poder observar diferencia en uno solo de los cortes, y en los 

otros dos cortes no existir siquiera cierta tendencia, no podemos concluir diferencias 

entre el grupo control y el grupo III (aquel en el que el defecto óseo se rellenó con el 

scaffold Meana y células diferenciadas en medio de cultivo osteogénico durante tres 

semanas) (tabla 16). 

 

 

GRUPO  II vs GRUPO IV 
 

	   MEDIAS±DE	   MEDIANA	  (RANGO)	   	  
Área	   GRUPO II 

(n=36) 
GRUPO IV 

(n=30) 
GRUPO II 

(n=36) 
GRUPO IV 

(n=30) 
Sig.	  

1	   1149 ± 218 662 ± 335 1142 (942-1334,5) 
 

737,5 (302-885) 
 

<0,001 

2	   1035 ± 193 429 ± 293 1012 (838,5-1235) 
 

451 (206-728) 
 

<0,001 

3	   650 ± 313 383 ± 300 636 (384,5-877) 
 

423,5 (208,5-593) 
 

0,023 

Tabla 17. Comparativa de GRUPO CONGROL vs GRUPO IV en los tres planos del espacio a través de las 
medias, DE, medianas y rangos a partir de las mediciones efectuadas por tres observadores diferentes en dos 
ocasiones. 

 

En este caso existe una mayor densidad radiológica en el grupo control (scaffold Meana 

solamente) respecto al grupo IV (aquel defecto óseo rellenado con scaffold Meana y 

células cultivadas en medio no osteogénico durante tres semanas) en los tres planos del 

espacio, observando diferencias estadísticamente significativas en el plano sagital 

(p<0,01), en el plano coronal (p<0,01) y en el plano axial (p=0,023) (tabla 17).  

 

 

Para evaluar los resultados regenerativos de cada uno de los grupos, y ver las 

diferencias que pueden existir entre las distintas matrices procedemos a realizar, de 

igual modo,  el análisis estadístico comparando el resto de los grupos: grupo I vs grupo 

III; grupo I vs grupo IV y grupo III vs grupo IV (tablas 18-20).  
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GRUPO I vs III 
 

	   MEDIAS±DE	   MEDIANA	  (RANGO)	   	  
Área	   GRUPO I 

(n=36) 
GRUPO III 

(n=30) 
GRUPO I 

(n=36) 
GRUPO III 

(n=30) 
Sig.	  

1	   1237 ± 358 1292 ±311 1276,5 (1000-1552) 
 

1183 (1017,5-1604,5) 
 

NS 

2	   952 ± 325 919 ± 315 964,5 (744,5-1219) 
 

808 (618-1234,5) 
 

NS 

3	   753 ± 344 972 ± 410 928 (398-1086,5) 
 

830 (627-1301) 
 

NS 

Tabla 18. Comparativa de GRUPO I vs GRUPO III en las tres áreas de estudio a través de las medias, DE, 
medianas y rangos a partir de las mediciones efectuadas por tres observadores diferentes en dos ocasiones. 

 

En este caso no existen diferencias estadísticamente significativas entre los 

grupos I y III, es decir no existe una diferencia de densidad radiológica en los grupos 

con injertos con scaffold y células cultivadas un día en medio osteogénico y aquellos 

grupos en los que se injertaron scaffold con células cultivadas 21 días en medio 

osteogénico (tabla 18). 

 

 

GRUPO I vs GRUPO IV 
 

	   MEDIAS±DE	   MEDIANA	  (RANGO)	   	  
Área	   GRUPO I 

(n=36) 
GRUPO IV 

(n=30) 
GRUPO I 

(n=36) 
GRUPO IV 

(n=30) 
Sig.	  

1	   1237 ± 358 662 ± 335 1276,5 (1000-1552) 
 

737,5 (302-885) 
 

<0,001 

2	   952 ± 325 429 ± 293 964,5 (744,5-1219) 
 

451 (206-728) 
 

<0,001 

3	   753 ± 344 383 ± 300 928 (398-1086,5) 
 

423,5 (208,5-593) 
 

0,005 

Tabla 19. Comparativa de GRUPO I vs GRUPO IV en las tres áreas de estudio a través de las medias, DE, 
medianas y rangos a partir de las mediciones efectuadas por tres observadores diferentes en dos ocasiones. 

 

Observamos diferencias significativas a favor del grupo I tanto en el área 1 o sagital 

(p<0,001), en el área 2 o plano coronal (p<0,001) como en el plano axial o área 3 

(p=0,005). Estos datos nos permiten afirmar que existe un aumento de densidad 

radiológica en los grupos en los que se injertaron scaffold sólo respecto aquellos en los 
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que se injertaron scaffold con cultivo celular durante 21 días en medio no osteogénico 

(tabla 19). 

 
 
 
GRUPO III vs GRUPO IV 
 

	   MEDIAS±DE	   MEDIANA	  (RANGO)	   	  
Área	   GRUPO III 

(n=30) 
GRUPO IV 

(n=30) 
GRUPO III 

(n=30) 
GRUPO IV 

(n=30) 
Sig.	  

1	   1292 ± 311 662 ± 335 1183 (1017,5-1604,5) 
 

737,5 (302-885) 
 

<0,001 

2	   919 ± 315 429 ± 293 808 (618-1234,5) 
 

451 (206-728) 
 

<0,001 

3	   972 ± 410 383 ± 300 830 (627-1301) 
 

423,5 (208,5-593) 
 

<0,001 

Tabla 20. Comparativa de grupo III vs GRUPO IV en las tres áreas de estudio a través de las medias, DE, 
medianas y rangos a partir de las mediciones efectuadas por tres observadores diferentes en dos ocasiones. 

 

Volvemos a encontrar una menor densidad radiológica estadísticamente significativa en 

el grupo IV con una p<0,001 en las tres áreas, en este caso frente al grupo III. Es decir 

los defectos rellenados con scaffold con células cultivadas en medio osteogénico 

durante 21 días presentan unos valores de densidad radiológica mayor que aquellos 

defectos rellenados con scaffold con cultivo celular de 21 días sin diferenciar (tabla 20). 

 

 

A continuación mostramos (ilustraciones 61 a 66), para tener una visión más intuitiva 

de las diferencias entre los grupos I, III y IV con el grupo control, así como de los 

distintos grupos entre sí, los diagramas de barras de error y diagramas de barras 

ilustrando los valores presentados en las tablas anteriores (tablas 15-20). 
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Ilustración	  61.	  Diagrama	  de	  barras	  de	  error	  que	  refleja	  la	  distribución	  de	  los	  valores	  de	  cada	  uno	  de	  
los	   grupos	   en	   el	   área	   1	   correspondiente	   al	   plano	   sagital.	   Se	   observa	   que	   el	   grupo	   IV	   (scaffold	   con	  
células	   cultivadas	   durante	   21	   días	   en	   medio	   no	   osteogénico)	   es	   el	   que	   menor	   valor	   de	   densidad	  
radiológica	  presenta.	  

	  
	  

	  

Ilustración	  62.	  Diagrama	  de	  barras	  de	  error	  que	  refleja	  la	  distribución	  de	  los	  valores	  de	  cada	  uno	  de	  
los	   grupos	   en	   el	   área	   2	   correspondiente	   al	   plano	   coronal.	   Se	   observa	   que	   el	   grupo	   IV	   (scaffold	   con	  
células	   cultivadas	   durante	   21	   días	   en	   medio	   no	   osteogénico)	   es	   el	   que	   menor	   valor	   de	   densidad	  
radiológica	  presenta.	  
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Ilustración	  63.	  Diagrama	  de	  barras	  de	  error	  que	  refleja	  la	  distribución	  de	  los	  valores	  de	  cada	  uno	  de	  
los	  grupos	  en	  el	  área	  3	  correspondiente	  al	  plano	  axial.	  Se	  observa	  que	  el	  grupo	  IV	  (scaffold	  con	  células	  
cultivadas	  durante	  21	  días	  en	  medio	  no	  osteogénico)	  es	  el	  que	  menor	  valor	  de	  densidad	  radiológica	  
presenta	  ,	  aunque	  en	  menor	  diferencia	  que	  en	  las	  anteriores	  áreas.	  

 

 

	  
Ilustración	  64.	  Diagrama	  de	  barras	  que	  refleja	  la	  distribución	  de	  las	  medianas	  y	  rangos	  de	  cada	  uno	  de	  
los	   grupos	   correspondientes	   al	   área	   1	   (plano	   sagital).	   Se	   aprecia	   una	   leve	   diferencia	   entre	   los	   3	  
primeros	  grupos,	  no	  así	  en	  el	  grupo	  IV	  (scaffold	  con	  cultivo	  celular	  en	  medio	  no	  ostegénico	  durante	  21	  
días)	  en	  el	  que	  observamos	  menor	  valor	  de	  densidad	  raiológica. 
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Ilustración	  65.	  Diagrama	  de	  barras	  que	  refleja	  la	  distribución	  de	  las	  medianas	  y	  rangos	  de	  cada	  uno	  de	  
los	   grupos	   correspondientes	   al	   área	   2	   (plano	   coronal).	   Se	   aprecia	   una	   leve	   diferencia	   entre	   los	   3	  
primeros	  grupos,	  no	  así	  en	  el	  grupo	  IV	  (scaffold	  con	  cultivo	  celular	  en	  medio	  no	  ostegénico	  durante	  21	  
días)	  en	  el	  que	  vemos	  menor	  valor	  de	  densidad	  raiológica. 

 
 

	  
Ilustración	  66.	  Diagrama	  de	  barras	  que	  refleja	  la	  distribución	  de	  las	  medianas	  y	  rangos	  de	  cada	  uno	  de	  
los	  grupos	  correspondientes	  al	  área	  3	  (plano	  axial).	  Se	  aprecia	  una	  leve	  diferencia	  entre	  los	  3	  primeros	  
grupos,	  no	  así	  en	  el	  grupo	  IV	  (scaffold	  con	  cultivo	  celular	  en	  medio	  no	  ostegénico	  durante	  21	  días)en	  el	  
que	  vemos	  menor	  valor	  de	  densidad	  raiológica,	  sin	  ser	  ésta	  tan	  acusada	  como	  en	  las	  otras	  áreas.	   

 

Como resumen de todo lo anterior, podemos afirmar que no existen diferencias 

significativas en cuanto a la densidad radiológica en los grupos I, II y III. Sin embargo, 

en todos los casos existe un claro aumento de densidad radiológica en los grupos I, II y 

III respecto al grupo IV.  
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1.2 RESULTADOS HISTOLOGICOS 

 

1.2.1 VALORACIÓN MACROSCÓPICA 

Se llevó a cabo una valoración del aspecto general de la muestra durante el propio acto 

de disección, atendiendo a distintos parámetros descriptivos como es la organización 

anatómica de los tejidos, la forma y consistencia del defecto, presencia de infección o 

exudados, presencia de fracturas o secuestros óseos, desplazamiento de la matriz fuera 

del defecto o alteraciones dentarias asociadas. 

En todos los casos se observan restos de  matriz dentro del defecto, sin que exista 

desplazamiento de la matriz. Una consistencia semirrígida en la zona del defecto bien 

localizado y fácilmente identificable, sin que exista presencia de procesos infecciosos o 

supurativos asociados. Se observa ausencia de daños en dientes cercanos a la 

implantación así como ausencia de fracturas en hueso vecino a la lesión, existiendo en 

todos los casos integridad del contorno óseo circundante al defecto (ilustración 67 y 68). 

Por tanto, en la valoración macroscópica, realizada no se observan diferencias en el 

aspecto general de la zona del defecto independientemente del grupo al que pertenezca. 

 

 
Ilustración 67. Mandíbula diseccionada para posterior estudio radiológico e histológico, en el que apreciamos  
la zona del defecto. 
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Ilustración 68. Detalle de la imagen anterior en la que vemos a gran aumento el aspecto general del defecto. 

	  
	  
1.2.2. VALORACIÓN MICROSCÓPICA 

El estudio histológico descriptivo de las diferentes muestras corroboran los resultados 

radiológicos, en los que no se aprecian diferencias significativas en los grupos I, II y III  

en cuanto a la presencia de células óseas, restos de scaffold o madurez del tejido 

formado. Sin embargo existe una clara diferencia con las muestras del grupo IV, en las 

que apenas se observan células óseas ni tejido óseo neoformado y sí abundantes restos 

del scaffold. 

 

A continuación mostramos cortes histológicos con tinción de H-E de una muestra 

representativa de cada uno de los grupos (ilustración 69-83). 
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GRUPO I: scaffold con células  sembradas en medio osteogénico durante 24 horas. 

Hemimandíbula derecha del espécimen nº 5. 

 
Ilustración 69. Imagen obtenida con microscopio de luz a 40 aumentos de corte de mandíbula de rata de grupo 
I teñido con H-E. Observamos neoformación ósea (→) y restos de scaffold (→) intercalado adyacente a 
músculo esquelético (→). 

 
Ilustración 70. Imagen obtenida con microscopio de luz a 100 aumentos de corte de mandíbula de rata de 
grupo I teñido con H-E donde observamos tejido osteoide neoformado (→) con restos de scaffold incluidos 
(→). Se aprecian también lagunas en el hueso neoformado con osteocitos (→). El tejido óseo se encuentra 
separado del músculo esquelético (→) por formación de periostio (→), que se observa con coloración más 
intensa. Aparecen restos de hemosiderina de color marrón (→). 
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Ilustración 71. Imagen obtenida con microscopio de luz a 200 aumentos de corte de mandíbula de rata de 
grupo I teñido con H-E donde observamos el tejido osteoide organizado (→) y lagunas en su interior con esa 
coloración azulada característica del núcleo del osteocito (→). Aparecen restos de scaffold (→). 

 
Ilustración 72. Misma imagen que la anterior obtenida a 200 aumentos visualizada con luz polarizada. 
Apreciamos la refringencia característica de un tejido entrecruzado osteoide algo inmaduro(→) en relación a 
resto de scaffold (→). 
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GRUPO II: CONTROL: con scaffold solamente. Hemimandíbula izquierda del 

espécimen nº 1 

 
Ilustración 73. Imagen obtenida con microscopio de luz a 40 aumentos de corte de mandíbula de rata de grupo 
II teñido con H-E donde se observan restos de scaffold (→) y tejido óseo (→). Se aprecia una coloración más 
intensa del periostio (→) y  músculo esquelético (→) en la proximidad del scaffold. 

 

Ilustración 74. Imagen obtenida con microscopio de luz a 100 aumentos de corte de mandíbula de rata de 
grupo II teñido con H-E. Se observa hueso(→) y hueso neoformado (→) alrededor de restos de scaffold (→) 
con una característica coloración azul de los núcleos de los osteocitos (→). Se observa también depósito de 
tejido granular y basófilo sugestivo de depósito de calcio (→). 
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Ilustración 75 . Imagen obtenida con microscopio de luz a 100 aumentos de corte de mandíbula de rata de 
grupo II teñido con H-E donde apreciamos zonas de tejido conectivo laxo (→) en contacto con restos de 
scaffold (→) en fase previa a la calcificación. Lagunas con núcleos de osteocitos con la coloración azul 
característica (→) en zonas de matriz ósea (→). Se aprecia una zona de color más marrón de restos de depósito 
de hemosiderina (→) por la herida quirúrgica. 

	  
	  

 
Ilustración 76. Misma imagen que la anterior obtenida con microscopio de luz a 400 aumentos de corte de 
mandíbula de rata de grupo II teñido con H-E  en la que apreciamos con mayor detalle el tejido conectivo laxo 
(→) en contacto con restos del scaffold (→). Zonas de tejido osteoide (→) con núcleos de osteocitos (→). Restos 
de hemosiderina (→). 
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GRUPO III:  scaffold con células sembradas durante 21 días en medio osteogénico. 

Hemimandíbula derecha del espécimen nº 7. 

 

 
Ilustración 77. Imagen obtenida con microscopio de luz a 100 aumentos de corte de mandíbula de rata de 
grupo III teñido con H-E donde se aprecian restos de scaffold (→) rodeado por tejido conectivo laxo (→). 
Zonas de hueso alrededor (→) con osteocitos (→). Periostio (→) y músculo esquelético (→) delimitando la 
zona. 

 

 
Ilustración 78. Imagen obtenida con microscopio de luz a 200 aumentos de corte de mandíbula de rata de 
grupo III teñido con H-E . Observamos restos de scaffold (→) rodeado por hueso (→) y zonas de tejido fibroso 
(→). Se observan fuertes zonas de osificación (→) alrededor del scaffold (→). 
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Ilustración 79. Misma imagen obtenida con microscopio de luz polarizada a 200 aumentos de corte de 
mandíbula de rata de grupo III teñido con H-E donde se aprecia un tejido osteoide más maduro y organizado 
dispuesto de forma laminar (→). Restos de scaffold (→). 

 

 
Ilustración 80. Imagen obtenida con microscopio de luz a 400 aumentos de corte de mandíbula de rata de 
grupo III teñido con H-E . Se observa hueso fibrilar (→) con lagunas de osteocitos (→). Aparecen artefactos de 
retracción (→) producidos por el corte de la muestra. 
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GRUPO IV:  scaffold con células sin diferenciar sembradas durante 21 días. 

Hemimandíbula izquierda del espécimen nº 9 

 
Ilustración 81. Imagen obtenida con microscopio de luz a 40 aumentos de corte de mandíbula de rata de grupo 
IV teñido con H-E donde apreciamos abundantes restos de scaffold (→) con tejido fibroso asociado (→) y 
grandes huecos vacíos (→) donde no se ha producido formación de hueso. Zonas de hueso alejadas de los 
restos de scaffold (→). 

 

 
Ilustración 82. Imagen obtenida con microscopio de luz a 100 aumentos de corte de mandíbula de rata de 
grupo IV teñido con H-E . Grandes restos de scaffold (→) y abundante tejido fibroso (tejido conectivo laxo) 
(→) con pequeñas zonas de tejido óseo pre-existente (→). Aparece morfología característica de fibroblasto (→) 
de forma más abundante y poca célula ósea (→) en zonas limitadas de huso neoformado (→) con muchas 
zonas vacías (→) que pueden corresponder a zonas llenas de scaffold que al preparar el corte han 
desaparecido. 



RESULTADOS	  
	  

	   149	  

 

 
Ilustración 83. Imagen obtenida con microscopio de luz a 200 aumentos de corte de mandíbula de rata de 
grupo IV teñido con H-E donde se observa restos de scaffold (→) con zonas huecas y vacías de formación de 
hueso (→). Tejido fibroso (→) y fibroblastos (→), así como una coloración marronácea de restos  de 
hemosiderina (→) producido por la herida quirúrgica. 
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2. ESTUDIO HETEROTÓPICO: ESTUDIO DE LOS INJERTOS INGUINALES 

 

2.1 VALORACIÓN MACROSCÓPICA 

 

Durante la retirada del injerto se observa perfectamente delimitada su posición y su 

relación con estructuras adyacentes (ilustración 84-87). En este caso tampoco 

observamos diferencias en cuanto a la consistencia del injerto extraído, teniendo todos 

los grupos una consistencia más rígida que la consistencia gelatinosa inicial, pero 

fácilmente maleable a la presión  digital. 

 
Ilustración 84.  Aspecto macroscópico de injerto inguinal durante el proceso de extracción en lado derecho. 
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Ilustración 85.  Aumento de la anterior con círculo en color amarillo rodeando el injerto. Se observa de 
manera muy visible la arteria nutricia próxima al injerto. 

	  

 
Ilustración 86.  Aspecto macroscópico del injerto durante la extracción en el lado izquierdo. 
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Ilustración 87. Aumento de la imagen anterior con círculo en color amarillo rodeando el injerto. Se observa de 
manera muy visible la arteria nutricia próxima al injerto. 

 

2.2 VALORACIÓN MICROSCÓPICA. 

 

A nivel microscópico se procede a realizar análisis histológico de dos muestras de cada 

grupo, a las que se somete a tinción de VK, Giemsa y H-E. Se pretende estudiar la 

composición cualitativa de dicho injerto fundamentalmente identificando los grupos en 

los que se observan núcleos de osificación para establecer una correlación con los 

injertos mandibulares. 

De todos los grupos, solamente se observa zonas de calcificación evidentes en los cortes 

pertenecientes a las muestras del grupo III, es decir aquellos en los que el injerto está 

compuesto por la matriz y células diferenciadas en medio osteogénico durante 21 días 

de cultivo, lo cual  se ha podido apreciar gracias a las tinciones realizadas con VK 

(ilustración 94 y 95). El resto de grupos no presenta signos evidentes de osificación en 

ninguna de las tinciones realizadas (ilustración 88-93). Llama especialmente la atención 
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la neovascularización observada en algunos cortes, en los que no se ha producido 

formación ósea, pero sí se observan espacios vasculares neoformados relacionados a 

restos de scaffold (ilustración 89 y 90). 

Se van a estudiar los animales nº 2, 5, 7 y 10 tanto en el lado derecho como en el lado 

izquierdo. 

 

 
Ilustración 88. Corte profundo (17) de rata nº 2 lado derecho, perteneciente al grupo I. Tinción con VK a 10 
aumentos. Se observa restos del scaffold (→), tejido fibrosos (→) con una coloración marronácea debido a 
restos de hemosiderina. Ningún indicio de calcificación. 
 
 
 

 
Ilustración 89. Corte profundo (18) de rata nº2 lado derecho (grupo I). Tinción Giemsa a 4 aumentos. Se 
observa espacio vascular (→), Éste es un punto muy importante que hay que destacar, ya que la estructura 
porosa de la matriz permite la neovascularización en su interior, hecho fundamental para permitir el aporte 
de nutrientes  y oxígeno, que facilitará la neoformación ósea. Tejido musculoesquelético (→), restos de scaffold 
(→). Se aprecia tejido fibroso laxo (→), pero no centros de osificación. 
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Ilustración 90. Corte profundo (20) de rata nº2 lado izquierdo (grupo II). Tinción H-E. Apreciamos vena con 
material fibrino-hemático en su interior (→), arteria (→): muy relevante la aparición de espacios vasculares, 
que nos indica que el tamaño del poro del scaffold es adecuado para la formación de nuevos vasos, procedente 
de los tejidos adyacentes del huésped. Abundante tejido fibroso (→) y restos de scaffold en zonas vacías (→) 
donde intuimos se ha producido un desprendimiento del scaffold durante el proceso de la preparación del 
corte. 

 

 
Ilustración 91. Corte profundo (17) de rata 5 lado izquierdo (grupo II) Tinción VK a 4 aumentos. No se 
observa la coloración característica de centros de calcificación. Solamente tejido musculoesquelético (→) y 
espacios huecos con lo que podrían ser restos de scaffold (→). 

 
 

 
Ilustración 92. Corte profundo (20) de rata nº 10 lado izquierdo (grupo IV). Tinción con H-E. Solo se observa 
tejido musculo-esquelético. 
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Ilustración 93. Corte intermedio (16) de rata nº 7 lado izquierdo (grupo IV). Tinción con VK a 4 aumentos. 
Solo se observa músculo, no se aprecia ningún núcleo de calcificación. 

 
 

 
Ilustración 94. Corte superficial (nº3) de rata nº7 lado derecho (grupo III). Tinción con VK positivo a 4 
aumentos en el que se observa claramente la tinción muy marcada que nos indica zonas de calcificación(→) , y 
por tanto existe diferenciación hacia linaje osteoblástico. 

	  

 
Ilustración 95. Corte profundo de rata nº7 lado derecho (grupo III). tinción VK positiva a 20 aumentos. Se 
observa marcada tinción de color negro azulado indicando zonas de calcificación (→). Se observan restos de 
scaffold (→), así como tejido fibroso (→). 



	  



	  

 

 

 

 

 

 

 

V. DISCUSIÓN
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1. DISCUSIÓN DE LA METODOLOGÍA 

 

1.1 MODELO ANIMAL 

 

La aplicación de cualquier tratamiento o técnica en seres humanos necesita 

obligatoriamente su evaluación en estudios preclínicos con animales de 

experimentación. En el caso que nos ocupa, la regeneración ósea, antes de llevar a cabo 

investigación en animales grandes es necesario profundizar en el estudio  en  modelos 

animales filogenéticamente inferiores que nos permita validar unas condiciones 

fisiológicas en los procesos de regeneración. La elección de un correcto modelo animal 

es fundamental para el éxito de los estudios preclínicos. La opción de roedores para 

estudios del comportamiento de materiales con finalidad reparativa en el hueso está 

sobradamente contrastado en la literatura  (Schmitz y Hollinger, 1986; Liebschner, 

2004). En nuestro estudio, la utilización de un modelo murino, concretamente la rata, 

representa una serie de ventajas, ya que la alta actividad metabólica de estos animales y 

como consecuencia su alta tasa de remodelación ósea, los hace ideales para modelos de 

regeneración, pudiendo obtener los resultados de generación tisular en un corto plazo de 

tiempo, así como la comparación de los resultados obtenidos con los de otros trabajos, 

debido a la estandarización de los estudios en regeneración ósea experimental. Aunque 

algunos autores (Urist y cols. 1982)  expresan ciertas dudas en la utilización de estos 

animales precisamente por el alto índice metabólico  y por ello, el elevado potencial 

osteogénico. 

Otro factor muy importante en la elección de nuestro animal de experimentación fue la 

necesidad de utilizar ratas con  aplasia del timo, y por tanto, con su sistema defensivo 

disminuido, de tal manera que pudiéramos llevar a cabo la implantación de células de 



DISCUSIÓN	  
	  

	   160	  

origen humano sin generar una respuesta inmunológica que pudiera condicionar los 

procesos de recuperación postquirúrgicos y evitar así un rechazo al injerto implantado. 

De este modo poder valorar si la celularidad de las muestras obtenidas de los defectos 

mandibulares creados tras la implantación, tienen un origen humano o su  procedencia 

es la del propio animal. Para este cometido, lo ideal hubiera sido llevar a cabo un 

análisis inmunohistoquímico de las muestras y poder determinar así, si el origen del 

hueso neoformado es humano o del propio huésped, pero por motivos de índole 

económico no pudimos realizar dicha comprobación. A pesar de ello está justificada la 

elección de dicho animal ya que este trabajo continua la línea de investigación iniciada 

en el año 2009 por la Dra. Gallego, permitiéndonos comparar los resultados de ambos 

trabajos. Además de comprobar los procesos de regeneración ósea a nivel mandibular, 

quisimos comprobar el comportamiento de los injertos fuera de la mandíbula a nivel 

inguinal. Una vez escogido nuestro modelo de rata atímica desnuda, observamos que 

presenta una serie de ventajas, debido a que la obtención del injerto a partir de la 

exodoncia de cordales en humanos no genera ninguna morbilidad y es algo que no 

supuso ninguna dificultad, sin embargo, someter a los animales a dos cirugías (la 

primera para la extracción del injerto) podría suponer un riesgo para el animal. Del 

mismo modo, para conseguir una expansión celular del cultivo in vitro, previa a la 

implantación, para conseguir tal número de células, nos obliga a acudir a cortical 

humana, puesto que necesitaríamos intervenir a un alto número de animales de esta 

especie realizando extirpaciones de fémur completo, ya que necesitaríamos la medular 

de dicho hueso para realizar las preparaciones celulares que necesitamos. Por todo ello, 

en nuestro estudio vamos a utilizar rata mutante atímica desnuda, cuyo uso está 

contrastado en numerosos estudios, como los realizados en evaluación de xenoinjertos 

(Bäuerle Y cols, 2006; Buursma y cols, 2005; Dauchy y cols, 2004), regulación de la 
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carcinogénesis (Chen y cols, 2002; Siegall y cols, 1994; Svechnikova y cols, 2003), 

terapia tumoral (Burch y cols, 2005; Dauchy y cols, 2004; Sauer y cols, 2005) o 

angiogénesis tumoral (Amirkhosravi y cols, 1998; Cabrera y cols, 2006).  

 

1.2 MODELO QUIRÚRGICO 

 

Los defectos óseos experimentales en calota de animales es un procedimiento muy 

frecuente para los estudios de regeneración de hueso (Gupta y cols, 2008). En el caso de 

la rata requiere la realización de defectos óseos críticos en calota de 8 mm (Takagi y 

Urist, 1982; Schmitz, y cols, 1990), lo cual supone un inconveniente técnico al tener 

que aproximarse a estructuras muy comprometidas como la duramadre.  No obstante, 

cuando queremos determinar la máxima efectividad del material injertado en cirugía 

cráneomaxilofacial, debemos realizar el estudio sobre mandíbula (Boyne, 1980), ya que 

presenta una serie de características que la hacen única en el territorio maxilofacial, 

como es su movilidad y el estrés mecánico al que se ve sometida por la potente acción 

muscular y las cargas masticatorias. Esto hace que los procesos de reparación ósea sean 

especialmente complejos cuando afectan a la mandíbula (Kaban y Glowacki, 1981). 

Otras técnicas emplean procedimientos quirúrgicos interrumpiendo la continuidad de la 

mandíbula, utilizando modelos de distracción ósea mandibular, lo cual genera un 

procedimiento difícilmente reproducible por la dificultad técnica que representa (Hu y 

cols, 2007) 

La finalidad de la cirugía es poder acceder al hueso mandibular y generar un defecto 

crítico, es decir no autorregenerable, que permita la colocación de nuestro injerto. De 

est modo, pretendemos evaluar las propiedades osteorregenerativas de nuestros injertos. 

El limitado acceso quirúrgico en nuestro modelo animal genera una serie de dificultades 
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que nos llevan a considerar la creación de un defecto sin interrupción de la continuidad 

del hueso (Schmitz y Hollinger, 1986), por tanto un defecto circular intraóseo de 4 mm 

de diámetro situado a nivel del ángulo mandibular, en continuidad con la rama 

ascendente (Kaban y  Glowacki, 1981). La realización de este tipo de defecto de 4 mm 

en los estudios de regeneración ósea en ratas, ha sido contrastado por distintos autores y 

utilizado en distintos ensayos siendo un modelo fiable que presenta varias ventajas, 

entre ellas, la preservación de la continuidad mandibular, comentada anteriormente. 

Además es un defecto que no muestra capacidad autorreparativa: está constatada la 

invasión por tejido cicatricial impidiendo la regeneración ósea en defectos mandibulares 

de 4 mm e impidiendo el reposicionamiento del periostio, lo cual evita los posibles 

efectos osteorregenerativos no atribuibles a la matriz (Jones y cols, 1996; Lorente y 

cols, 1992). Otra ventaja que ofrece la realización de este tipo de defecto, es que la 

acción del potente músculo masetero genera una barrera que confiere estabilidad al 

injerto, evitando movilizaciones que pudieran afectar a la prosperidad del injerto. 

 

1.3 SCAFFOLD 

 

Tanto la experiencia clínica como diferentes estudios, nos muestran las ventajas de 

utilizar hueso autólogo fresco como el mejor de los injertos para reparar los defectos 

óseos. Sin embargo, existen distintos problemas a la hora de usar autoinjertos en la 

región craneofacial como es la morbilidad de la zona donante, así como la limitación en 

la cantidad de hueso disponible, fundamentalmente en niños. Además, el contorno 

irregular con zonas anguladas del injerto dificulta el posicionamiento y estabilidad del 

mismo. Otro aspecto negativo en el uso de este tipo de injertos es la impredecibilidad en 

la reabsorción de los mismos (Mulliken y cols, 1980).  Pero realmente ¿qué es lo que se 
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necesita para que se produzca un crecimiento de hueso? Desde un punto de vista 

biológico se necesitan células, matriz extracelular, puentes de unión intercelular, 

interacción de la matriz extracelular con las propias células y factores de crecimiento. 

Pero además, es necesario un medio capaz de soportar los componentes anteriormente 

citados y que imite del mejor modo posible, la estructura tridimensional del hueso que 

va a remplazar.  La matriz extracelular, que hasta hace poco tiempo no recibía el 

protagonismo que ahora presenta, es primordial para la organización de los distintos 

tejidos y participa de forma dinámica en la interacción entre células, y entre células y 

las distintas moléculas que forman dicha matriz, contribuyendo a la migración, 

proliferación, diferenciación, morfología, metabolismo y la consecuente muerte celular 

(Uitto, y cols, 1989).  

La matriz extracelular proporciona un soporte estructural y un ambiente físico 

necesarios para que las células residentes en el tejido puedan estabilizarse en él, crecer, 

migrar y responder a distintos estímulos (Langer y cols, 1993; Kneser y cols, 2002) 

proporcionado señales específicas a las células para que puedan interactuar con el 

ambiente (Yim y cols, 2005). También proporciona al tejido propiedades mecánicas 

como la rigidez o elasticidad específica para cada tipo de tejido; por ejemplo las fibras 

de colágeno tipo I organizadas en los tendones presentan un rigidez muy alta que les 

confiere resistencia, mientras que las fibras de colágeno de la piel presentan una 

distribución que confiere a la piel dureza y elasticidad.  

Otra función muy importante de la matriz extracelular es que actúa también como 

reservorio de factores de crecimiento permitiendo su actividad, como por ejemplo el 

proteoglicano de sulfato de heparina que facilita la actividad de β-FGF (factor de 

crecimiento fibroblástico-β) (Schönherr y cols, 2000). Además la matriz extracelular 

debe permitir su degradación facilitando la neovascularización y el remodelado del 
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tejido en respuesta a los procesos dinámicos de reparación.  

Por lo tanto el mejor scaffold que existe es la matriz extracelular.  Por eso el desarrollo 

de cualquier scaffold persigue imitar en lo máximo posible las funciones de dicha matriz 

extracelular. De aquí la gran importancia que tiene el diseño del scaffold en los 

procedimientos de ingeniería tisular (Spector y cols, 2006; Muschler y cols, 2004; De 

Santis y cols, 2015).  

Muchos han sido los scaffolds utilizados por distintos autores en distintos ensayos, tanto 

naturales como sintéticos, lo cual nos da una idea de la complejidad y exigencias que un 

scaffold ideal debe poseer. No obstante, todos ellos deben poseer una serie de 

propiedades esenciales:   

- Biocompatibilidad. Cualquier material implantado debe evitar la 

posibilidad de provocar ningún tipo de rechazo en el huésped (Hutmacher y 

cols, 2000; Agrawal y cols 2001; Leong y cols, 2003; Yang y cols, 2001). 

En nuestro estudio utilizamos una matriz de origen humano (scaffold 

Meana) que implantaremos en el animal de experimentación, pero pensando 

en un futuro uso clínico, lo que se pretende es elaborar una matriz a partir de 

material autólogo utilizando albúmina del plasma sanguíneo del propio 

paciente, asegurándonos de este modo la compatibilidad del material, 

eliminando el riesgo de respuesta inmune por parte del huésped (Meana y 

cols, 2008; Gallego y cols, 2010). 

 

- Estructura arquitectónica. El scaffold debe poseer una estructura porosa. 

En este punto el tamaño del poro juega un papel fundamental para permitir el 

crecimiento celular, así como facilitar un suficiente aporte vascular. Está 

bien aceptado el uso de poros con un tamaño que oscila entre 200-900 µm 
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(Yang y cols, 2001; Maquet y cols, 1997; Freed y cols, 1998; Burg y cols, 

2000; Zadpoor, 2015). En nuestro trabajo, el scaffold utilizado presenta un 

tamaño de poro de 300 µm, que es un tamaño que permite la estabilidad, 

crecimiento y proliferación celular.  Las pruebas de microscopía electrónica 

de barrido llevados a cabo en los trabajos de la Dra. Gallego nos permite 

confirmar la existencia de grupos de osteoblastos alojados en los poros del 

scaffold, apreciándose numerosos puentes intercelulares. No obstante, otros 

autores como Holly en el año 2000 defiende un concepto totalmente distinto, 

en el que cree que el crecimiento óseo sólo se producirá utilizando matrices 

tridimensionales con macroporos en un rango de 1,2 a 2,0 mm (Holly y cols, 

2000). Ciertamente este concepto de porosidad ofrece ciertas ventajas en 

cuanto a permitir el crecimiento de vasos en el interior, pero desde el punto 

de vista de sus propiedades mecánicas no es el más conveniente, por eso este 

concepto no está muy extendido. Podemos confirmar la presencia de 

elementos vasculares en el interior de los injertos, constatado gracias al 

estudio histológico de los injertos implantados heterotópicamente, lo que nos 

indica que el tamaño del poro del scaffold utilizado, aunque se podría 

considerar pequeño, permite la neovascularización del nuevo tejido. 

 

- Propiedades de la superficie. El scaffold debe poseer unas propiedades 

químicas que favorezca la adhesión celular, así como propiedades 

topográficas que favorezcan la proliferación celular, modulando los procesos 

de osteoconducción (Lange y cols, 2002; Assinelli y cols, 2003; Shadjou y 

cols, 2015).  El scaffold que utilizamos, gracias al uso de albúmina y 

glutaraldehido, permite la adhesión celular (comprobada mediante 
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microscopía electrónica de barrido) y el crecimiento y proliferación celular 

(confirmado mediante distintas técnicas de análisis histológico e 

inmunohistoquímico: tinción de VK, H-E, fosfatasa alcalina). Este aspecto 

también está contrastado en los trabajos de la tesis doctoral de la Dra. 

Gallego (Gallego, 2009). El glutaraldehido es una sustancia no apropiada 

para la fabricación de matrices, y aunque favorece la adhesión celular, hace 

que la matriz sea poco degradable y el remanente sea muy tóxico para las 

células (Hollander y cols, 2004). Una opción para situar células en el interior 

es mezclar la albúmina con partículas de carbonato cálcico, lo cual obliga a 

tratar la mezcla con soluciones ácidas para eliminar dichas partículas, 

permaneciendo el glutaraldehido residual que sigue siendo muy tóxico. En la 

matriz de nuestro experimento se elimina la sustancia entrecruzante 

(glutaraldehido) mediante un proceso de liofilización, que además favorece 

la porosidad del material (Meana y cols, 2008). 

 

- Propiedades mecánicas.  El scaffold debe tener la suficiente resistencia 

mecánica para soportar la presión hidrostática y mantener el espacio 

necesario para el crecimiento celular y la producción de matriz extracelular, 

soportando el estrés continuo al que es sometido el tejido óseo (Leong y cols, 

2003; Hutmacher y cols, 2000; Shamaz y cols, 2015). El scaffold Meana 

presenta una gran resistencia y elasticidad, ya que una vez liofilizada la 

mezcla albúmina-agente entrecruzante, se vuelve a hidratar mediante el 

empleo de distintas concentraciones decrecientes de etanol, obteniendo un 

soporte flexible y poroso, que puede ser cortado con facilidad sin riesgo de 

fractura (Meana y cols, 2008), obteniendo la forma y tamaño del injerto que 
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necesitamos para reparar el daño tisular, en nuestro caso pequeños cilindros 

con base de 4 mm de diámetro correspondiente al diámetro del defecto 

creado y altura de 2 mm para poderlo posicionar en la zona del defecto. Sin 

embargo, podemos encontrar limitaciones en el uso de este scaffold en 

aquellas zonas donde se requiera soportar altas cargas, ya que su dureza es 

limitada, como por ejemplo en grandes segmentos mandibulares, donde 

estaría más indicado el uso de matrices basadas en materiales fosfatocálcicos 

o metálicos que tengan mayor dureza. 

 

- Biodegradabilidad. La degradación del scaffold debe ser apropiada al 

crecimiento del nuevo tejido, de manera que cuando el daño sea totalmente 

reparado el scaffold debe haber sido totalmente degradado (Langer y cols, 

1993). Este concepto se conoce como creeping substitution y hace referencia 

a la capacidad que tiene el scaffold para ser sustituido por tejido neoformado 

a medida que va desapareciendo (Huang y cols, 2014). La naturaleza 

proteica del scaffold Meana, juega un papel primordial en su 

biodegradabilidad, ya que las proteínas del suero generan señales que activan 

a los macrófagos que participan en su degradación y permitiendo que dichas  

sustancias de degradación generadas se eliminen por el organismo sin 

producir ningún tipo de toxicidad. El Scaffold utilizado muestra una 

respuesta inflamatoria muy moderada en la zona del trasplante con una 

degradación paulatina y controlada del material, como hemos podido 

observar en los resultados histológicos donde no apreciamos signos de 

reacción inflamatoria aguda ni crónica, ni reacción granulomatosa a cuerpo 

extraño. Mientras la estructura del scaffold original es degradada, se produce 
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la integración de la nueva matriz extracelular producida por células 

sembradas en el scaffold o provenientes del propio huésped, generándose un 

nuevo tejido que puede reproducir las funciones del tejido originalmente 

dañado. 

 

En resumen el scaffold Meana ofrece una serie de ventajas que lo diferencian de otros 

utilizados previamente (Meana y cols, 2008):  

- Aporta una estructura tridimensional para las células, aportando a la vez señales de 

adhesión. Además permite la neovascularización, favoreciendo la formación del nuevo 

tejido. Esto confiere al producto, una composición idónea para el desarrollo de modelos 

de ingeniería tisular. 

- Es un scaffold que permite el cultivo "in vitro" durante largos periodos de tiempo 

(hasta 6 meses), sin pérdida de la estructura tridimensional. Esto permite el desarrollo 

de modelos de diferenciación "in vitro". 

- Es un material biológico actualmente empleado en clínica a través de diferentes 

ensayos y proyectos de investigación (Redondo y cols, 2010; Gómez y cols, 2011). 

- El producto original es de muy fácil obtención  a partir de concentrados de albúmina o 

extracción hemática (venopunción). 

 - La posibilidad de construir un soporte para ingeniería tisular a partir de pequeñas 

cantidades de plasma, nos ofrece la posibilidad de obtener estas estructuras partiendo de 

productos biológicos autólogos, es decir, obtenidos del propio paciente al que va a ser 

implantados, evitando de esta manera el uso de materiales alogénicos, que pueden llegar 

a producir rechazo inmunológico en el paciente, así como el rechazo social que algunos  

en algunos casos provoca. 
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1.4 OBTEOBTENCIÓN DE MSC 

 

Desde los primeros trabajos de Peck y cols. en la década de los 60, que aislaron y 

cultivaron células mesnquimales obtenidas a partir de tejido óseo (Peck y cols, 1964), se 

han descrito distintas técnicas para tal fin como la digestión enzimática con colagenasa  

(Beresford y cols, 1983; Luben y cols, 1976), la clonación (Aubin y cols, 1982) o el 

aislamiento mecánico (Gallagher y cols, 1983; Williams  y cols, 1980).  Una vez 

establecido el cultivo celular, la caracterización es un procedimiento obligatorio para 

poder confirmar la presencia, proliferación y diferenciación celular (Shima y cols, 

2015). Esta caracterización se basa en la producción de ciertas sustancias asociado a 

este tipo de células como el colágeno de tipo I (Eyre y cols, 1980), la actividad de la 

fosfatasa alcalina (Ashton y cols, 1985) y la producción de osteocalcina (Casser-Bette y 

cols, 1990; Auf'mkolk B, y cols, 1985) y osteonectina, (Whitson y cols, 1984), así como 

respuesta celular a prostaglnadina E (Luben y cols, 1976; Nijweide y cols, 1982),  y la 

capacidad osteogénica (Whitson y cols, 1984;  Casser-Bette y cols, 1990; Majeska y 

cols, 1985). Por otra parte, la morfología de las células cultivadas, no siempre se 

diferencian bien de otras células mesenquimales, lo que obliga a llevar a cabo 

procedimientos bioquímicos y morfológicos de caracterización celular. En nuestro 

trabajo utilizamos la misma metodología llevada a cabo por la Dra. Gallego quien 

realizó un estudio histoquímico mediante tinción de Hematoxilina-Eosina que objetivó 

la presencia de células osteoblásticas. También confirma mediante tinción de Von 

Kossa la producción de matriz osteoide. La detección de la actividad de fosfatasa 

alcalina confirmó el fenotipo osteoblástico del cultivo. Por último el análisis mediante 

microscopía electrónica de barrido muestra la presencia homogénea de células en todo 

el scaffold, tanto a nivel de superficie como en todo su espesor, así como nódulos de 
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calcificación. El uso de microscopía electrónica de barrido como herramienta para el 

análisis de cultivos celulares de osteoblastos, ha sido estudiado por distintos autores 

como Malicev y cols. en 2008, y Bassi y cols. en 2015 que estudian la presencia de 

osteoblastos sembrados sobre hidroxiapatita. En otros trabajos como los de Wagner en 

2007, se estudia el comportamiento de osteoblastos humanos sembradas sobre distintas 

matrices (Wagner y cols, 2007; Zhang y cols, 2015). En todos estos trabajos se observa, 

gracias al uso de microscopía electrónica de barrido, en mayor o menor medida, la 

presencia de osteoblastos bien asentados sobre la matriz con la presencia de uniones 

intercelulares y núcleos de calcificación. 

 

1.5 ANÁLISIS RADIOLÓGICO. 

 

Durante muchos años se ha utilizado el estudio de densidades radiológicas para evaluar 

los procesos de regeneración ósea mediante el empleo de distintos biomateriales. Hasta 

la década de los 90, mediante el estudio de radiografía convencional, se utilizaban 

criterios de difícil reproducción basados en escalas de aluminio (Bloxom y cols, 1986),   

en los que a las distintas radiopacidades se les asignaba un valor numérico de tal manera 

que pudieran someterse a un estudio estadístico, obteniendo así resultados cuantificables  

(Kawai y cols, 1988; Lasa y cols, 1995). 

Hoy en día, gracias a la evolución tecnológica, disponemos de distintas pruebas 

radiológicas más fiables, que nos permiten un estudio más preciso. Las tomografías 

convencionales en dos dimensiones están evolucionando, permitiéndonos obtener 

reconstrucciones volumétricas en tres dimensiones que se pueden extender a la 

adquisición de imágenes en cuatro o cinco dimensiones. Estos conceptos de cuarta y 

quinta dimensión hacen referencia a la capacidad que poseen determinados software de 
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procesamiento de imágenes de obtener, a través del uso de la combinación de 

tomografía computerizada y tomografía por emisión de positrones, así como mediante 

el detector ultrarrápido de tomografía computerizada cardiaca, información de la 

actividad metabólica incluso en tiempo real. 

En nuestro trabajo obtenemos imágenes de tomografía computerizada en formato 

DICOM (Digital Imagning and Communications in Medicine) que es el formato de 

imagen que actualmente  se utiliza con más frecuencia. Existen multitud de programas 

informáticos en el mercado que permiten el tratamiento de dichas imágenes. Nosotros 

hemos escogido la plataforma OsiriX compatible con MacOS (Apple). Este 

programa desarrollado a principios de la década de los 2000 en la Universidad de 

UCLA, presenta la capacidad de realizar reconstrucciones multiplanares o MPR 

(multiplnar reconstruction), así como visualizaciones tridimensionales mediante 

proyecciones de máxima intensidad o MIP (Máximum Intensity Projection) (Rosset y 

cols, 2004; Rosset, y cols, 2006; Rosset, y cols, 2005). Actualmente, OsiriX está 

siendo utilizado, en sus últimas verisones, de manera muy extendida en el diagnóstico 

médico en la práctica clínica habitual. 

Uno de los objetivos fundamentales que nos marcamos al inicio de este trabajo, fue 

conseguir unos protocolos para el estudio de los procesos regenerativos mediante el 

análisis de las densidades radiológicas de los defectos, para lo cual se pretendió evaluar 

la densidad mineral ósea (DMO) (Hohlweg-Majert y cols, 2011). En este trabajo 

medimos la densidad media de un volumen correspondiente al defecto creado a partir de 

la medición de las densidades medias de las distintas áreas que conforman dicho 

volumen. En este sentido casi todos los trabajos que hemos encontrado presentan los 

análisis de densidad radiológica mediante el estudio de las densidades medias de un área 

determinado; la mayor parte de los trabajos encontrados se refieren al ámbito de la 
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cirugía implantológica dental, en la que se pretende diagnosticar las zonas del hueso del 

paciente, que presenten mayor densidad ósea, para seleccionar las zonas más adecuadas 

para la colocación de implantes dentales (Homolka y cols, 2002; Aranyarachkul y cols, 

2005; Turkiyilmaz y cols, 2007; Meyer, 2009; Hao y cols, 2014).   

En otros trabajos como los de Hee Jung Kim y cols. en 2011, centran el estudio de la 

reparación del defecto acotando el análisis de la densidad radiológica a un área que 

corresponde al centro de la lesión, obviando los márgenes de la misma y evitando así 

incluir en el análisis de las densidades radiológicas zonas de hueso intacto del huésped 

que pudieran modificar, interferir y sesgar los resultados obtenidos. 

En distintos trabajos publicados en modelo animal, utilizan testigos radiológicos que se 

introducen en el animal cerca de las zonas del defecto para poder comparar la 

atenuación de los rayos sufrida en el interior del defecto con dichos testigos. 

Consideramos que dichos testigos podrían distorsionar la zona del defecto por su 

proximidad y además la gran morbilidad que implica utilizar fantomas densitométricos, 

hecho descartable en cualquier procedimiento de investigación clínica en seres 

humanos. Otros estudios utilizan la selección arbitraria de distintos puntos dentro del 

defecto y a partir de éstos calculan la media de densidad de dichos puntos, utilizando 

dichos valores para la comparativa entre los distintos grupos. Precisamente el hecho de 

ser seleccionados de forma arbitraria es poco fiable teniendo en cuenta que el proceso 

de regeneración dentro de un defecto no es uniforme en todos los puntos del defecto.  

 En otros estudios se analiza la densidad media en volumen (estudios volumétricos), que 

teóricamente correspondería al defecto y se realiza la comparativa a partir de dichos 

resultados. Entendemos que en un volumen existen zonas que corresponden al hueso 

neoformado pero también a zonas con otros tejidos adyacentes al hueso, como músculo, 

que generarían una media de densidad mucho más baja al considerar todos estos tejidos. 
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Nuestro modelo se basa en el que ha sido el gold standard para la medición de la 

densidad mineral ósea de un volumen a partir de la tomografía computerizada 

cuantitativa: QCT: quantitative computed tomography (Georgescu y cols, 2010).  La 

QCT permite obtener valores de densidad de un determinado volumen de hueso; en sus 

inicios utilizaba fantomas de calibración con materiales de distinta densidad que 

producían una atenuación de la radiación similar a la que produce las distintas 

densidades de hueso obteniendo así unos valores de densidad mineral ósea específica 

que podría equipararse a las unidades Housnsfield. Hoy en día, el desarrollo de nuevos 

programas de análisis de imagen permite el estudio de las densidades en determinadas 

áreas de interés, pero también gracias a las reconstrucciones volumétricas, en 

volúmenes donde podemos medir la densidad media. 

En nuestro modelo intentamos estudiar un VOI (volumen of interest) determinado que 

coincida con el tamaño del defecto y que se encuentra situado en el lugar del defecto. 

Para ello hacemos el estudio en los tres planos del espacio, analizando un ROI (región 

of interest) de 0,032 cm2 para el plano axial, de 0,032 cm2 para el plano coronal y de 

0,125 cm2 para el plano sagital. La mayor dificultad fue situar el área a estudiar en la 

posición donde teóricamente se encuentra el defecto. No obstante la menor 

mineralización del hueso neoformado nos permitió determinar el área concreta. Además 

tomamos valores arbitrarios dentro del defecto para saber que estábamos en la 

localización precisa y lo comparamos con un valor también arbitrario separado del 

defecto que nos indicaba siempre una densidad mayor correspondiente a hueso intacto. 

De este modo teníamos una gran seguridad de escoger el área correcta. Para obtener 

mediciones fiables se procedió a medir en dos ocasiones cada una de las áreas de interés 

y se hizo por tres observadores diferentes, sistemática llevada a cabo en numerosos 

trabajos publicados. No obstante la elección de un ROI determinado para su análisis 
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densitométrico radiológico no está exento de la problemática de incluir en él tejidos 

blandos adyacentes, lo cual falsearía la media de densidad a la baja. Por eso no sería 

descartable el centrar el estudio a una zona más reducida que el tamaño del defecto 

creado para incluir en él solamente tejido óseo, intentando acotar la zona de estudio al 

centro de la lesión (Kim HJ y cols, 2011). 
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2. DISCUSIÓN DE LOS RESULTADOS 

 

En el trabajo que nos ocupa, hemos llevado a cabo un estudio experimental de 

regeneración ósea en rata atímica, en el que se pretende analizar las diferencias 

osteorregenerativas en los defectos críticos mandibulares creados en dichos animales, 

comparando los distintos grupos establecidos en función del injerto implantado en cada 

uno de los grupos, estableciendo así los siguientes grupos: 

- Grupo I: scaffold con células en medio de expansión durante 1 día 

(SM+células 1 día). 

- Grupo II: CONTROL: solo scaffold. (SM). 

- Grupo III: scaffold con células cultivadas durante 21 días en medio 

osteogénico (SM+células 21 diferenciadas). 

- Grupo IV: scaffold con células cultivadas 21 días en medio no osteogénico 

(SM+células 21 días). 

Lo primero que hay que analizar, antes de entrar en el análisis de los resultados 

propiamente dichos, es la variabilidad que existe entre las mediciones realizadas, tanto a 

nivel interobservador (el grado de concordancia de las mediciones realizadas por dos o 

más observadores diferentes) como intraobservador (el grado de concordancia de las 

diferentes mediciones realizadas por el mismo observador). Para ello, hemos utilizado 

una herramienta estadística que es el coeficiente de variación (CV). Como norma 

general cuando el coeficiente de variación entre las distintas mediciones es inferior al 

10%  se considera preciso, cuando este coeficiente se encuentra en el intervalo entre 10 

y 25% se considera aceptable. Cuando el coeficiente de variación se encuentra por 

encima del 25% sólo lo podríamos tomar como tendencia y se considera desechable. En 
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nuestro caso, ninguno de los valores medios de los coeficientes de variación supera el 

25%. No obstante se observan los coeficientes de variación más elevados en función del 

área estudiada, lo que nos indica que la reproductibilidad de la metodología de la 

medición es más sencilla en el área denominado área 1 (corte sagital), que en el área 2 

(corte coronal) y encontramos mayor variabilidad en las mediciones en el área 3 (corte 

axial). Esto es debido a que el posicionamiento del área de estudio en los cortes coronal 

y axial es más complicado, ya que dicha superficie tiene dimensiones similares al 

tamaño de la mandíbula en el mismo corte por lo que mínimas variaciones en el 

posicionamiento del área de estudio generará importantes variaciones en las densidades 

radiológicas, lo que nos llevaría a incluir en el área de estudio densidad aire fuera del 

propio hueso mandibular (se están calculando densidades radiológicas medias de áreas 

correspondientes al tamaño del defecto en cada uno de los planos).  

En el estudio ortotópico se produce una mayor regeneración ósea en el grupo III, que en 

el I y II sin existir diferencias significativas entre ellos. Sin embargo, el grupo IV 

presentó un menor proceso de regeneración ósea estadísticamente significativo.  Estos 

datos obtenidos a partir del estudio radiológico coinciden con el análisis histológico que 

se realiza de las muestras, donde en estos tres primeros grupos, a partir del análisis 

realizado mediante tinción de H-E, se observan distintas zonas de osificación en mayor 

o menor  medida. Sin embargo, en los pertenecientes al grupo IV apenas se observan 

células osteoblásticas ni procesos de calcificación, y sí restos de scaffold y gran 

cantidad de tejido fibroso. 

Llama la atención la poca o nula influencia que parece tener el tipo de células que 

sembramos en el scaffold, hasta el punto de que el scaffold por sí solo genera unos 

niveles de osteoformación muy similares a cuando se utiliza el scaffold con células 

cultivadas un día en medio osteogénico o cuando se usa scaffold con células cultivadas 
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durante 21 días en medio osteogénico. Estos resultados hay que interpretarlos con 

cautela, ya que la valoración del proceso regenerativo se lleva a cabo en un momento 

muy determinado que es la semana número 12, por tanto, con los datos obtenidos a 

partir de nuestro trabajo, desconocemos cómo serían los procesos de regeneración si 

hubiéramos realizado el análisis en las primeras semanas y cómo se van igualando 

dichos procesos regenerativos a medida que va pasando el tiempo. En distintos trabajos 

publicados, realizan el análisis de regeneración en distintos momentos: en las semanas 

iniciales (3ª o 4ª semana) en las que parece que el contenido del scaffold sí es 

determinante, de manera que el uso de células cultivadas en medio osteogénico sí 

generaría una diferencia mayor, observando una mayor rapidez en la regeneración al 

inicio que en un momento intermedio (semana 10 a la 15), en la que se empieza a ver 

que las diferencias entre los grupos va desapareciendo, y en un momento más tardío, 

como en la semana 40, en la que se produce una reparación prácticamente completa de 

ese defecto crítico y  por tanto no existen diferencias (Hee Jung Kim y cols, 2011). En 

nuestro estudio, la reparación del defecto es parcial en todos los casos de los 3 primeros 

grupos (I, II yIII), pero cabría esperar una regeneración completa del defecto si se 

concediera más tiempo antes del sacrificio. Este trabajo deja abiertas distintas vías de 

estudio, como es intentar conocer la diferencia del comportamiento de dichos scaffolds 

con los distintos contenidos celulares en distintos momentos del tiempo, así como la 

capacidad osteoinductiva y osteoconductiva de la matriz a lo largo del tiempo. Por 

tanto, más que el uso de un determinado contenido celular en el interior del scaffold lo 

que parece realmente determinante es el scaffold en sí mismo, que por sus 

particularidades estructurales, su composición y su arquitectura tridimensional, parece 

ofrecer un lugar ideal para permitir el crecimiento celular en su interior, permiteindo 

que células del huésped aniden en él, lo colonicen y formen el nuevo tejido. 
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Sin embargo, hay uno de los cuatro grupos estudiados que presenta unos resultados 

significativamente menores de regeneración que el resto, que es el grupo IV que es 

aquel en el que utilizamos como injerto el scaffold con un cultivo celular durante 21 

días en medio de expansión no osteogénico. La interpretación que hacemos de este 

resultado se basa en la potencialidad de las células sembradas en el scaffold, ya que al 

no favorecer su diferenciación en el cultivo in vitro parece que es influenciado por el 

ambiente del huésped en donde se produciría una diferenciación hacia linaje 

fibrablástico, observándose, por tanto, gran cantidad de tejido conectivo laxo en el 

interior del defecto, apareciendo únicamente pequeñas zonas de tejido óseo inmaduro 

alejados del centro del defecto, originado por el tejido del huésped en el proceso de 

reparación de la herida quirúrgica. Pero ¿por qué no se ha producido en este caso una 

regeneración por lo menos similar a la que observamos en el caso del grupo II (scaffold 

solo)? Una explicación posible, la atribuimos a la competencia que se establece entre las 

células del tejido huésped que rodea el defecto, donde parece que ha tenido más fuerza 

la presencia del tejido fibroso que el tejido óseo a la hora de generar el estímulo 

necesario para la diferenciación del injerto, coincidiendo con lo publicado por Harris y 

Cooper en el año 2004. 

También el no encontrar diferencias significativas en los tres primeros grupos nos 

plantea una serie de incógnitas ¿Tiene o no tiene influencia la composición del injerto 

en la regeneración final, hasta el punto de que el scaffold sin ningún tipo de preparado 

celular, puede generar una cantidad hueso similar a la obtenida con aquella en la que se 

ha producido un estímulo para la diferenciación de las células a células óseas 

(osteoinducción)? Se nos presentan distintas dudas debido al modelo del estudio que 

hemos establecido, en cuanto a los momentos del análisis de la regeneración, ya que es 

posible que en las primeras semanas el defecto del grupo I (SM+células 1 día) y 
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especialmente el del grupo III (SM+células 21 días diferenciadas), podría tener un 

mayor grado de regeneración que el del grupo II (control), y que a medida que va 

pasando el tiempo los procesos regenerativos se van igualando. Del mismo modo nos 

queda la duda de hasta qué punto se produciría el cierre completo del defecto crítico si 

el análisis se hubiera llevado a cabo en la semana 40 por ejemplo, donde posiblemente 

el proceso regenerativo podría ser completo en el grupo I o III y no total en el grupo II. 

No obstante, son dudas que se pueden despejar en futuros estudios que continúen con 

esta línea de investigación. Ahora bien ¿el tejido óseo neoformado de los grupo I y III 

es de origen humano, es del propio animal o es una mezcla de ambos? No podemos 

contestar a esta pregunta ya que no se ha podido realizar un estudio 

inmunohistoquímico (expresión de la Vimentina Humana) a las distintas muestras por 

limitaciones de orden fundamentalmente económicas. En distintos trabajos, como el 

publicado por Chen y cols. en el año 2002, se plantea la duda de si el tejido óseo 

formado procede de las células donantes, o de las propias células del huésped sometidas 

a un proceso de osteoinducción por parte de las primeras. Para averiguarlo, en distintos 

trabajos publicados en la literatura se procede al marcaje de las células mesenquimales 

implantadas o se realiza el estudio de la expresión de genes osteoblásticos, demostrando 

que son las células donantes las que mayor responsabilidad adquieren en el proceso de 

regeneración ósea, secretando factores inductivos que atraen células del huésped 

promoviendo su diferenciación osteogénica (Lee y cols 2000; Cowan y cols 2004). En 

el trabajo iniciado por la Dra. Gallego, planteaba la comparativa del uso de un scaffold 

con células sembradas de origen humano en defectos críticos vs esos mismos defectos 

sin ningún tipo de scaffold, donde demostró una mayor regeneración en los injertos 

donde se había utilizado matriz (Gallego y cols, 2010).  En dicho trabajo se pudo 

identificar el origen del hueso neoformado mediante la expresión de la Vimentina 
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Humana, demostrando la presencia de células humanas en el scaffold.  Precisamente un 

objetivo secundario que nos marcamos en este estudio fue el estudio satélite de estos 

mismos injertos localizados en una ubicación fuera de la mandíbula y alejado de 

cualquier componente óseo que pudiera influir en la formación ósea dentro del scaffold. 

De los cuatro grupos estudiados solamente se observó tejido óseo en los pertenecientes 

al grupo III (scaffold con células cultivadas durante 21 días en medio osteogénico), 

además la cantidad de tejido óseo formado era significativamente menor al encontrado 

en el estudio ortotópico  mandibular. A partir de esta situación interpretamos que 

aunque el  scaffold es capaz de estabilizar las células previamente cultivadas, y que en 

este caso, la diferenciación generada previa a la implantación del injerto es capaz de 

generar crecimiento óseo con células de origen humano,  lo verdaderamente influyente 

es el uso de una matriz con unas características muy concretas que favorecen el 

crecimiento óseo. En el estudio de la Dra. Gallego no se evaluó el grado de influencia 

de la matriz en si misma en el proceso regenerativo. En nuestro estudio hemos 

observado, gracias al estudio satélite a nivel inguinal, que la matriz es capaz de 

favorecer la osteoformación de tejido óseo humano y no perteneciente al huésped al 

usar los injertos con cultivo celular de 21 días en medio osteogénico, pero que cuando el 

scaffold no contiene ningún preparado celular, es capaz de llevar a cabo una 

regeneración ósea  similar a cuando contiene células diferenciadas (cuando se analizan 

los procesos regenerativos en la semana 12) cuando es injertado, lógicamente, en un 

defecto en el propio hueso. Otra característica muy importante que hemos podido 

confirmar es la capacidad que presenta el scaffold para favorecer la neovascularización, 

gracias a que el tamaño del poro utilizado en este scaffold permite el crecimiento de 

elementos vasculares en el interior del injerto, como hemos podido confirmar en el 

estudio heterotópico mediante el análisis histológico de los grupos I y II, mediante 
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tinción de Giemsa y H-E, que si bien en estos grupos no se ha producido un crecimiento 

óseo, tiene gran relevancia el hallazgo de esos componentes vasculares, fundamentales 

para la viabilidad del injerto a largo plazo. Por lo que parece  que lo más influyente a la 

hora de producirse la regeneración del defecto es la propia matriz, que por sus 

características la convierten en un lugar muy favorable para la migración, asentamiento 

y crecimiento de las células óseas, así como un lugar favorecedor de la 

neovascularización del injerto. 

Existe cierta controversia en cuanto a las ventajas del uso de células diferenciadas total 

o parcialmente hacia el linaje osteoblástico respecto al uso de células no diferenciadas. 

Distintos estudios apuntan la necesidad de utilizar células indiferenciadas para que tras 

su implantación no sólo evolucionen hacia la estirpe osteoblástica, sino que lo haga 

también hacia la estirpe endotelial favoreciendo de este modo el proceso de 

angiogénesis, fundamental para favorecer la regeneración ósea (Silva y cols. 2005; 

Trabanelli y cols, 2015), de este modo los procesos de angiogénesis y osteogénesis se 

pueden ver mutuamente beneficiados al utilizar células en este estado de 

indiferenciación. Otros estudios como los realizadas en calota de conejo  por Dudas y 

cols, 2006 o fémur de conejo por Peterson y cols, 2005 y Yoon y cols, 2007 observaron 

que las células sometidas a osteoinducción  presentaban una mayor actividad reparativa 

en comparación con las células no diferenciadas. Otros estudios  como los de Van der 

Doder y cols. 2003,  llegan a una situación intermedia en la que consideran que lo ideal 

es aprovechar las ventajas de los dos tipos de células (diferenciadas previamente y no 

diferenciadas) realizando un cultivo celular en medio osteogénico de forma rápida y 

transitoria. 
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El scaffold utilizado en nuestro trabajo es una herramienta muy prometedora en los 

procedimientos de Ingeniería Tisular Ósea (ITO) para la reparación de determinados 

defectos críticos en el hueso. Sus propiedades osteoinductivas y osteoconductivas, sus 

características estructurales, mecánicas, de biocompatibilidad y biodegradabilidad, así 

como la facilidad de obtención a partir del propio paciente, lo convierten en una 

alternativa muy importante a la hora de escoger la matriz más apropiada para ser 

utilizada en los procesos de regeneración ósea. No obstante, aunque el scaffold es un 

pilar básico en ITO, es muy importante encontrar un equilibro eadecuado entre el resto 

de los pilares que conformarn las estrategias de ingeniería tisular como son las células y 

las moléclulas de señalización especfíficas. Es por ello que todos los esfuerzos deben  ir 

dirigdos al perfeccionamiento de los biomateriales utilizados, el desarrollo de nuevos 

sitemas de biorreactores, que permitan reproducir in vitro condiciones microambientales 

lo más parecidas posibles al tejido óseo in vivo, desarrollando nuevos métodos de 

neovascularización así como la obtención de fuentes seguras de células osteogénicas, 

aplicando todos estos avances a los requerimientos específicos de cada enfermedad. 

Además, otro objetivo muy importante es el desarrollo de nuevas estrategias de 

evaluación de los procesos osteorregenerativos mediante métodos no invasivos de 

obtención de imágenes y su posterior interpretación. Nosotros presentamos en nuestro 

trabajo un método novedoso para poder cuantificar los procesos de regeneración ósea, 

obteniendo resultados fiables y reproducibles. No obstante esta metodología necesita ser 

perfeccionada y contrastada en futuros trabajos que continúen  en esta línea de 

investigación.  
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Las conclusiones obtenidas de nuestro estudio son las que procedo a enumerar a 

continuación: 

 

1. Tanto histológicamente como radiológicamente existe evidencia de formación 

ósea, sin que se halla producido la regeneración completa de los defectos óseos 

creados. Posiblemente 12 semanas sean insuficientes para completar un proceso 

de regeneración ósea. 

 

2. La presencia de células osteoblásticas en el injerto, en comparación a la no 

presencia de células, parece no tener influencia en el proceso de regeneración 

ósea en la semana 12. La presencia de células no diferenciadas en el injerto sí 

puede influir negativamente en la formación ósea al poderse diferenciar en la 

dirección de distintos linajes celulares no deseados. 

 

3. El scaffold, por sus características estructurales y químicas,  favorece la 

migración, asentamiento y crecimiento de las células óseas. 

 

4. El scaffold reúne una serie de condiciones que permite el cultivo celular in vitro 

y su posterior implantación en el huésped, favoreciendo el crecimiento celular, 

la neovascularización del injerto y la consiguiente formación de tejido óseo.  

 

5. Los injertos con células diferenciadas durante 21 días en medio osteogénico 

implantadas en la región inguinal de ratas atímicas, evidenció formación ósea, 

con algunos núcleos de mineralización, evaluado a las 12 semanas pos-injerto. 
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6. La metodología que hemos establecido en este estudio para medir la 

regeneración ósea a través de las densidades radiológicas es fiable y 

reproducible, aunque necesitará ser contrastada en futuros estudios. 
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