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RESUMEN 

La matriz ósea desmineralizada (MOD) es utilizada para reparar pérdidas de hueso debido 

a su propiedad osteoinductiva. La osteoinducción responde a la proteína constitutiva de la 

matriz ósea, la bone morphogenetic protein-2 (BMP-2). El objetivo de la presente 

experiencia consistió en establecer los acontecimientos celulares que conducen a la 

reparación de los defectos mediante la inmunodetección de las proteínas (BMP-2), 

wingless int (WNT), Runx2, osteopontina (OPN) y osteocalcina (OC). Para la presente 

experiencia se procesó MOD por empleo de un protocolo modificado y estandarizado. El 

producto se caracterizó por microscopía óptica y electrónica e implante intramuscular. Se 

emplearon 35 conejos a los que se les realizó un defecto óseo ortopédico en uno de los 

radios. En 30 animales, grupo tratamiento (Gt), los defectos se rellenaron con MOD, 

mientras que los otros 5 conejos, grupo control (Gc), no recibieron tratamiento. A ambos 

grupos se les realizó evaluación radiológica a los 7, 15, 21, 30, 60 y 150 días y en igual 

período los animales del Gt fueron sacrificados para realizar estudios histológicos con 

técnicas de rutina e inmunodetección de BMP-2, WNT, Runx2, OPN y OC. Los 

preparados histológicos se fotografiaron y analizaron con un software para establecer la 

densidad óptica (DO) y densidad óptica integrada (DOI) de cada proteína y establecer el 

grado de participación de cada una de ellas en la proliferación y diferenciación celular que 

concluyó con la reparación de los defectos. Los resultados de las DO y DOI se analizaron 

con ANOVA y Test LSD de Fisher. Las partículas de MOD poseían forma cuadrangular, 

midieron 532,42 µm y conservaban la arquitectura histológica de las cortezas óseas. La 

evaluación radiológica mostró reparación completa entre los 30 y 60 días post-tratamiento 

solo en el Gc. Histológicamente se estableció que la reparación se realizó por 

osteoinducción mediante osificación transcondral. La proteína BMP-2 estimuló la 

diferenciación de las células mesenquimáticas (CM) que concurrieron, a la vez influyó en 

la expresión de WNT; ambas interactuaron para que se manifieste Runx2 que posibilitó la 

proliferación y diferenciación de las CM en condrocitos y transdiferenciaran en células 

osteoprogenitoras, preosteoblastos y osteoblastos. El análisis digital de las microfotografías 

de las inmunodetecciones estableció que BMP-2, WNT y Runx2 tuvieron participación 

significativa (p<0,05) entre los 15 y 21 días; OPN y OC también tuvieron especial 

intervención a los 15 y 21 días y luego a los 150 días. La MOD posee capacidad 

osteoinductiva pues posibilita la transdiferenciación del linaje celular óseo.  
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Summary 

Demineralized bone matrix (DBM) is used to repair bone loss due to its osteoinductive 

property. The osteoinduction responds to the constitutive protein of bone matrix, the bone 

morphongenetic protein-2 (BMP-2). The aim of the present experience consisted in 

establishing the cellular events/occurrences that lead to the repair of the defects by means 

of immunodetection of the proteins (BMP-2), wingless int (WNT), Runx2, osteopontin 

(OPN) and osteocalcin (OC). For the present experience, DBM is processed by means of a 

modified and standardized protocol. The product is characterized by optic and electronic 

microscopy and intramuscular implant. A bone defect was caused in one of the radius of 

the 35 rabbits used in the experience. In 30 animals, the treatment group (TG), the defects 

were filled with DBM, while the other five rabbits, the control group (CG), did not receive 

treatment. Both groups were evaluated radiologically at 7, 15, 21, 30, 60 and 150 days, and 

in the same period, the animals of the TG were killed to perform histological studies with 

routine techniques and immunodetection of BMP-2, WNT, Runx2, OPN and OC. The 

histological slides were photographed and analysed with a software to establish the optic 

density (OD) and the integrated optic density (IOD) of each protein and to establish the 

degree of participation of each of them in the cellular proliferation and differentiation that 

concluded in the repair of the defects. The results of the OD and the IOD were analysed 

with ANOVA and Fisher LSD Test. The DBM particles had a quadrangular form, 

measured 532,42 µm and kept the histological architectures of the bone cortexes. The 

radiological evaluation showed complete repair between 30 and 60 days post-treatment of 

the CG. Histologically, it was established that the repair was realized by the 

osteoconduction through transcondral ossification. The BMP-2 protein stimulated the 

differentiation of the mesenchimatic cells (MC) that gathered, while it influenced in the 

expression of WNT. They both interacted to allow the manifestation of Runx2, which 

made possible the proliferation and differentiation of the CM into chondrocytes and 

transdifferentiation into osteoprogenitor cells, preosteoblasts and osteoblasts. The digital 

analysis of the microphotographs of the immunodetections established that BMP-2, WNT 

and Runx2 had significant participation (p<0,05) between days 15 and 21; OPN and OC 

also had a special intervention between days 15 and 21 and after day 150. The DBM has 

osteoinductive capacity as it makes the transdifferentiation of the bone cellular lineage 

possible.  
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El hueso es uno de los pocos órganos que conserva el potencial de regeneración en la vida 

adulta, pues posee capacidad de reparación sin la formación de cicatrices. Esta condición le 

cabe para la remodelación y para la cascada de acontecimientos celulares y moleculares 

que suceden en la curación de las fracturas (Egermann et al., 2006; Nandi et al., 2010). 

El tratamiento de defectos óseos ortopédicos amplios constituye un desafío para los 

cirujanos ortopedistas. Las razones obedecen a factores relacionados con el 

comportamiento biomecánico del hueso afectado, especialmente si el sitio del defecto debe 

soportar peso y presiones como consecuencia de las actividades físicas del paciente, y, por 

otro lado, por las características del biomaterial utilizado para la reparación del faltante 

óseo. 

 

1.1 Injertos óseos y sustitutos óseos 

Los injertos óseos, y en particular los autoinjertos, son el “estándar de oro” para el 

tratamiento de defectos ortopédicos amplios. Un injerto de hueso se define como un 

material implantado que promueve la curación ósea solo o en combinación con otro/s 

material/es (Elsalanty y Genecov, 2009), a través de la osteogénesis, osteoinducción, 

osteoconducción (Albrektsson y Johansson, 2001). 

El término osteoconducción implica el crecimiento de hueso sobre un injerto óseo. El 

crecimiento puede realizarse sobre la superficie o hacia el interior a través de poros y 

canales pre existentes (Albrektsson y Johansson, 2001). En tanto que osteoinducción 

implica que las células mesenquimáticas (CM) indiferenciadas pluripotentes provenientes 

de los tejidos circundantes, de alguna forma son estimuladas para desarrollar el linaje de 

células formadoras de hueso (Albrektsson y Johansson, 2001). Un sinónimo de 

osteoinducción, es el proceso por el cual se induce la osteogénesis (Wilson-Hench, 1987).  

Los autoinjertos óseos son la opción terapéutica que prevalece para la reconstrucción de 

defectos óseos pequeños. Tienen características osteogénicas relevantes para la 

consolidación, modelado y remodelación (Athanasiou et al., 2010). Entre las desventajas 

de los autoinjertos se hallan el dolor y morbilidad del sitio donante (Pollock et al., 2001) 

sumado a complicaciones en proceso de obtención (Ehrler y Vaccaro, 2000).  

Los aloinjertos y xenoinjertos han sido indicados para superar los riesgos asociados a los 

autoinjertos, aunque su uso es complicado por poseer menor propiedad relativa de 

incorporarse al huésped (Ehrler y Vaccaro, 2000). La inmunogenicidad y consiguiente 
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rechazo, el secuestro del injerto, las infecciones y el riesgo potencial de transmisión de 

enfermedades son algunas de las desventajas (Shafiei et al., 2009; Parizi et al., 2012). Los 

xenoinjertos, además conllevan los riesgos de transmisión de enfermedades zoonóticas, y 

el rechazo del injerto es más probable y agresivo (Oryan et al., 2013). Para evitar las 

complicaciones mencionadas existe interés creciente de los investigadores en hallar nuevos 

materiales con capacidad osteoconductiva que sirvan de transporte de proteínas y 

citoquinas con fines de sustituir los injertos óseos (Nandi et al., 2010).  

Un sustituto de hueso debe ser biocompatible, reabsorbible, de fácil manejo, con 

propiedades físicas y químicas similares a la de hueso esponjoso, libre de agentes 

patológicos y costo adecuado (LeGeros, 2002). Adicionalmente, el material debe actuar 

como una barrera mecánica para el crecimiento de tejido fibroso o la interposición de 

músculo en el defecto óseo (Wang et al., 1988). 

Los materiales empleados en calidad de injerto óseo o sustitutos óseos se dividen en varias 

categorías que incluyen a los de base sintética como el fosfato de calcio o hidroxiapatita 

(HA); y naturales como auto-, alo- y xenoinjertos, componentes minerales del hueso, 

colágeno, hueso desmineralizado (Dimitriou et al., 2011) y productos de la bioingeniería 

que combina biomateriales con osteoblastos o células de la médula ósea (Li y Li, 2005; Xu 

et al., 2009). Cada opción posee ventajas y desventajas. Los alo- y xenoinjertos tienen 

características osteoinductivas y osteoconductivas pero carecen de las propiedades 

osteogénicas que poseen los autoinjertos (Brydone et al., 2010; Dimitriou et al., 2011).  

El componente mineral del hueso alogénico puede removerse mediante la acción de 

soluciones ácidas para obtener matriz ósea desmineralizada, con propiedades 

osteoinductoras y osteoconductoras (Zimmermann y Moghaddam, 2011). La propiedad 

osteoinductiva le es atribuida a la presencia de factores crecimiento presentes en la matriz 

extracelular (Parikh, 2002).  

El proceso de desmineralización al que es sometida la matriz ósea expone los factores de 

crecimiento que contiene, incrementando así las propiedades osteoinductoras (Kao y Scott, 

2007). No obstante, y debido a que no posee resistencia estructural su uso primario se 

limita a ser empleada a un entorno estructuralmente estable (Mahendra y Maclean 2007) y 

en sitios que no deben resistir presiones por efecto del peso corporal y actividad física 

(Hoffer et al., 2008) 
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En medicina veterinaria la matriz ósea desmineralizada (MOD) demostró beneficios en la 

reparación temprana de fracturas (Servin-Trujillo et al., 2011), fracturas conminutas, 

osteotomías niveladoras del plateau tibial, artrodesis y correcciones de osteotomías en 

caninos (Dahners y Jacobs, 1985; Shih et al., 2005; Hoffer et al., 2008; Bigham-Sadegh et 

al., 2013). También demostró ser útil para reparar defectos costales en caninos (Tang et al., 

2009) y equinos (Kawcak et al., 2000). La MOD también fue utilizada con resultados 

beneficiosos en la curación de defecto óseos combinada con otros biomateriales (Lindsey 

et al., 2006), con médula ósea (Shih et al., 2005), vehiculizada de forma inyectable en 

grandes defectos óseos (Turner et al., 2003) y para resolver no uniones mediante inyección 

percutánea (Tiedeman, et al., 1991). 

 

1.2. Tejido óseo 

El hueso es un tejido altamente especializado que en estrecha relación con los ligamentos, 

músculos y tendones posibilita la locomoción; protege órganos vitales como a la médula 

ósea, el cerebro, la médula espinal, el corazón y los pulmones; y tiene una función 

metabólica que actúa como un reservorio de iones, en especial calcio y fosfato en el 

mantenimiento de la homeostasis del medio interno (Zoch et al., 2016). 

Durante la embriogénesis, el tejido conectivo, cartílago y hueso se diferencian a partir del 

mesodermo difuso conocido como mesénquima. El mesénquima surge principalmente de 

la línea primitiva y en segundo lugar de los segmentos del mesodermo y las capas 

somáticas y esplácnicas laterales del mesodermo. El tejido óseo se forma durante el 

desarrollo fetal por dos mecanismos de osificación: intramembranosa y endocondral. 

La osificación intramembranosa se lleva a cabo cuando las CM se agrupan, diferencian en 

osteoblastos y luego en osteocitos a medida que comienzan a secretar y rodearse de matriz 

extracelular mineralizada u osteoide, formando hueso. En la osificación endocondral, las 

CM también condensan y proliferan, pero en lugar de diferenciarse en osteoblastos, los 

hacen en condroblastos y secretan matriz extracelular formando un modelo cartilaginoso 

de un hueso. Los vasos sanguíneos se infiltran en esta matriz, los condrocitos mueren por 

apoptosis para ser sustituidos por osteoblastos que inmediatamente comienzan a secretar la 

matriz ósea hasta que finalmente se produce la sustitución total del cartílago. Este 

desarrollo continúa incluso en los mamíferos adolescentes, como el crecimiento 

longitudinal que sucede en las placas epifisarias o de crecimiento endocondral. La mayoría 
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de los huesos se forman a través de la formación endocondral, con la excepción de los 

huesos planos del cráneo y diáfisis de los huesos largos (Dietz y Morcuende, 2006). 

Los componentes macromoleculares de la matriz ósea son de tres tipos. El primer grupo 

posee propiedades estructurales, incluye al colágeno, ácido hialurónico, decorina y 

biglicano; el segundo grupo se caracteriza por una estructura de dominio modular e incluye 

a versicano, trombospondina, fibronectina, osteonectina, y tenascina; y, el tercer grupo, no 

posee motivos estructurales claros e incluye a la sialoproteína (SPB, por su sigla en inglés), 

osteopontina (OPN), y osteocalcina (OC) (Robey, 1996). La complejidad de las 

interacciones entre estos diversos componentes de la matriz y las células óseas, hacen del 

hueso una estructura estable y dinámica. El colágeno que compone a la matriz extracelular 

es de Tipo I, y representa hasta un 90% de la materia orgánica. El colágeno Tipo I se 

compone de trímeros de dos cadenas α1 y α2, que forman moléculas de triple hélice. El 

colágeno de cadenas α se produce como procolágeno que posee extensiones amino (N-) y 

carboxilo (C-) terminales (Figura Nº1). La remoción enzimática de las terminaciones N- y 

C- no colágenas precede a la formación de fibrillas colágenas. El colágeno de Tipo III 

también se encuentra en la matriz ósea aunque su rol en el metabolismo óseo es poco claro. 

La rigidez de tejido óseo se sustenta en la mineralización de la matriz ósea con cristales de 

fosfato tricálcico (Ca10(PO4)6(OH)2) o hidroxiapatita (HA). 

Posee dos linajes principales de células, los osteoblastos y los osteoclastos (Urist et al., 

1983; Vaananen et al., 2000). Los osteoblastos y osteoclastos son responsables de la 

dinámica del hueso durante el crecimiento y en la vida adulta. Los osteoblastos son las 

células de revestimiento de las trabéculas y son responsables de la producción de la matriz 

ósea. Los osteoclastos son células multinucleadas que revisten a las trabéculas y son 

responsables de la resorción ósea. Durante la formación de hueso los osteoblastos pueden 

quedar incluidos en la matriz ósea como osteocitos (Franz-Odendaal et al., 2006), 

mantenerse como osteoblastos inactivos, como células de revestimiento o morir por 

apoptosis (Manolagas, 2000). 
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Figura Nº1. Representación esquemática de una cadena de colágenoTipo I. El colágeno se encuentra 

formado por un trímero de dos cadenas α1 y una de α2. El trímero posee una longitud de 300 nm y en sus 

extremos poseen una terminación N- terminal y un grupo carboxilo terminal. Adaptado de Forlino y 

Marini (2016). 

 

1.2.1 Histología e histogénesis del hueso 

Básicamente hay dos tipos de hueso, el hueso esponjoso y el hueso compacto. El hueso 

esponjoso se compone de muchas trabéculas que separan numerosas cavidades 

intercomunicadas rellenas de médula ósea o de tejido graso. Sin embargo, ambos tipos de 

hueso poseen el mismo tipo de estructura histológica. En los huesos largos, el hueso 

compacto se encuentra principalmente en la diáfisis, mientras que el hueso esponjoso se 

halla en las zonas metafisarias y la epífisis, rodeado de una fina capa de hueso 

(Willenegger, 1971). Los huesos planos del cráneo, escápula y pelvis usualmente poseen 

un núcleo de hueso esponjoso flanqueado por dos láminas de hueso compacto. 

Histológicamente hay dos variedades de tejido óseo: óseo primario o inmaduro; y 

secundario o maduro, o laminar. La diferencia entre los dos se basa en que los haces de 

colágeno, en el primero, se ubican al azar y en la segunda variedad lo hace en laminillas.  

El tejido óseo primario es el primer tejido óseo formado durante la formación de hueso. Es 

temporal y se sustituye fácilmente por el tejido óseo secundario en la mayoría de los sitios 

del esqueleto. Además de la deposición irregular de los haces de colágeno, el hueso 

primario se caracteriza por una menor cantidad de mineralización y una gran cantidad de 

osteocitos en comparación con el óseo secundario. 

El hueso secundario es la variedad encontrada en el esqueleto maduro. Las láminas de 

hueso que lo caracterizan están dispuestas en paralelo entre sí o rodean concéntricamente 

un canal central que contiene vasos sanguíneos y nervios. Este complejo de laminillas 

concéntricas se denomina sistema de Havers u osteon y es la unidad estructural del hueso 

(Figura Nº2). En ocasiones, dentro de las láminas se encuentran lagunas que contienen 
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osteocitos. Los osteocitos emiten extensiones o procesos celulares que posibilitan el 

contacto con otros osteocitos y osteoblastos. Los osteocitos son aún capaces de producir 

matriz. Las osteonas se comunican entre sí, con el endostio, la cavidad medular y el 

periostio mediante los canales transversales y oblicuos de Volkman o canales perforantes 

que atraviesan las laminillas de las osteonas. Durante el crecimiento y aún en el esqueleto 

del animal adulto la remodelación de la osteona es continua y está directamente 

relacionada con el montaje tridimensional de las fibrillas de colágeno que influyen en la 

deposición de la fase mineral y las propiedades mecánicas del tejido (Guille Giraud et al., 

2003). Esto explica la gran variabilidad del tamaño y forma de las osteonas.  

Las osteonas se hallan dispuestas en paralelo al eje longitudinal del hueso. Cada osteona 

está formada por capas coaxiales de fibrillas de colágeno que se disponen helicoidalmente 

alrededor de un canal central (Figura Nº2). 

 

 

Figura Nº2. Anatomía histológica del hueso en donde se aprecian los elementos que las constituyen y 

la relación entre ellos. Adaptado de Saladin (2007). 

 

La bibliografía describe tres tipos de osteonas en base a su aspecto en el microscopio de 

luz polarizada (Ascenzi y Bonucci, 1968). Las osteonas tipo brillantes, osteonas oscuras y 

osteonas alternas. Las brillantes se aprecian completamente iluminadas, las oscuras no se 

observan iluminadas y las alternas, que alternan láminas brillantes con oscuras. Las 

variaciones lumínicas responden a la disposición de las fibras colágenas en las secciones 

descalcificadas (Frank et al., 1955). 
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1.2.1.1. Osteoblastos 

Los osteoblastos son células grandes (20-30 µm) de forma poliédrica, con citoplasma 

basófilo, un retículo endoplásmico rugoso y aparato de Golgi sustancial (Figura Nº 3). Se 

originan en las células madre mesenquimales (CMM) de la médula ósea, endostio, 

periostio y pericitos perivasculares (Canfield et al., 2000).  

Son responsables de sintetizar a la MEC u osteoide a una velocidad de 2 a 3 mm por día y 

expresan a la fosfatasa alcalina (FA) que permite la mineralización a una velocidad de 1,2 

mm por día. Dirigen la disposición de las fibrillas de la matriz extracelular, contribuyen a 

la mineralización del osteoide a través de la fosfatasa alcalina, sintetizan factores de 

crecimiento y la resorción osteoclástica a través de la síntesis de citoquinas específicas 

(Simonet et al., 1997). 

Los osteoblastos y los osteocitos se comunican entre sí por proteínas transmembrana o 

integrinas, que actúan como un enlace entre células o entre una célula y la matriz 

extracelular, lo que permite el paso de mensajeros tales como calcio, citoquinas y 

prostaglandinas (Civitelli et al., 1993). 

El promedio de vida de los osteoblastos es de 1 a 10 semanas al final de los cuales pueden 

desaparecer través de la apoptosis. Aproximadamente un 15% se transforman en osteocitos 

(15%) y células de revestimiento (Aubin y Liu, 1996). Ambos tipos de células representan 

las etapas más avanzadas de la maduración. Las células de revestimiento son alargadas y 

planas, con núcleos en forma de huso, y con escasas organelas. Pueden expresar los 

marcadores osteoblásticos mencionados anteriormente, tales como sialoproteína ósea 

(BSP), osteopontina (OPN), osteonectina (ON) y fosfatasa alcalina (FA), así como receptor 

de la hormona paratiroidea (PTH). Siguen siendo lo largo de la superficie interna, 

formando con el endostio una capa protectora a la superficie ósea, que desempeña un papel 

importante en la activación de la remodelación ósea. 

 

1.2.1.2. Células de revestimiento 

Son células aplanadas que revisten las superficies óseas del interior de los huesos, donde 

tampoco se produce resorción ni formación de hueso (Miller et al., 1989). Estas células, 

que en su mayoría corresponden a osteoblastos, son de citoplasma aplanado presentan 

organelas citoplasmáticas tales como aparato de Golgi y retículo endoplasmático rugoso 
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(Miller et al., 1989). Suelen presentar procesos citoplasmáticos que se extienden hacia los 

canalículos y hendiduras, también se observan entre las células de revestimiento y entre 

éstas y los osteocitos (Miller et al., 1989; Aarden et al., 1994) (Figura Nº4).  

 

 

Figura Nº3. Osteoblastos (Ob) exhibiendo abundante citoplasma rugoso. Se hallan 

adyacentes al hueso (B). Entre los osteoblastos y la superficie ósea se aprecia el 

osteoide (Otd). La barra de escala representa 2.7 𝜇m. (Silva et al., 2015) 

 

 

Figura Nº4. Células de revestimiento (BLC) adyacente al osteoide (Otd) ubicado en 

la superficie del hueso (B). presenta escaso citoplasma y núcleo (N) prominente. 

Las células emiten finas proyecciones citoplasmáticas (flechas) hacia el Otd. Barra 

de escala: 2 𝜇m (Silva et al., 2015).  

 

La actividad secretora de las células óseas de revestimiento depende del estado fisiológico 

del hueso, por lo que estas células pueden adquirir de nuevo su actividad, su tamaño y 

adquirir la apariencia cuboidal (Donahue et al., 1995). Las funciones de estas células no se 

entienden completamente, pero se ha demostrado que previenen la interacción directa entre 
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los osteoclastos y matriz ósea, cuando la resorción ósea no debe ocurrir, y también 

participan en la diferenciación de osteoclastos, la producción de la osteoprotegerina (OPG) 

y el activador del receptor del factor nuclear kappa-B ligando (RANKL) (Mosley, 2000; 

Andersen et al., 2009). Por otra parte, las células de revestimiento del hueso junto con 

otras células óseas, son un componente importante de la BMU, una estructura anatómica 

que está presente durante el ciclo de remodelación ósea (Everts et al., 2002). 

 

1.2.1.3. Osteocitos 

Los osteocitos son las células más abundantes en el hueso (10 veces respecto a los 

osteoblastos). Una vez que la matriz se mineraliza, algunos osteoblastos quedan atrapados 

dentro de ésta llegando a transformarse en osteocitos. Este proceso va acompañado de 

cambios morfológicos y ultraestructurales visibles, que incluyen la reducción del tamaño 

de los osteoblastos, disminución del número de organelas tales como aparato de Golgi, 

disminución de retículo endoplasmático rugoso, y la relación núcleo-citoplasma aumenta 

(Figura Nº5). Como consecuencia le corresponden una disminución de la síntesis y 

secreción de proteínas (Schaffler et al., 2014). 

 

 

Figura Nº5. Microscopía electrónica mostrando un osteocito (Ot) ocupando una laguna (La) en el 

interior de la matriz ósea. Se puede apreciar el núcleo (N) y al menos dos procesos 

citoplasmáticos ocupando cada uno un canalículo (Ca). Barra de escala 2  m𝜇. (Silva et al., 2015) 
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Los osteoblastos, osteoclastos y células óseas de revestimiento se encuentran en la 

superficie del hueso, mientras que los osteocitos se encuentran en el interior. Son células 

estrelladas y se encuentran en el interior de lagunas, los procesos citoplasmáticos, o 

filipodios, se comunican entre sí a través de los canalículos del hueso (Bonewald, 1999). 

De esta manera los osteocitos, osteoblastos y células de revestimiento se organizan en un 

sincitio de células interconectadas que forma una única estructura, cuya función es la 

mecanotransducción (Rubin y Lanyon, 1987). 

Los osteocitos transducen señales físicas provenientes de la flexión o estiramiento del 

hueso en actividad biológica. En respuesta a las fuerzas externas generan se genera un flujo 

de fluidos a través de los canalículos induciendo una variedad de respuestas hacia el 

interior de los osteocitos. Se cree que el flujo de calcio a través de los filopodios estimula 

la transmisión de información entre los osteoblastos en la superficie del hueso y los 

osteocitos en el interior (Jorgensen et al., 2003). Los mecanismos de señalización 

implicados en la mecanotransducción incluyen la prostaglandina E2, la ciclo oxigenasa 2, 

diversas quinasas, Runx2 y óxido nitroso 

Los osteocitos normalmente no expresan FA pero expresan OC, galectina 3, CD44, como 

así también varias proteínas de la matriz ósea. Regulan el intercambio mineral entre los 

fluidos provenientes de las lagunas y la red de canalículos. Los osteocitos son activos 

durante los procesos osteolíticos y posiblemente actúen como células fagocitarias porque 

contienen lisosomas. 

 

1.2.1.4. Osteoclastos 

Son las células responsables de la resorción ósea. Estas son células grandes (100µm), son 

multinucleadas, ricas en mitocondrias y vacuolas (Figura Nº6). Los osteoclastos contienen 

fosfatasa ácida resistente al tartrato que permite la defosforilación de las proteínas. Los 

osteoclastos se originan en las células madre hematopoyéticas de la médula ósea conocidas 

como granulocitos y unidades formadoras de colonias (GM-CFU), precursores de 

macrófagos y monocitos (Mundy, 1993). 

Los osteoclastos tienen dos características especiales en la membrana: la primera, de 

aspecto rugoso donde tiene lugar la reabsorción, y una segunda zona rica en 

microfilamentos, con integrinas para anclarse a la matriz. De esta forma los osteoclastos se 

mueven hacia el área a ser reabsorbida y luego se adhieren inmediatamente a la superficie 
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de hueso mineralizado con el borde rugoso y sellar los bordes de la zona con las integrinas. 

Particularmente la integrina avβ3, reconoce la secuencia Arg-Gly-Asp (RGD) de la OPN 

que se halla en el colágeno y matriz osteoide (Sodek y Ganss, 2000; Lesley et al., 2000). A 

este nivel el pH es ácido, ya que secretan ácidos (H+) generados por la anhidrasa carbónica 

II y enzimas proteolíticas tales como colagenasas, metaloproteasas, la catepsina K, 

glucuronidasa, etc. (Mundy, 1993), que inician la resorción ósea por la solubilización de 

primera lo orgánico y entonces la matriz mineral. 

Los osteoblastos son fundamentales para la formación de osteoclastos. Por lo tanto, el 

factor estimulante de colonias de macrófagos (M-CSF) producida por los osteoblastos se 

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

gigantes multinucleadas. 

La osteoclastogénesis se basa en la existencia de 3 moléculas clave: OPG 

(osteoprotegerina, una proteína soluble sintetizada por los osteoblastos y pre-osteoblastos), 

RANKL (un ligando situado en la superficie de los osteoblastos y pre-osteoblastos) y 

RANK (un receptor de la anterior, situada en las membranas de los osteoclastos y pre-

osteoclastos). El RANKL (activador del receptor del ligando NFkB) (Simonet et al., 1997; 

Burgues et al., 1999) es una citoquina de transmembrana perteneciente a la familia de TNF 

(Lacey et al., 1998). La interacción entre RANKL y su receptor RANK inicia la actividad 

osteoclástica y la diferenciación. Del mismo modo, los efectos de RANKL tanto in vivo 

como in vitro son inhibidas por OPG. Cuando OPG y RANKL se unen, la unión entre 

RANK y RANKL se inhibe, y por lo tanto la diferenciación osteoclástica también se 

inhibe. Por esta razón OPG, RANK y RANKL son importantes reguladores de la 

osteoclastogénesis.  

 

1.2.2. Matriz ósea 

La matriz ósea está comprendida por dos fases, una inorgánica y otra orgánica. La fase 

inorgánica la conforman depósitos minerales de HA y representa el 65% del peso; en tanto 

la fase orgánica constituye el 25% del peso del hueso, y el 10% restante de la matriz es 

agua. El 95% de la fase orgánica está integrada por colágeno tipo I y el 5% restante son 

proteínas no colágenas. Entre las proteínas no colágenas se encuentran las BMP, OC, OPN 

y osteonectina (Bauer y Muschler, 2000; Colnot et al., 2005; Eppley et al., 2005). Estas 

proteínas le confieren a la MOD propiedades osteoinductivas de diferenciación de células 
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mesenquimáticas en osteoblastos, y osteoconductivas, ejerciendo quimiotaxis sobre los 

osteoblastos del hueso hospedador hacia la MOD (Lammi et al., 2006). 

 

 

Figura Nº6. Osteoclasto (OC) multinucleado (N) muestra ribete en cepillo (RB) 

adyacente al sitio a la superficie de excavación (flechas). Varias vacuolas (V) se 

observan en citoplasma próximo al ribete en cepillo. Barra de escala: 4m𝜇. (Silva et 

al., 2015). 

 

1.2.3. Fase inorgánica o mineral 

El componente mineral del hueso representa el 65% de la masa ósea. Está formado por 

calcio, fosfato y carbonato (en proporciones de 10:6:1) en forma de pequeños cristales de 

hidroxiapatita Ca10(PO4)6(OH)2. En los tejidos duros como dentina y hueso, el grupo OH- 

puede ser sustituido con CO3
2; Mg2+, F- o H2PO4

- (Boskey y Roy, 2008). En los huesos 

largos, los cristales de apatita se depositan adquiriendo estructuras similares a columnas 

que miden 20-40 nm de longitud por 3-6 nm de ancho (Gray, 1973). Los cristales de 

apatita se depositan adoptando una orientación en relación a las fibras de colágeno. 

Específicamente, en el hueso, los cristales se encuentran dentro de las fibras individuales y 

a lo largo de las superficies de fibrillas en el espacio extrafibrilar (Orgel et al, 2011; Veis y 

Dorvee, 2013). 

El plasma está sobresaturado en calcio y fósforo con respecto a la hidroxiapatita, por esa 

razón las proteínas constitutivas inhiben la mineralización. Las proteínas con capacidad 

adhesiva a favor de la mineralización, mientras que los proteoglicanos, magnesio, ATP y 

pirofosfatos actúan como inhibidores (Fernández-Tresguerres-Hernández-Gil et al., 2006). 
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La maduración de la matriz ósea se asocia con la expresión de la FA y varias proteínas no 

colágenas incluidas OC, OPN y BSP. Se cree que estas proteínas que se unen al calcio y a 

los grupos fosfatos contribuyen a regular la deposición ordenada del mineral mediante la 

regulación de la cantidad y tamaño de los cristales de hidroxiapatita formados. Los 

minerales inicialmente se depositan en las zonas los espacios que se generan entre los 

extremos de las fibrillas de colágeno (Landis, 1995). 

 Las vesículas extracelulares de la matriz (VEM) sintetizadas por los condrocitos y 

osteoblastos sirven como protectores del microambiente en donde las concentraciones de 

calcio y fósforo pueden incrementar lo suficiente para precipitar y formar cristales. El 

fluido extracelular normalmente no se encuentra hipersaturado con HA y por lo tanto no 

precipita espontáneamente. Las VEM contienen proteínas y un complejo de fosfolípidos, 

calcio y fosfato inorgánico que se comportan como nucleadores que precipitan los cristales 

de HA. No se encuentra determinada la forma en que las VEM contribuyen con la 

mineralización en sitios específicos ubicados en los espacios existentes entre los extremos 

de las fibrillas de colágeno. Ya que aparentemente las vesículas no están dirigidas 

directamente a esos sitios (Anderson, 2003). No existe evidencia que la HA proviene del 

fosfato amorfo de calcio (Weiner et al., 2005). Conforme el hueso madura, los cristales de 

HA aumentan de tamaño a la vez que disminuye el nivel de impurezas. El aumento del 

tamaño de los cristales ocurre por crecimiento del cristal y por agregación. Las 

macromoléculas pueden unirse a la superficie de los cristales para establecer el tamaño, 

forma y número de cristales formados.  

Los promotores de los nucleadores incluyen en los dientes a la proteína de la matriz de la 

dentina y en los huesos a la BSP. El colágeno tipo I no es un promotor de la mineralización 

ósea. Las quinasas y FA regulan el proceso de mineralización. La FA ósea incrementa la 

concentración local de fósforo, remueve los inhibidores de crecimiento de cristales de HA 

y modifica las fosfoproteínas que controlan la capacidad de actuar como nucleadores.  La 

vitamina D juega un rol indirecto en el estímulo de la mineralización y desmineralización 

de la matriz ósea. Luego de la absorción o síntesis de vitamina D en la piel, el hígado 

sintetiza 25-hydroxivitamina D y subsecuentemente los riñones producen 1,25-

dihydroxivitamina D [1,25-(OH)2D] biológicamente activa. La 1,25-(OH)2D sérica es 

responsable de mantener la calcemia y fosfatemia en concentraciones adecuadas que 

permitan la mineralización pasiva de la matriz ósea. La vitamina 1,25-(OH)2D lo permite 
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en primer lugar por estímulo de la absorción intestinal de calcio y fósforo. Además 

promueve la diferenciación de los osteoblastos y estimula la expresión de FA, OC, 

osteonectina, OPG, y una variedad de citoquinas. Influye en la proliferación y apoptosis de 

otras células esqueléticas, incluyendo a los condrocitos hipertróficos.  

La matriz mineralizada extracelular debe ser considerada como algo más que un simple 

depósito de calcio y fósforo, ya que constituye una reserva de proteínas que participan en 

la regulación de la diferenciación celular y en la integridad y la función del tejido óseo 

(Young, 2003). 

 

1.2.3.2. Matriz orgánica 

La matriz orgánica u osteoide constituye un tercio de la masa ósea. Se encuentra 

comprendida por un 90% de proteínas de colágeno (colágeno tipo I: 97% y colágeno tipo 

V, 3%) y el 10% restante lo comprenden proteínas no colágenas (PNC) (OC 20%, 

osteonectina 20%, BSP 12%, proteoglicanos 10%, OPN, factores de crecimiento, BMP, 

etc.).  

 

1.2.3.2.1 Colágeno 

El 90% de la matriz extracelular (ECM) se compone de colágeno, sobre todo de tipo I (> 

95%) y tipo V (<5%). También se ha encontrado la presencia de pequeñas cantidades de 

colágeno de tipo III, en relación a las fibras de Sharpey, y el tipo XII, formadas bajo estrés 

mecánico. En la molécula de colágeno se encuentra la secuencia aminoacídica Arg-Gly-

Asp (RGD), que es reconocida por las integrinas superficiales de las células óseas (Robey 

et al.,1993). El colágeno no tiene gran afinidad por el calcio, por esta razón otras proteínas, 

genéricamente denominadas proteínas no colágenas (PNC) están implicadas en la 

deposición mineral. 

 

1.2.3.2.2. Proteínas no colágenas 

Las proteínas no colágenas (PNC) incluyen a la osteopontina (OPN), sialoproteína ósea 

(BSP), osteonectina (ON) y osteocalcina (OC), que juega un rol en la regulación de la 

mineralización (Gadeau et al., 2001), permite la unión de los osteoblastos y osteoclastos a 

la matriz ósea (Lakshmipathy y Verfaille, 2005; Dominici et al., 2006). En este grupo se 

destacan proteoglicanos que representan el 10% de las proteínas no colágenas. En la matriz 
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osteoide hay cuatro tipos de proteoglicanos: hialuronato y condroitín sulfato, que son 

moléculas grandes que participan en las etapas iniciales de la morfogénesis ósea; y, 

biglicano y decorina que son moléculas más pequeñas y aparecen en las siguientes fases de 

la formación de hueso. 

 

1.3. Matriz ósea desmineralizada (MOD) 

Urist (1965) observó que la implantación de MOD en un sitio extra esquelético condujo al 

desarrollo de un huesecillo. La proteína de la matriz ósea responsable de esta inducción fue 

denominada proteína morfogenética ósea (BMP) (Urist, 1965; Lieberman et al., 2002). 

Las propiedades osteogénicas de la matriz ósea desmineralizada han sido estudiadas en 

diversas especies animales para ser utilizados como auto- halo- y xenoinjertos. En ese 

aspecto se estudió en equinos (Vail et al., 1994; Douglas y Clarke, 1995), perros (Bigham-

Sadegh et al., 2013), aves (Sanaei et al., 2015), conejos (da Silva et al., 2003, Audisio et 

al., 2015), ratas (Stevenson y Feighan, 1994). 

La MOD halogénica posee mayor propiedad osteoinductiva que los injertos óseos (Khan et 

al., 2005; Bigham-Sadegh et al., 2015). Por este motivo en medicina veterinaria es 

empleada para tratar fracturas y resolver no uniones, osteomielitis, grandes defectos 

ocasionados por razones traumáticas y remoción ósea como tratamiento de neoplasias 

(Ganesh et al., 1992; Kumar y Ramakrishna et al., 2001, Hoffer et al., 2008; da Silva et al., 

2012).) 

La inducción de hueso heterotópico extra esquelético de parte de la MOD quedó 

demostrado de forma contundente en el conejo, perro y bovino y de MOD humana en 

ratones (xenoinjerto) Aliabadi et al., 2010). Sin embargo, la matriz alogénica nativa de rata 

induce osificación ectópica pero no en otras especies (Kirker-Head, 1995). Por lo tanto, las 

restricciones relativas a las especies animales, y sus respuestas a las BMP se deben 

considerar, y probablemente son de naturaleza inmunológica. Además, los procedimientos 

de preparación BMP y los vehículos utilizados afectan sus propiedades osteogénicas (Cook 

et al., 1994).  

El proceso de desmineralización de la matriz provoca ligera alteración de la arquitectura 

ósea (Figueiredo et al., 2011) a la vez expone los factores de crecimiento a las células 

precursoras de los osteoblastos (Sandhu et al., 1999; Fleming Jr et al., 2000; Zimmermann 

y Moghaddam, 2011) y disminuye las reacciones inmunogénicas por destrucción de los 
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antígenos de superficie (Riley et al., 1996). Por esta razón, cuando la MOD es comparada 

con otros tipos de injertos y materiales sustitutos de hueso, posee mayor capacidad 

osteoinductiva (Ozdemir y Kit, 2011; Zimmermann y Moghaddam, 2011). La 

desmineralización también destruye el ADN de virus motivo por el cual se obtiene un 

producto inocuo de transmisión de agentes etiológicos infecciosos. 

Por sus propiedades biológicas osteoinductivas y osteoconductivas, la MOD es empleada 

en cirugía ortopédica, odontológica, craneofacial y de columna (Bauer y Muschler, 2000; 

Eppley et al., 2005; Zimmermann y Moghaddam, 2011). Conserva la organización del 

tejido original que le otorga el contenido de colágeno tipo I que se comporta como un 

elemento de sostén biológico a las células precursoras de los osteoblastos a pesar de la 

pérdida de fuerza estructural que aporta la fase mineral preexistente (Lane et al., 1999).  

Los tipos de células que constituyen el hueso se originan a partir de células madre que dan 

lugar a dos poblaciones de células osteogénicamente competentes: células 

osteoprogenitoras determinadas (COPD), que se diferencian en células osteogénicas, y así 

garantizan el desarrollo, mantenimiento, reparación y remodelación del hueso; y células 

osteoprogenitoras inducibles (COI), que necesitan un factor que induzca la diferenciación 

(Banks, 1992). Las COIs se puede encontrar en el tejido conectivo en general y también en 

la médula ósea. Pueden participar en la osteogénesis heterotópica e influir en los procesos 

de reparación (Brighton et al., 1992). 

Durante el proceso de reparación ósea, los factores de crecimiento tienen importantes 

funciones tanto en el inicio y como en el mantenimiento de la diferenciación y 

proliferación de células osteoprogenitoras y osteoblastos que contribuyen a la formación de 

hueso nuevo (Lind, 1998). Las BMPs se expresan durante las primeras etapas de 

reparación ósea, y vehículo es la matriz ósea desmineralizada (Wozney, 1994). 

La desmineralización de la matriz ósea expone y activa a las BMPs. Las comparaciones 

clínicas de éxito de los aloinjertos mineralizados respecto a los desmineralizados son 

similares, aunque el patrón de los primeros es osteoconductivo, mientras que los aloinjertos 

desmineralizados se consideran osteoinductivos (Schwartz et al., 1998). 

La función de la matriz parece ser la inmovilización de la proteína osteoinductora en un 

sitio particular durante el tiempo suficiente para la inducción de hueso que se produzca 

(Wosney, 1994). A medida que el MOD no tiene actividad osteogénica, la formación de 
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hueso que se produce responde a las propiedades osteoinductiva influida por la matriz 

implantada (Tuli y Singh, 1978). 

Lane y Sandhu (1987) caracterizaron a los fenómenos inductivos manifestados por la 

MOD como una cascada de eventos secuencialmente interrelacionados, de forma como 

sucede durante la osificación endocondral. Observaron que histológicamente la formación 

de hueso intramembranoso con zonas de osificación endocondral y la interfaz de recepción 

de implante de hueso. 

Varias causas pueden explicar los diferentes resultados clínicos cuando en el tratamiento se 

utiliza MOD. La causa puede ser el hecho que las proteínas osteoinductoras están presentes 

en cantidades insuficientes para provocar la formación de hueso detectable, o que están en 

una forma inactiva. Otra explicación puede asociarse con diferentes técnicas de 

procesamiento de materiales, o bien a las características de donante (Schwartz et al., 1998). 

Presumiblemente cuanto más minerales se extraen de la matriz ósea, más BMP queda 

expuesta y en consecuencia se maximiza la propiedad osteoinductiva (Urist, 1965; 

Mellonig et al., 1982). 

El músculo tiene características vasculares capaces de proporcionar células madre 

mesenquimales que permiten la iniciación de la formación de hueso en respuesta a factores 

osteogénicos existentes en homoinjerto trasplantado (Brown et al., 1997; Solheim 1998). 

El ácido clorhídrico 0,6 N promueve la desmineralización eficiente de la matriz para la 

obtención de MOD a la vez que mantiene el potencial inductor óseo, en tanto que cuando 

es sumergida en etanol al 70% proporciona esterilización (Del Carlo et al., 2003).  

 

1.4. Diferenciación celular del tejido óseo 

Las células madre mesenquimales (CMM) son células pluripotentes que se encuentran en 

diversos sitios del cuerpo incluida la médula ósea, el tejido adiposo, en los pericitos de los 

vasos sanguíneos, el hígado y la sangre del cordón umbilical (Campagnoli et al., 2001; 

Crisan et al., 2008; Byeon et al., 2010; Zhang et al., 2013). Las CMM tienen la plasticidad 

de diferenciarse en múltiples linajes celulares, dando lugar a los osteoblastos, pero también 

a los condrocitos, adipocitos, fibroblastos, miocitos y neuronas (Chamberlain et al., 2007). 

El desarrollo de los osteoblastos comienza con la proliferación y el compromiso de las 

CMM residentes en la médula ósea y periostio (De Bari et al., 2006). El proceso de 

diferenciación se encuentra controlado por factores de transcripción específicos como 
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Runx2 (Ducy et al., 1997) y osterix (OSX) (Nakashima et al., 2002). Además, Runx2 es un 

gen maestro para la diferenciación de las CMM hacia el linaje de células osteoprogenitoras 

en osteoblastos (Komori et al., 1997). Durante este proceso se requiere la expresión de 

genes específicos para síntesis de proteínas BMP y WNT (Grigoriadis et al., 1988).  Runx2 

regula la transcripción de los genes relacionados con la síntesis de FA, BSP y OC (Fakhry 

et al., 2013) 

 

1.4.1. Proteína morfogénica ósea (BMP) 

La proteína morfogénica del hueso (BMP, por su sigla en inglés) (Figura Nº7) es miembro 

de la superfamilia de los factores transformadores del crecimiento-β (TGF-β, por su sigla 

en inglés) (Albrektsson y Johansson, 2001). BMP posee más de una docena de isoformas 

identificadas, siendo las isoformas -2, -4, -5, -6 y -7 las que tienen marcada capacidad 

osteogénica (Groeneveld y Burger, 2000). 

Las BMP intervienen en la esqueletogénesis durante la etapa embrionaria y en la vida 

adulta en la remodelación y reparación de las fracturas. Durante la embriogénesis 

participan en la formación de hueso y cartílago (Yamaguchi et al. 2000) y estimulan la 

diferenciación de las células madre mesenquimales (CMM) hacia diferentes líneas 

celulares como tejido adiposo, cartílago y hueso, e inhiben la osteoclastogénesis (Canalis et 

al. 2003). Son las únicas moléculas conocidas por ser inductoras de la regeneración de 

hueso y cartílago. De hecho, la reparación ósea no puede comenzar en ausencia de BMP-2 

(Tsuji et al., 2006). 

Las BMPs nativas, extraídas de la MOD, son capaces de inducir la formación de hueso en 

sitios ectópicos al esqueleto (Urist, 1965; Rivera et al., 2003). El hueso inducido se 

desarrolla a través de un proceso similar al de osificación endocondral, aunque con 

patrones diferentes (Kawakami et al., 1998). En tanto el proceso osteogénico iniciado por 

extractos proteicos provenientes de hueso asemejan a la curación de endocondral de las 

fracturas (Yasko et al., 1992) 

Las BMPs son los únicos factores de crecimiento óseo que inducen la diferenciación de las 

CM en condroblastos y osteoblastos (Kirker-Head, 1995; Lane, 2001). La BMP nativa 

(obtenida del hueso), BMP recombinante -2, -4, y -7 son capaces de regenerar defectos 

óseos de tamaño crítico en ovejas, roedores, perros y primates cuando se asocia con 
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colágeno, MOD, HA, y polímeros biodegradables (Sciadini et al., 1997; Lane, 2001; 

Granjeiro et al., 2005). 

 

 

 

  
Figura Nº7. Vista tridimensional de BMP-2 nativa. Presenta un 

dímero representado en colores azul y naranja. En verde se 

encuentran los puentes de disulfuro. (Scheufler et al., 1999). 

 

La eficacia de BMP puede ser afectada por la concentración a la que se encuentra, 

hormonas, factores de crecimiento y la presencia de células diana. Ya sea que BMP haya 

sido obtenida por técnicas de purificación de tejido óseo, mediante técnicas de 

recombinación, sea utilizada sola o asociada con distintas matrices, induce la osteogénesis 

en diferentes especies animales (Groeneveld y Burger, 2000). 

En las etapas iniciales de la crondro-osteogénesis BMP interactúa con Runx2 provocando 

que ésta sensibilice a las células a la acción de BMP, que a su vez estimula aún más a 

Runx2 a inducir el fenotipo osteoblástico (Phimphilai et al., 2006). 

BMP-2 y -4 no juegan un papel crucial en la proliferación de condrocitos y la maduración 

durante el desarrollo endocondral del hueso (Shu et al., 2011). Por otra parte, BMP-7 

induce la diferenciación osteoblástica y acelera la mineralización de la matriz (Shen et al., 

2010) y su ausencia puede ser compensada por otras isoformas (Tsuji et al., 2010). La 
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ausencia de BMP-2 y -4 en ratones da lugar a un deterioro severo de la osteogénesis 

(Bandyopadhyay et al., 2006). Los ratones que no sintetizan BMP-2 sufren fracturas 

espontáneas que no se resuelven con el tiempo, incluso otros estímulos osteogénicos no 

pueden compensar la ausencia de BMP-2 (Tsjui et al., 2006). También demostró efectos 

sobre la mineralización de la matriz mediante el incremento de la expresión de OC (Huang 

et al., 2010).  

En condiciones óptimas BMP se desbloquea de la matriz ósea y se expone con el fin de 

participar en el proceso de inducción de hueso por estimulo diferenciación de las células 

mesenquimales en células óseas (Lieberman et al., 2002). 

La osteogénesis inducida por BMP comprende una cascada secuencial con tres fases 

críticas: 1) la migración y la mitosis de las células mesenquimales; 2) diferenciación de las 

células mesenquimales en condroblastos y consecuente formación de cartílago y, 3) la 

sustitución de cartílago por hueso (Figura Nº8). Estos eventos secuenciales son 

desencadenados por la unión de la fibronectina plasmática a la MOD para la adhesión y 

proliferación de CM a los 3 días post implantación. La condrogénesis se observa después 

de 5 días y alcanza su punto máximo a las 7 u 8 días. Luego de 9 días se observa 

hipertrofia del cartílago y mineralización de la matriz. La diferenciación osteoblástica 

depende de la angiogénesis y el nivel más alto se produce después de 10-11 días (Pacicca 

et al., 2003). Secuencialmente, el hueso endocondral recién formado se remodela y se 

convierte en un sitio hematopoyético. La secuencia de eventos morfogenéticos en respuesta 

a la matriz ósea desmineralizada imita los acontecimientos iniciales de la morfogénesis 

esquelético y en embriones de reparación ósea en adultos. 

 

 

Figura Nº8. Representación esquemática de la señalización osteogénica de BMP-2, que induce la 

proliferación y diferenciación de las células mesenquimáticas en condrocitos, células osteoprogenitoras, 

preosteoblastos, osteoblastos inmaduros, osteoblastos maduros y finalmente en osteocitos. Modificado de 

Gaurav et al. (2011). 
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Para que se lleve a cabo la osteoinducción de forma irreversible, basta que BMP actúe por 

un corto período de tiempo (Noel et al., 2004). Dependiendo del gradiente de 

concentración, BMPs puede ejercer quimiotactismo positivo sobre diversos tipos de células 

(Wozney, 1992; Reddi y Cunningham, 1993) y actuar como agente mitogénico y de 

diferenciación (Reddi, 1994). En el hueso, las BMPs inducen la diferenciación de las CM 

en condroblastos y osteoblastos (Wozney, 1992). Esta última propiedad sugiere que BMP 

es capaz de inducir la formación ósea directa u endocondral. Durante el proceso de 

formación de hueso ectópico asociado a la implantación de BMP, la secuencia de eventos 

recapitula el proceso de formación de hueso que se observa durante el desarrollo 

embrionario de los huesos largos y muchas de las propiedades BMP se pueden extrapolar a 

partir de ese modelo (Ripamonti y Duneas, 1998). 

BMP desempeña un papel crítico en la reparación de las fracturas (Lieberman et al., 2002). 

En orden de regenerar hueso el proceso de reparación de las fracturas comienza con el 

reclutamiento de CM específicas para luego proliferar y diferenciarse en células 

osteogénicas. La procedencia exacta de esas células no está completamente establecida. 

Sin embargo, la evidencia señala que derivan del tejido blando circundante, corteza ósea, 

periostio, médula ósea y células procedentes de sitios hematopoyéticos distantes. Una vez 

reclutadas las células se inicia una cascada de reacciones moleculares que implica la 

producción de una matriz conformada por colágeno Tipo I y Tipo II. En este proceso 

intervienen los miembros de los TGF-β en la condrogénesis y osificación endocondral, 

mientras que BMP-5 y -6 inducen la proliferación celular en la osificación 

intramembranosa y en sitios periostales (Cho et al., 2002; Marsell y Einhorn, 2009). BMP-

2 demostró ser crucial para dar inicio con la cascada de reparación, como quedó 

demostrado en investigaciones efectuadas en ratones con inactividad de BMP-2, que 

fueron incapaces de formar callo para reparar exitosamente fracturas (Tsuji et al., 2006). Si 

los resultados se deben a los efectos sobre la proliferación de CMM y la diferenciación o 

efectos sobre la migración de células está todavía en debate entre los investigadores 

(Marsell y Einhorn, 2011).  

Los factores que afectan la capacidad de osteoinducción de BMP son las concentraciones 

en que se encuentra, la isoforma presente, composición cualitativa, la posible presencia de 

inhibidores, el correcto procesamiento de obtención y almacenamiento (Raval et al., 1996). 
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Por otro lado, la dosis, la concentración y el tiempo de acción de BMP son importantes 

variables del resultado inductivo (Puleo, 1997).  

 

1.4.2. Wingless int (WNT) 

La denominación de la proteína proviene de las dos primeras especies de donde fue 

aislada. El nombre wingless proviene de Drosophila mallanogaster e int-1 del ratón 

(Wodarz y Nusse, 1998). 

Las proteínas WNT -int constituyen una familia de glicoproteínas ricas en cisteína y de 39-

46 kDa que se encuentra implicada en el desarrollo embrionario, la inducción de tejido, la 

polaridad axial (Gavin et al., 1990; Cadigan y Nusse, 1997) y la tumorigénesis (Miller, 

2001). La cascada de señalización celular provocada por WNT se mantiene a través de los 

procesos evolutivos entre una variedad de especies que van desde la hidra a los seres 

humanos, incluyendo a Caenorhabditis elegans, Drosophila melanogaster, Xenopus laevis, 

peces, la gallina, roedores y seres humanos (Behrens, 2000). 

WNT actúa a través de vías de señalización canónica y no canónica, siendo la canónica la 

vía más ampliamente estudiada. Esta vía es importante en los embriones en desarrollo, en 

el mantenimiento de los tejidos adultos e interviene también en los procesos patológicos 

(Logan y Nusse, 2004; Clevers, 2006; Fuerer et al., 2008). Los componentes de la vía 

canónica son: a) ligandos WNT: comprendidos por glicoproteínas que se unen al receptor 

para iniciar la activación de la vía; b) receptores de membrana, comprendidos por las 

proteínas frizzled y los co-receptores LRP5, -6 y kremen; c) efectores intracelulares donde 

participan diferentes proteínas. Algunas de ellas son axina, proteínas de la poliposis 

adenomatosa del colon (PAC), glucógeno sintetasa quinasa 3-β (GSK3), β-catenina y las 

proteínas dishevelled; d) Antagonistas: se describieron diversos tipos moleculares con 

acción inhibidora sobre la vía WNT entre las que se hallan esclerostina y proteínas 

miembros de la familia dickkopf (Niehrs, 2006) (Figura Nº9).  

Si bien la canónica es la vía que mejor se conoce (He et al., 2004; Kelly et al., 2004; 

Huang y He, 2008) existen evidencias que estas señales las pueden activar también otros 

mecanismos que utilizan mediadores diferentes a los de la vía canónica. Estas vías no 

canónicas parecen estar implicadas en diversas fases del desarrollo embrionario (Sugimura 

y Li, 2010). 
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Figura Nº9. Vía canónica de WNT. En ausencia de unión de los ligandos WNT a su receptor (izquierda), la 

β-catenina se degrada y los genes no se transcriben. Sin embargo, cuando se activa la vía (derecha) 

disminuye la degradación de la β-catenina, con lo que se acumula en el citoplasma, desde donde puede 

ingresar en el núcleo y activar los factores de transcripción. APC: proteína de la poliposis adenomatosa del 

colon; β-cat: β-catenina; cK: caseína-quinasa; Dsh: dishevelled; GSK3: glucógeno sintetasa quinasa 3; 

sFRP: proteína soluble similar a frizzled; SOST: esclerostina. En: Velasco y Riancho (2008) 

 

Al menos 7 de las 19 proteínas, WNT-1, -2, -3, -3b, -4, -8 y -10b, activan la vía canónica 

mediante la regulación de los niveles de β-catenina y localización subcelular (Akiyama, 

2000). En ausencia de WNT, β-catenina es fosforilada por la enzima (GSK-3β) y así se 

conjuga con ubiquitina. Cuando las WNT se unen a los receptores de superficie celular FZ 

y LRP5/6, se inhibe la GSK-3β y la β-catenina hipofosforilada se estabiliza y transloca al 

núcleo donde regula la expresión genética a través de la activación de diversos factores de 

transcripción como el Tcf-Lef1 (T cell factor/lymphocyte enhancer factor o factor de 

células T/factor potenciador linfoide (FCT)/FPL) (Gordon y Nusse, 2006). Esta vía 

canónica es importante en los embriones en desarrollo, en el mantenimiento de los tejidos 

adultos e interviene también en los procesos patológicos (Logan y Nusse, 2004; Clevers, 

2006; Fuerer et al., 2008). 

Los reguladores de WNT son las proteínas Dickkopf (DKK), que competitivamente se 

unen a LRP5/6 y previenen la activación de la señalización por acoplarse adicionalmente 

con un co-receptor negativo denominado Kremen-1 (Bafico et al., 2001). Las proteínas 

DKK, por lo tanto, regulan la homeostasis ósea por interferencia con las señales de WNT 

(Morvan et al., 2006) 

Los reguladores de la formación de hueso los constituyen la hormona paratiroidea, 

prostaglandinas, BMP y las proteínas WNT. Las proteínas WNT se unen al receptor 
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LRP5/6 y conducen a la activación de una vía de señal que implica a GSK3 y β-catenina, 

que impulsan la diferenciación de las células mesenquimales en osteoblastogenesis (Miller, 

2001). El regulador de la formación de hueso inducidos por WNT es la proteína Dickkopf 

(DKK), que se une competitivamente a LRP5/6 e impide la activación. DKK requiere 

además de un co-receptor negativo denominado Kremen-1 (Bafico et al., 2001) así 

proteínas DKK regulan la homeostasis ósea por interferencia con la señalización de WNT 

(Morvan et al., 2006). 

La relación entre la inflamación y la remodelación ósea aún no se encuentra totalmente 

explicada. El factor de necrosis tumoral alfa (FNT-α), una citoquina pro-inflamatoria 

fundamental en la espondilitis esclerosante, es responsable de la inducción de Dickkopf-1 

(DKK-1) y esclerotina (Heiland et al., 2010) que regulan la formación de hueso por 

inhibición de las proteínas WNT y proteínas BMP. Las dos últimas son los principales 

inductores de la osteoblastogénesis y nueva formación de hueso (Lories y Luyten, 2007). 

WNT regula la expresión de osteoprotegerina (OPG), responsable de la inhibición de la 

osteoclastogenesis y por lo tanto de la resorción ósea (Glass et al., 2006) atenuando la 

influencia del receptor activador del factor nuclear kappa B ligando (RANKL) en los 

osteoclastos y sus precursores (Boyle et al., 2003) (Figura Nº9). 

Durante los procesos de osteogénesis WNT regula el nivel de expresión de sox9 (Gregory 

et al., 2005), que influye en el compromiso de las células mesenquimales a un destino 

esqueletogénico (Mori-Akiyama et al., 2003). WNT influye en la diferenciación tanto en 

osteoblastos (Luo et al., 2004) como en condrocitos (Rodda y McMahon, 2006) en los 

animales adultos, existe abundante evidencia de que la señalización WNT regula la masa 

ósea (Hartmann, 2006) (Figura Nº9).  

En modelos de osteogénesis distractiva realizados en ratones, WNT se incrementa en el 

sitio de la lesión y durante las primeras etapas de la osteogénesis (Kasaai et al., 2012). 

WNT7b induce la diferenciación de los osteoblastos por la vía canónica (Bennet et al., 

2005). En tanto WNT10b promueve la diferenciación de osteoblastos por inducción de la 

transcripción de los factores osteoblastogénicos Runx2 y osterix; suprime la transcripción 

de los factores adipogénicos (Bennet et al., 2005; Kang et al., 2007). 
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1.4.3. Runt related transcriptional factor 2 (Runx2) 

Las proteínas Runx son factores de transcripción eucariontes (Levanon et al., 2001; Lian et 

al., 2003) siendo Runx2 el más relevante. Runx2 determina el linaje osteoblático a partir 

de las CM en las etapas iniciales de la osteogénesis y la inhibe en las etapas finales (Liu et 

al., 2001; Komori et al., 2002). Runx2 es requerido para la diferenciación in vitro de 

osteoblastos, la formación de huesos in vivo (Komori et al., 1997) y la maduración de 

condrocitos y mineralización del cartílago. Los genes diana de Runx2 comprenden tanto 

los que contribuyen a la formación ósea como OC, OPN y BSP (Schoeder et al., 2005) 

El gen runx2 codifica al menos dos isoformas, la isoforma tipo I y la isoforma tipo II. La 

isoforma tipo II se expresa en las células osteoprogenitoras en proliferación, que conforme 

se diferencia hacia osteoblasto se eleva la expresión de la isoforma tipo II, funcionalmente 

relevante para la diferenciación ósea (Xiao et al., 1999). 

Para llevar a cabo el programa génico relacionado a la expresión de genes de fenotipo 

óseo, es necesario que Runx2 se asocie con la proteína Cbfß, formando un heterodímero 

(Kundu et al., 2002; Yoshida et al., 2002) que permite que incremente su afinidad por el 

DNA (Speck y Stacy, 1995). Las regiones del DNA a las que se une el heterodímero 

Runx2/Cbfß, se localizan en el correspondiente al promotor de sus genes blanco. Al unirse 

a secuencias tan específicas de ADN, Runx2 provee una plataforma donde puedan 

 

 

Figura Nº10. Rol de la vía canónica de WNT en la diferenciación osteoblástica desde las células 

mesenquimáticas (CM) mientras que inhibe la diferenciación en condrocitos y adipocitos. WNT 

aumenta la proliferación de los osteoblastos y mineralización, mientras que bloquea la apoptosis de los 

osteoblastos, la diferenciación y activación de los osteoclastos por aumento de los gradientes de 

OPG/RANKL Esclerotin, que es un inhibidor de la vía canónica expresada por los osteocitos, que 

suprimen la proliferación y función de los osteoblastos. En: (Kubota et al., 2009). 
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ensamblarse estratégicamente complejos macromoleculares regulatorios (Stein et al., 2003; 

Stein et al., 2004). 

Un punto crítico en la osteogénesis normal es el estricto control de la expansión 

proliferativa de las CM, osteoprogenitoras, preosteoblastos y osteoblastos inmaduros (Liu 

et al., 2002). Los bajos niveles de Runx2 en células mesenquemáticas osteoprogenitoras y 

en osteoblastos inmaduros activamente proliferativos no indica necesariamente la 

maduración osteoblástica (Lee et al., 2000). Ello se debe a que Runx2 es regulado 

negativamente por el ciclo celular de los preosteoblastos y osteoblastos inmaduros. Sin 

embargo, a pesar de los bajos niveles, la asociación de Runx2 a los promotores de los 

genes blanco en los cromosomas durante la mitosis permite que se mantenga el 

compromiso de estas células con el linaje óseo. Éste también regula a Runx2 a través de 

mecanismos no establecidos (Young et al., 2007). El extremo carboxi de RUNX2 media 

interacciones con un número de proteínas reguladoras incluyendo SMADs (Zhang et al., 

2000).  

La importancia de Runx2 en la osteogénesis se demostró en ratones que no codificaban a 

esta proteína cuando no se registró osteogénesis endocondral e intramembranosa (Lee et 

al., 2000). Para que Runx2 posea actividad se requiere la producción autocrina de BMP, 

por lo que actúan cooperativamente para estimular la expresión de genes de osteoblastos 

(Phimphilai et al., 2006). 

Runx2 determina el linaje osteoblástico a partir de las CM induciendo su diferenciación en 

estadios tempranos e inhibiéndolo en etapas más tardías (Liu et al., 2001; Komori, 2002). 

 

1.4.4. Osteopontina 

La osteopontina (OPN) es una proteína que fue aislada por primera vez del tejido óseo 

(Giaghelli y Steitz, 2000) y más tarde fue hallada en otros tejidos y órganos como riñones, 

placenta, músculo liso y epitelio secretor (Denhardt y Gou, 1993; Weber, 2001; Naldini et 

al., 2006;). Interviene en un amplio rango de funciones biológicas que incluye respuestas 

inflamatorias, angiogénesis, cicatrización de heridas, tumorigénesis de caninos y felinos 

(Ozmen et al., 2015), mineralización extra esquelética (Choi et al., 2008) sobrevida y 

migración celular y mineralización y remodelación ósea.  

OPN es sintetizada por varios tipos celulares entre las que cuentan los osteoclastos, 

osteoblastos, condrocitos, macrófagos, células activas T y células epiteliales, endoteliales 
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del músculo liso, fibroblastos y células tumorales. Se encuentra en tejidos como el hueso, 

actúa como citoquina pro-inflamatoria y juega un importante rol regulando procesos 

inflamatorios (O’Regan et al., 2000). 

Es la proteína no colágena que más abunda en la matriz extracelular. Es una glicoproteína 

fosforilada (McKee et al., 1993) perteneciente a la familia de proteínas SIBLING (Small 

Integrin-Binding Ligand N-linked Glycoproteins) (Fisher et al., 2001; Fisher and Fedarko, 

2003). Las proteínas SIBLING poseen una secuencia aminoacídica compuesta por 

Arginina-Glicina-Aspartato, o secuencia RGD, que permite la interrelación con la integrina 

αvβ3, la proteína de transmembrana CD44 e hidroxiapatita (Sodek y Ganss, 2000; Lesley et 

al., 2000). Estas interacciones posibilitan la quimiotaxis de los osteoclastos, la motilidad y 

anclaje al hueso (Weber et al., 1996; Chellaniah y Hruska, 2003; Zhu et al., 2004) (Figura 

Nº11).  

OPN se encuentra in situ en los osteoblastos quienes la secretan a la matriz ósea donde se 

deposita durante los procesos de osificación endocondral e intramembranosa (Chellaniah et 

al., 2003). Interviene en la proliferación y diferenciación osteoblástica acompañada con 

aumento de la actividad de la fosfatasa alcalina (FA) (Moore et al., 1991; Jang y Kim, 

2005). La detección de osteocalcina y elevado nivel de síntesis de la OPN se presentan en 

el estadio avanzado de hipertrofia de los condrocitos y posterior diferenciación en células 

similares a los osteoblastos (Lian et al., 1993) 

La OPN secretada por los osteoblastos se localiza en la superficie ósea donde interacciona 

con la integrina αvβ3 para facilitar el anclaje de los osteoclastos y probablemente OPN 

también proporciona señales químicas para su programa de diferenciación celular y 

posterior activación funcional y metabólica (Lakshmipathy y Verfaille, 2005; Dominici et 

al., 2006).  

OPN posee un importante rol en la mineralización de matriz ósea y remodelación del hueso 

(Fisher y Fedarko, 2003). El papel de OPN en la mineralización del hueso resulta poco 

claro, posiblemente modula la formación de HA, ya sea previniendo el crecimiento de 

cristales en sitios que pueden resultar inapropiados, tales como el osteoide, o regulando el 

incremento del tamaño y forma (Hunter, 2013). 

Las cargas electronegativas del ácido glutámico y ácido aspártico así como el putativo 

motivo de unión de OPN al Ca2+, motivan que OPN se una fuertemente a la hidroxiapatita 

(HA; Ca10[PO4]6[OH]2). Se comporta como un potente inhibidor del proceso de 
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mineralización, ya que la unión de OPN con HA inhibe el crecimiento de los cristales de 

HA (Hunter et al., 1996; Steitz et al., 2002; Pampena, et al., 2004). 

Estudios realizados en ratones deficientes en OPN mostraron poseer mayor contenido de 

HA y cristalinidad en comparación con los animales normales (Boskey et al., 2002). Estas 

observaciones sugieren que OPN actúa como regulador negativo en la formación de HA. 

OPN cumple diversas funciones durante la reparación de las fracturas. La deficiencia de la 

proteína no colágena altera el funcionamiento de múltiples tipos celulares que resultan en 

retraso de la neovascularización temprana, alteraciones en la organización de la matriz 

extracelular y reduce las propiedades biomecánicas del hueso (Duvall et al., 2007) 

Las cargas y descargas mecánicas a las que son sometidos los huesos inducen la expresión 

de OPN para generar la migración de los osteoclastos posibilitando la motilidad y anclaje 

de estas células (Ishijima et al. 2001).  

OPN también demostró ser un supresor de la formación ósea osteoblástica durante 

remodelación por la descarga mecánica de (Ishijima et al., 2001; Gross et al., 2005). Su 

deficiencia deteriora significativamente la capacidad de hueso para resistir la propagación 

de grietas incipientes (Thurner et al., 2010). 

 

1.4.5. Osteocalcina (OC) 

Desde la década de los años 1970 y 1980 OC es considerada un producto metabólico 

específico de los osteoblastos (Price et al., 1976; Charles et al., 1985; Sanches et al., 2009) 

y es la PNC que es más abunda en la matriz ósea (Wolf, 1996). Es una pequeña proteína 

que se halla constituida por tres residuos de ácido γ-carboxiglutámico (GLA) 

preferencialmente expresada por los osteoblastos y posee la capacidad de unirse a iones de 

calcio. Su rol exacto en el hueso no se encuentra completamente comprendido, aunque se 

tiene la certeza que interviene en la biomineralización de la matriz (Neve et al., 2012). 

En modelos caninos de osteogénesis distractiva los niveles elevados de TGF-ß fueron 

acompañados por menores niveles de OC después de la iniciación de la osteogénesis por 

distracción (Lammens et al., 1998). Estas observaciones sugieren que TGF-β suprime la 

maduración de osteoblastos al retrasar la diferenciación de los osteoblastos en la fase de 

mineralización de la osteogénesis distractiva. 



   

 

30 

 

 

Los osteoblastos sintetizan OC sólo en la etapa final de la final de su diferenciación 

celular, luego que concluyó la etapa de proliferación y bajo el control de Runx2 (Carvallo 

et al., 2008). También ha sido hallada, aunque en bajos niveles, en la médula ósea de 

megacariocitos y plaquetas en sangre periférica (Thiede et al., 1994), en células 

progenitoras endoteliales (Gössl et al., 2008), en células del músculo liso vascular (Spronk 

et al., 2001), en el cerebro, el intestino y el riñón (Fleet y Hock, 1994).  

La mayor parte de la fracción carboxilada de OC sintetizada por los osteoblastos se 

deposita en la matriz ósea, mientras que la fracción no carboxilada que no es adsorbida por 

la HA y circula en el torrente sanguíneo como OC sérica (Lee et al., 2000). Esta fracción 

sérica es empleada como marcadora del metabolismo óseo, incluso sería más sensible que 

la FA (Delmas et al., 1990). 

La vitamina D estimula directamente la transcripción de OC, (de hecho, el gen es receptivo 

a la vitamina D receptivo) mientras que la vitamina K regula los procesos de carboxilación. 

Además, diversos factores de crecimiento, hormonas o citoquinas pueden modular la 

 

Figura Nº11. Modelo de activación de la integrina αvβ3 del osteoclasto (OC) para la migración y 

adhesión a la matriz. (A) La integrina αvβ3 se encuentra en estado basal (||). Cuando el osteoclasto 

requiere trasladarse y adherirse a la MEC, requiere que la integrina αvβ3 ubicada en las extensiones de 

membrana se active (Λ) y acople al grupo RGD de OPN. (B) La unión con el factor de crecimiento 

(FC) cambia el cominio externo de αvβ3 de estado basal a activo. El FC a través del receptor tirosin 

quinasa (RQT) y la integrina inducen los reacomodamientos del citoesqueleo para el desplazamiento del 

osteoclasto a través del grupo proteico Rho unido a GDP que se activa fosforilizándose (GTP) . 

Modificado de Faccio et al., (2003). 
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producción de OC a través de las vías de señalización o la interacción con factores de 

transcripción que actúan sobre la región promotora del gen de la OC. Este gen es 

generalmente inactivo durante la proliferación odteoblástica, mientras que se transcribe en 

abundancia durante la diferenciación de los osteoblastos (Villafan-Bernal et al., 2013). 

Los autores consultados hacen referencia a los mecanismos íntimos de acción de los 

factores de crecimiento, citoquinas e indicadores metabólicos durante la proliferación, 

diferenciación y maduración celular del linaje osteogénico durante la vida embrionaria e in 

vitro. Esa descripción no se hace como resultado de los implantes de MOD en defectos 

óseos ortopédicos. El aporte de conocimientos en relación a los fenómenos celulares de 

proliferación y diferenciación celular y la interacción de las proteínas que participan en 

esos procesos, permitirá determinar la forma que se reparan lo defectos óseos tratados con 

MOD. A partir de esos conocimientos se podrán establecer los principios de tratamientos 

que requieran re-establecer la base ósea.  
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CAPÍTULO 2 

HIPÓTESIS Y OBJETIVOS 
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2. Hipótesis 

Los defectos óseos ortopédicos experimentales son factibles de ser tratados con matriz ósea 

desmineralizada (MOD), logrando la activación de procesos de proliferación y 

diferenciación celular, durante la regeneración y remodelación ósea.  

 

2.1. Objetivo general 

Identificar los fenómenos de proliferación y diferenciación celular durante la reparación de 

defectos óseos ortopédicos tratados con matriz ósea desmineralizada (MOD). 

 

2.2. Objetivos específicos 

▪ Estandarizar un protocolo de obtención de matriz ósea desmineralizada. 

▪ Caracterización de la matriz ósea desmineralizada a través de microscopía óptica, 

microscopía óptica y microscopía de electrónica de barrido.   

▪ Establecer las propiedades osteogénicas de la MOD por implante intramuscular en los 

músculos bíceps femoris. 

▪ Efectuar seguimiento y evaluación radiológica de los defectos ortopédicos tratados con 

MOD. 

▪ Analizar la evaluación del uso funcional del miembro de los animales en estudio. 

▪ Obtener muestras de tejido óseo de los sitios de reparación de los defectos ortopédicos 

a los 7, 15, 21, 30, 60 y 150 días post-implante. 

▪ Identificar y establecer histológicamente el procedimiento de reparación de los defectos 

ortopédicos. 

▪ Establecer la inmunoexpresión, densidad óptica y densidad óptica integrada de las 

proteínas BMP-2, WNT, Runx2, OPN y OC en tejidos de reparación y diferenciación 

celular.  

▪ Relacionar las DO y DOI con los acontecimientos tisulares durante la reparación. 
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CAPÍTULO 3 

METODOLOGÍA 
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3.1. Obtención, procesamiento y almacenamiento de matriz ósea desmineralizada 

La MOD empleada fue obtenida mediante la estandarización de un protocolo basado en 

métodos previamente informados (Reddi y Huggins, 1972; Urist et al., 1973; Hallfeldt et 

al., 1995; Concannon et al., 1997; Rabie et al., 2000; Rivera et al., 2003; Han et al., 2005) 

y publicado por el tesista (Audisio et al., 2014). 

Se emplearon diáfisis de huesos de conejos procedentes de frigorífico, a los que 

inmediatamente de haber sido sacrificados les fueron extraídos los fémures, las tibias y los 

húmeros en condiciones de asepsia. Las diáfisis fueron tratadas en un solo grupo, que 

incluyó remoción de los tejidos blandos, luego se lavaron con abundante agua destilada a 4 

ºC para prevenir la acción enzimática en los tejidos (Yazdi et al., 1991). Las diáfisis se 

seccionaron en piezas de 5 a 10 mm y luego fueron fragmentadas en un molino de 

cuchillas a 20.000 rpm (Yellowline A10, IKA, Alemania) hasta obtener partículas de 200 a 

750 μm. Al hueso triturado le fueron extraídos los lípidos sumergiéndolo en una solución 

de cloroformo:metanol en proporción 1:1 durante 12 horas, manteniendo una relación 1:30 

de hueso:solución (Figura N°12). 

El hueso fue lavado con agua destilada a 4 ºC y luego fue sometido a la acción de una 

solución de ácido clorhídrico (HCl) 0,6 N a razón de 25 meq/g de hueso durante 48 horas 

con agitación permanente a 4 ºC (Figura N°12) La MOD obtenida se lavó con agua 

destilada hasta estabilizar el pH en 7,0 y conservada en alcohol etílico 70º a 4 ºC hasta su 

uso en proporción de 30 partes de alcohol por cada parte de matriz (Junqueira Del Carlo et 

al., 2003; Han et al., 2005; Audisio et al., 2014). 

A los efectos de caracterizar a la MOD, se tomaron tres muestras. A la primera le fueron 

determinados residuos lípidos, la segunda fue analizada mediante microscopía óptica, 

microscopía de alta resolución (MOAR) y electrónica de transmisión (SEM); y la tercera 

se empleó para comprobar las propiedades osteoinductivas y osteoconductivas. 

 

3.2. Caracterización de la matriz ósea desmineralizada (MOD) 

La MOD fue caracterizada para establecer las características de las mismas como así 

también la capacidad osteogénica al ser aplicada en un modelo animal. Se procedió a 

establecer si las partículas contenían lípidos como así también los aspectos microscópicos 

ópticos y electrónico.  
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3.2.1. Determinación de fracción lipídica 

La muestra de MOD fue suspendida en dicloremetano y luego centrifugada a 500 r.p.m. 

durante 5 minutos Una fracción del centrifugado se analizó con cromatógrafo gaseoso con 

detector de masa (GC-MC) (GCMS-QP2010, Shimazdu, Japón) que emplea helio como 

gas carrier. 

 

  
A B 

  
C D 

  
E F 

Figura N°12. Procesamiento de hueso para obtener matriz ósea desmineralizada. A) Huesos largos 

obtenidos de los conejos despojados parcialmente de los tejidos blandos; B) los mismos huesos a los que les 

fueron extraídas las epífisis, aún conservan la médula ósea; C) cortezas óseas diafisiarias fragmentadas, 

lavadas y despojadas de tejidos blandos y restos de médula ósea; D) fragmentación de las diáfisis hasta 

obtener partículas de MOD de tamaño deseado, a la izquierda molienda gruesa del hueso, a la derecha 

molienda fina; E) las partículas de MOD suspendidas en HCl 0,5 N sobre un agitador magnético; F) aspecto 

de las partículas de matriz ósea luego de la desmineralización. 
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3.2.2. Caracterización microscopía óptica, microscopía de alta resolución (MOAR) y 

electrónica de transmisión 

3.2.2.1. Microscopía óptica (MO) 

Se tomaron dos muestras, la primera se colocó sobre un portaobjetos para observar las 

partículas en el microscopio óptico a pequeño aumento y establecer sus dimensiones y 

características; a la segunda muestra se la deshidrató en una batería de etanol en 

concentraciones crecientes, luego se sumergió en xileno y embebió en parafina y resina 

sintética. Se realizaron cortes de 5 μm que fueron montados en portaobjetos de vidrio y 

teñidos con hematoxilina y eosina (HE).  

Para realizar la tinción con HE se procedió a desparafinar las muestras en dos pasos, el 

primero en estufa a estufa 60 ºC durante 10 minutos y posteriormente se sumergieron 2 

veces durante 10 minutos cada una en xilol. Luego de hidrataron en una batería de 

alcoholes en concentraciones decrecientes de 100°, 95° y 70° de 1 a 2 minutos. Luego se 

lavaron 2 veces en agua destilada (10 minutos cada una) y dos veces en solución tampón 

fosfato salino (PBS pH 7,2), 10 minutos cada uno. La técnica se realizó a temperatura 

ambiente. Luego la muestra se trasladó a un coplin conteniendo la hematoxilina alumínica 

de Harris durante 3-5 minutos. Las muestras se lavaron con agua corriente hasta que el 

agua se aclaró. Luego se aplicó eosina al 0,5% durante 15 a 30 segundos y se lavó con 

agua destilada. Se deshidrató en forma progresiva con sucesivos baños de alcohol, cada 

vez menos hidratados 70° – 80° – 90° – 96° – 100°; del alcohol 70° a 96° permanecieron 

30 segundos y en el alcohol 100° 10 minutos y montados con Entellan (Merck, Alemania).  

Los cortes se observaron en un microscopio óptico Axiophot (Carl Zeiss, Alemania). La 

adquisición de las imágenes se realizó con una cámara digital Powershot G6 de 7.1 

megapixels (Canon INC, Japón) adosada al microscopio óptico. Éstas se procesaron con el 

software AxioVision Release 4.6.3 (Carl Zeiss, Alemania). 

 

3.2.2.2. Microscopía de alta resolución (MOAR) 

Las muestras destinadas a MOAR se fijaron en glutaraldehído al 2,5% en solución tampón 

fosfato de Sörensen (PBS) (0,1 M, pH 7,4) durante a 4 °C. Se lavaron dos veces con PBS. 

Se re-fijaron con tetróxido de osmio al 1% durante 1 hora a temperatura ambiente. 

Seguidamente se lavaron dos veces en PBS y se deshidrataron en concentraciones 
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crecientes de acetona. Se procedió luego a la pre-inclusión en resina epoxi EMbed 812 1:1 

en acetona 100% durante toda la noche a temperatura ambiente y posteriormente a una 

inclusión en EMbed 812 a 60 °C, durante 24 horas. A través de un ultramicrótomo manual 

(Sorvall MT-1A, DuPont, USA), utilizando cuchillas de vidrio, se obtuvieron cortes 

semifinos de 0,25 mm. Se emplearon 10 cortes los que fueron colocados sobre portaobjetos 

de vidrio y teñidos con azul de toluidina sobre una platina termostatizada, para permitir la 

entrada del colorante al tejido incluido en la resina. Los cortes se observaron en un 

microscopio óptico Axiophot (Carl Zeiss, Alemania). La adquisición de las imágenes se 

realizó con una cámara digital Powershot G6 de 7.1 megapixels (Canon INC, Japón) 

adosada al microscopio óptico. Éstas se procesaron con el software AxioVision Release 

4.6.3 (Carl Zeiss, Alemania). 

 

3.2.2.3. Microscopía electrónica de transmisión (SEM) 

La muestra se fijó con glutaraldehido al 2,5% y más tarde se procedió a deshidratarla con 

etanol en una serie de concentración creciente. Luego fue secada por punto crítico 

empleando dióxido de carbono (Denton Vacuum DCP1), fijada con cinta bifaz sobre 

soporte de aluminio y recubierta con oro Denton Vacuum DeskIV (22-24 nm de espesor). 

La muestra se examinó en un microscopio JEOL Modelo JSM 6480 LV SEM (Japón). La 

adquisición de imágenes y las mediciones morfométricas se realizaron con software 

original del equipo. 

 

3.2.3. Determinación de las propiedades biológicas de la MOD 

Se emplearon 10 conejos de la raza neozelandesa, sexualmente maduros, de 2,5 a 2,8 kg, 

los que fueron mantenidos en jaulas individuales, alimentados con una fórmula balanceada 

comercial y agua potable ad-libitum. Las condiciones de bienestar animal, así como las 

condiciones experimentales de los animales fueron aprobadas por el Comité de Ética de la 

Universidad Nacional de Río Cuarto.  

Los animales se dividieron en grupo tratamiento (GT) n=8 y grupo control (GC) n=2 para 

proceder a realizar las intervenciones quirúrgicas. Los individuos fueron sedados y 

anestesiados con 1,5 mg/kg de xilacina y 40 mg/kg de ketamina IM. Se acondicionó uno de 

los miembros posteriores para ser intervenido en condiciones de asepsia y proceder a 

implantar MOD de forma intramuscular. Luego de realizar una incisión de 
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aproximadamente 2 cm en la cara lateral del muslo, se efectuó un bolsillo en el músculo 

bíceps femoral (m. biceps femoris). El bolsillo se rellenó con 100 mg de MOD y el 

músculo y la piel se suturaron con poligalactina. Los animales recibieron terapia 

antiinflamatoria (ketoprofeno 0,1 mg/kg IM; Kalmavet, Lab. Zoovet) y antibioticoterapia 

de amplio espectro (clorhidrato de oxitetraciclina, 50 mg totales IM) durante 3-5 días VO.  

Se realizaron proyecciones latero-mediales de los miembros a los 30 días postquirúrgico. 

En cada radiografía se emplearon 60 kVp y 10 mA a una distancia de foco de 40 cm y 

tiempo de exposición de 0,4 segundos. Se estableció que la presencia de una imagen 

radiodensa en el sitio del implante sería considerada como positiva a la presencia de hueso 

nuevo extraesquelético. 

 

3.3. Implantes de MOD en defectos óseos ortopédicos 

Se emplearon 35 conejos de la raza neocelandeza de sexualmente maduros que fueron 

atendidos según las pautas de bienestar animal de la Universidad Nacional de Río Cuarto. 

Durante el tiempo que duró la experiencia los animales se mantuvieron en jaulas 

individuales alimentados con una fórmula comercial de alimento balanceado y agua ad-

libitum.  

Luego de un período de adaptación a las condiciones de confinamiento los conejos fueron 

sedados con 0,1 mg/Kg de acepromacina (Acedan® inyectable, Lab. Holliday Scott, 

Argentina) y anestesiados con 40 mg/Kg de ketamina IM (Ketamina 50®, Lab. Holliday 

Scott, Argentina). Uno de los miembros torácicos se acondicionó para ser intervenido en 

condiciones de asepsia. A los efectos de obtener analgesia del miembro se procedió al 

bloqueo del plexo braquial mediante administración de lidocaína al 2%.  

Se realizó una incisión en la cara dorsal del antebrazo que permitió identificar los músculos 

extensores de la mano. Los músculos se disecaron para exponer al radio para proceder a 

crear un defecto ortopédico de tamaño crítico, cuyas mínimas dimensiones impiden la 

reparación espontánea durante la vida del animal. La longitud del defecto equivale a 1,5 

veces el diámetro del hueso (Schmitz y Hollinger, 1986). El diámetro de cada radio se 

determinó mediante radiografías de control pre-operatorio. Cuando se expuso al radio se 

realizaron dos osteotomías paralelas y transversales al eje longitudinal con una distancia 

entre ambas de 1,5 veces el diámetro óseo. Los defectos de 30 animales se recibieron 

tratamiento mediante relleno con MOD y constituyeron el grupo tratamiento (GT) (Figura 
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N°13); en tanto que 5 animales no recibieron tratamiento y conformaron el grupo control 

(GC). Los músculos extensores fueron suturados con poligalactina con puntos separados. 

El tejido subcutáneo y piel también se suturaron con el mismo material según técnicas de 

rutina. 

Concluidas las intervenciones los conejos permanecieron en jaulas individuales. 

Diariamente recibieron antibioticoterapia y terapia antiinflamatoria (ketoprofeno 0,1 mg/kg 

IM; Calmavet, Lab. Zoovet) durante 5 días. Diariamente durante 8-10 días los conejos 

recibieron atención de las heridas (lavado, desinfección y control de puntos de sutura) 

como así también eran examinados para evaluar condiciones de salud.  

A los efectos de evaluar los procesos histológicos de reparación de los defectos óseos 

ortopédicos experimentales con MOD, se conformaron subgrupos de tratamiento (SgT) de 

5 animales cada uno. A cada (SgT) le fue asignado un período de sobrevida post-quirúrgica 

a los efectos de proceder a realizar estudio histológico e inmunohistoquímico de la 

reparación ósea. Los conejos del SgT1 fue sacrificado a los 7 días post-operatorio, El Sgt2 

a los 15 días, el Sgt3 a los 21 días; el SgT4 a los 30días; el Sgt5 a los 60 días y el SgT6 a 

los 150 días. Los animales del GC fueron sacrificados a los 60 días post-operatorio. 

Los animales de cada subgrupo tratamiento fueron sacrificados al concluir el período de 

sobrevida establecido, a los 7, 15, 21, 60 y 150. De cada cadáver se recuperaron las 

porciones de las diáfisis que contenían los defectos tratados. Las muestras se fijaron con 

formol salino tamponado, se deshidrataron con baterías de alcoholes de graduación 

creciente, para ser incluidos en parafina. Se realizaron cortes histológicos correspondiente 

a los defectos provocados y tratados de aproximadamente 4 µm con micrótomo 

(Microtom®, USA) y montaron 3-4 cortes sobre cada portaobjeto. Los cortes histológicos 

se tiñieron con hematoxilina-eosina (HE) para el reconocer estructuras tisulares e 

inmunomarcar RUNX2, WNT, BMP, OPN, OCN mediante técnica de 

inmunohistoquímica.   

 

3.3.1. Inmunodetección de BMP-2, WNT, Runx2, OPN y OC 

Para la realización de estas técnicas se utilizaron los cortes histológicos obtenidos según el 

punto 3.2. Los mismos fueron desparafinados mediante dos pasajes por xilol de 15 minutos 

cada uno. Posteriormente se rehidrataron con baterías de alcoholes de graduación 

decreciente de 5 minutos cada uno. Luego se lavaron 2 veces en agua destilada (10 minutos 
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Figura N°13. Procedimiento quirúrgico de creación 

del defecto óseo ortopédico. A) Abordaje quirúrgico 

de la cara dorsal del antebrazo con exposición del 

tercio medio de la diáfisis radial. B) Defecto óseo 

ortopédico experimental de tamaño crítico en el 

radio creado por doble osteotomía. C) Defecto 

tratado mediante relleno con MOD  

C  

 

cada una) y dos veces en solución tampón fosfato salino (PBS pH 7,2), 10 minutos cada 

uno. La técnica se realizó a temperatura ambiente. Antes de la primera incubación con los 

anticuerpos los portaobjetos conteniendo los cortes fueron tratados con 3% (v/v) de 

peróxido de hidrógeno por 5 minutos y lavados con PBS pH 7,2. Luego fueron incubados 

con el primer anticuerpo correspondiente al receptor buscado durante una hora a 

temperatura ambiente en cámara húmeda cámara húmeda (Runx2 (27-K): sc-101145 

dilución 1:200; Wnt-3 (H-70): sc-28824 dilución 1/200; BMP-2 (N-14): sc-6895 dilución 

1/200; Osteocalcin (FL-100): sc-30044, dilución 1:200 y OPN AKm2A1:sc-21742 dilución 

1/50; todos de Santa Cruz Biotechnlogy Inc, USA). Posteriormente fueron lavados con 

PBS (2 lavados de 10 minutos cada uno) e incubados durante 20 minutos con el segundo 

anticuerpo biotinilado (compuesto por inmunoglobulinas biotiniladas anti-conejo, anti-

ratón y anti-cabra). Luego de ser lavados con PBS (2 lavados de 10 minutos cada uno) 

fueron tratados con el complejo de streptavidina conjugada con peroxidasa por 20 minutos 



   

 

42 

 

(LSAB®+Systems HRP, Dako Cytomation). Luego del período de incubación fueron 

lavados con PBS (lavados 10 minutos cada uno) y tratados con la solución de sustrato 

cromógeno 3,3`-diaminobenzidina (DAB) durante 15 minutos. Posteriormente, los cortes 

histológicos fueron contrastados con hematoxilina de Mayer por 50 segundos, lavados con 

solución de hidróxido de amonio al 0,08% por 30 segundos, deshidratados en batería de 

alcoholes de concentración creciente y montados con Entellan (Merck) para ser observados 

en un microscopio óptico Axiophot (Carl Zeis, Alemania). La adquisición de imágenes se 

realizó mediante una cámara digital Powershot (G6, 7.1 megapixeles (Canon INC, Japón) 

adosada al microscopio óptico y el procesamiento de las mismas a través del software 

AxioVision 4.6.3 (Carl Zeis, Alemania). 

En las técnicas IHQ se consideraron positivas a BMP-2, WNT, Runx2, OPN y OC cuando 

se inmunomarquen con color marrón a la matriz extracelular, células mesenquimáticas, 

pre-osteoblatos, osteoblastos, osteocitos, condrocitos y osteoclastos. 

 

3.3.2. Análisis de densitometría óptica (DO) y densitometría óptica integrada (DOI) 

Se adquirieron imágenes de los cortes inmunomarcados con aumento 200X. Las imágenes 

adquiridas correspondieron a las partículas de MOD, tejido osteocondroide, a la fase de 

osificación y del hueso nuevo trabecular y maduro hallados en los defectos óseos a los 7, 

15, 21, 30, 120 y 150 días post-operatorio. Las imágenes capturadas se introdujeron en 

software Image J 1.49b (Media Cybernetics, USA) para cuantificar la expresión de BMP-2, 

WNT, Runx2, OPN y OC. El software convirtió el color marrón correspondientes a las 

expresiones de cada proteína en una escala de grises que se extendió de 0 a 255 (0 = blanco 

y 255 = negro). Con los valores obtenidos se calculó la densidad óptica (DO) y densidad 

óptica integrada (DOI). La densidad óptica se determinó según la fórmula DO = Log10 

(IT/II); donde IT es la intensidad transmitida (equivale a 255) y la II que es la intensidad 

incidente que corresponde a el valor de la media de grises de la imagen analizada por el 

software. La densidad óptica integrada (DOI) se obtiene del producto entre la DO y la 

unidad de superficie expresada en micras cuadradas (µ2) ocupada por la expresión de las 

proteínas en estudio según la fórmula DOI = (DO *AREA). El resultado de ambas 

fórmulas se expresó en unidades arbitrarias (UA) (Vasconcellos et al., 2014). Las 

imágenes adquiridas también fueron observadas con aumento a 40X y 100X para analizar 

aspectos citoplasmáticos que resultaran de interés. 
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3.4. Evaluación radiológica 

Se realizó seguimiento radiológico en los miembros intervenidos a los 15, 21, 30, 60 y 150 

días post-operatorios. Los conejos se colocaron en posición de decúbito lateral con el 

miembro objeto de estudio en contacto con el chasis que contenía la película radiológica. 

Se efectuaron proyecciones latero-medial empleando 60 kVp y 10 mA a una distancia de 

foco de 40 cm con tiempo de exposición de 0,4 segundos. Las radiografías se emplazaron 

en un negatoscopio y se fotografiaron con una cámara marca Kodak© de 12 megapixeles. 

Cada fotografía fue analizada con el software ImageJ 1.49b (Media Cybernetics, USA). Se 

estipuló que la presencia de una imagen radiodensa en el sitio del implante sería 

considerada como positiva a la presencia de hueso nuevo. En tanto se consideraría al 

defecto reparado cuando el hueso nuevo ocupara la totalidad del defecto y tuviera 

integración con los extremos de las osteotomías. Una vez que las imágenes se introdujeron 

en el software se procedió a medir la longitud del radio, la longitud del defecto, la 

superficie del defecto y la presencia de hueso nuevo que rellenaba el defecto.  

 

3.5. Análisis estadístico 

Los datos obtenidos de las DO y DOI correspondiente a BMP, WNT, Runx2, OPN y OC 

como así también de los datos provenientes de las radiografías de los defectos óseos 

tratados se introdujeron en el software Infostat (Di Rienzo et al., 2010) para ser analizados 

con un ANAVA, los resultados se compararon con un test LSD de Fisher con una 

significación estadística definida como p<0,05. 
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CAPITULO 4 

RESULTADOS y DISCUSIÓN 
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4.1. Caracterización de MOD 

4.1.1. Residuos lipídicos 

Los análisis realizados a las partículas de MOD para determinar la presencia de 

residuos lipídicos resultó negativo. 

 

4.1.2. Caracterización microscopía 

4.1.2.1. Microscopía óptica y microscopía óptica de alta resolución (MOAR) 

Las partículas que se observaron con fondo blanco presentaron forma cuadrangular y sus 

bordes eran bordes lisos y redondeados (Figura N°13 A). En tanto que en las partículas 

teñidas con HE se identificaron las unidades funcionales del hueso cortical, la osteonas. En 

ellas, claramente se observaron los conductos osteónicos centrales rodeados por las 

lamelas o láminas dispuestas en forma concéntrica conteniendo las lacunae o lagunas 

(Figura N° 13 B).  

La técnica MOAR se observó con mayor definición y detalles los elementos estructurales 

del hueso cortical previamente anunciados con la técnica y tinción convencional con HE. 

El azul de toluidina tiñó de forma homogénea los cortes MOAR, en tanto los cortes teñidos 

con HE se mostraron basófilos (Figura Nº 13 C). 

 

4.1.2.2. Microscopía electrónica de barrido (SEM) 

Durante la estandarización del protocolo de procesamiento y conservación de MOD, se 

efectuaron pruebas de molienda con dos molinos que poseían distintas conformaciones de 

cuchillas y velocidades. El primero disponía de cuchillas con bordes cortantes y 5.000 

r.p.m. mientras que el segundo molino las cuchillas no tenían filo y desarrollaba una 

velocidad de 20.000 r.p.m. Las comparaciones realizadas por SEM mostraron que como 

resultado de la acción del primer molino las partículas poseían forma ligeramente cilíndrica 

y superficie irregular. Las fibras de colágeno se observaron seccionadas en varios sitios y 

poco compactas (Figura N° 14 A). Con el segundo molino se obtuvieron partículas de 

bordes netos (Figura N°15 A), tamaño uniforme al igual que su geometría, que fue 

cuadrangular (Figuras N° 14 B y 15) y aspecto compacto (Figura N° 15 B). 

Las observaciones realizadas con SEM mostraron que las partículas poseían forma 

cuadrangular con una dimensión media de 532,42 µm (±181,14). En la superficie de las 
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partículas se reconoció la disposición horizontal de las osteonas y en los cortes 

transversales se identificaron los conductos centrales cuyo diámetro fue de 13,45 µm 

(±6,49) y las lamelas o láminas concéntricas conteniendo las lacunae o lagunas (Figura 

Nº16). 

  
A B 

 

 

 
Figura Nº14. Microscopía óptica y microscopía de 

alta resolución de las partículas de MOD. A) 

Partículas de MOD observadas en microscopio 

óptico. A) Partícula de MOD al microscopio óptico 

con fondo claro a 100X y cuyas dimensiones fueron 

570 µm x 426 µm. B) Partícula de MOD teñida con 

hematoxilina y eosina en donde se apreció tinción 

basófila e identificó a las osteonas conteniendo cada 

una de ellas un canal osteónico (flechas) (HE) 

400X; C) MOAR correspondiente a una partícula de 

matriz desmineralizada teñida con azul de 

tolouidina magnificación 400X.  

C  

 

  
A B 

Figura Nº15. Microscopía electrónica de barrido (SEM) de las partículas obtenidas por los dos empleados; A) 

partícula producto de la molienda a 5.000 r.p.m. observada a 400X, 300x y 1000x; B) partículas de MOD 

procesadas con molino a 20.000 r.p.m. SEM 300X 
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A B 

Figura Nº16. Imagen SEM de una partícula de MOD. A) se observan los bordes netos de la partícula; B) 

partícula de MOD magnificación de 100X (recuadro superior izquierdo) y detalles de una osteona (flechas) 

observado a 700X.  

 

4.1.3. Propiedades biológicas de la MOD 

Durante el período que duró la experiencia ninguno de los animales intervenidos manifestó 

signos y síntomas producto de reacciones inflamatorias o complicaciones post-operatorias 

locales o sistémicas. Las radiografías tomadas de los miembros posteriores mostraron en 

correspondencia con el sitio del implante la presencia de una imagen densa fusiforme en 

dicho sitiocompatible con hueso nuevo y en correspondencia con los sitios de implantes 

extra esqueléticos de MOD (Figura Nº17). 

 

 
Figura Nº17. Radiografía de un muslo de un conejo empleado para determinar propiedades biológicas de la 

MOD. Imagen de la presencia de hueso (izq), el hueso nuevo señalado por el círculo. 



   

 

48 

 

 

4.2. Modelo animal 

En el lapso de tiempo de estudio no se registraron muertes o complicaciones como 

secuestros producto del rechazo a los implantes. En ese sentido los miembros intervenidos 

no mostraron edemas inflamatorios y emanación de ningún tipo de secreciones 

provenientes de las heridas o sitios de los implantes de MOD. 

Una vez que las intervenciones concluyeron los animales ingirieron alimentos y agua a las 

6 o 12 horas. Los conejos hicieron uso funcional de los miembros intervenidos a los 2-3 

días de haberles realizado los tratamientos (Figura Nº18). 

 

 
Figura Nº18. Conejo perteneciente al grupo tratamiento luego de 21 días de intervenido. El animal se 

encuentra haciendo uso funcional del miembro derecho. 

 

4.3. Análisis radiológico  

El análisis radiológico mostró que los radios poseían una longitud media de 69,6 ±1,51 

mm. Los defectos midieron 8,65 ±0,70 mm y sus superficies 28,88 ±4,55 mm2. En tanto la 

longitud relativa de los defectos respecto a la longitud del hueso fue 12,44% ±1,15 (Tabla 

N°1). Los defectos tratados repararon completamente luego de 60 días, mientras que los 

defectos de los animales control a los 150 días no curaron y los extremos de las 

osteotomías se apreciaron atrofiadas (Figura Nº19).  
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Tabla Nº1 

Longitud del radio y dimensiones de los defectos óseos de tamaño critico 

(longitud y área de superficie) 
Conejo No Longitud del 

radio (mm) 

Longitud del 

defecto (mm) 

Longitud del 

defecto/longitud del radio 

Área del 

defecto (mm2) 

Grupo tratamiento 

1 69 8,23 11,92% 27,109 

2 70 8,38 11,97% 37,581 

3 69 7,75 11,23% 22,380 

4 70 8,19 11,70% 32,148 

5 72 7,96 11,05% 32,700 

6 66 9,58 14,51% 26,440 

7 70 8,99 12,84% 26,953 

8 70 9,80 14,00% 24,490 

Grupo control    

1 70 8,43  31,783 

2 70 9,22  27,240 

 

 

 
Figura Nº19. Radiografía control de conejo del GC. El defecto no se encuentra reparado y los 

extremos de las osteotomías se observan aguzadas con signos de atrofia. 

 

A los 15 días post-operatorio se observó reacción periosteal y la presencia de hueso nuevo. 

Las imágenes de hueso nuevo poseían ligera forma triangular orientadas hacia el centro de 

los defectos. A los 21 días post-operatorios estas porciones de hueso nuevo se encontraban 

fusionadas entre sí y a la corteza inmediata de la ulna. Entre los 30 y 60 días el hueso 

nuevo ocupaba la totalidad del defecto y hacia el día 150 la imagen mostraba remodelación 

perióstica (Figura Nº20). 

Hacia el día 15 el hueso nuevo ocupaba 6,43±1,51 mm2 del defecto, equivalente al 22,47% 

de su superficie. A los 21 días el nuevo hueso cubría 9,94 ±1,64 mm2, el 34,97% de los 

defectos. Hacia el día 30, 18,18 ±2,96 mm2, el 63,45% de la superficie de los defectos. 

Luego de 60 días post-operatorios el 26,62 ±7,08 mm2, 88,33% del defecto, se encontraba 

ocupado por hueso producto de la reparación. Finalmente, hacia el día 150 los defectos 

contenían el 28,72 ±5,00 mm2 de hueso nuevo, el 100% de los defectos (Tabla Nº1). La 
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cantidad relativa de hueso que ocupaba la superficie de los defectos a los 15 días fue de 

22,48% (min: 15,76; max: 28,48), a los 21 días: 34,97% (min: 30,71; max: 48,45), a los 30 

días 40: 63,45% (min: 60,56; max: 71,75). A los 60 días post-operatorios la superficie 

relativa de hueso fue el 88,83% (min: 80,02; max: 99,05) y la cantidad relativa de hueso a 

los 150 días fue de 100%, sin embargo, la reacción promovida por el periostio generó un 

callo óseo que agregó volumen a la región.  

El análisis estadístico de los resultados indicó diferencias significativas entre los 15, 21 y 

30, mientras que no se registraron diferencias significativas a entre los 60 y 150 días 

(p>0,05). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figura Nº20. Evolución radiológica del radio en un conejo tratado con MOD; a 

los 15 días (A), 21 días (B), 30 días (C) y 150 días (D). 
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4.4. Análisis histológico 

4.4.1. Análisis histológico realizado con tinción de Hematoxilina Eosina (HE). 

Los estudios histológicos realizados a las muestras obtenidas de los animales 

pertenecientes al GT, según la secuencia temporal post-quirúrgica, demostraron la 

reparación completa de los defectos al término de los 60 días. Mientras que los cortes 

histopatológicos realizados a los animales del GC mostraron que los espacios 

correspondientes a los defectos se encontraban ocupados por tejido conectivo. Las 

observaciones de la reparación de los defectos correspondientes a cada período de estudio 

se describen a continuación. 

A los 7 días post-tratamiento se identificaron a las partículas de MOD basófilas de forma 

poliédrica irregular. No se observaron células inflamatorias y ni células de la serie blanca 

entre las partículas y entre éstas y los músculos que las rodeaban. Las partículas se 

encontraban rodeadas por células aguzadas morfológicamente similares a células 

mesenquimáticas, que estaban dispuestas de forma paralela a la superficie de las partículas 

haciendo contacto con éstas (Figura Nº21).  

 
Figura Nº21 Corte histológico efectuado a los siete días post-operatorio. Se observan a las 

partículas de MOD rodeadas por células mesenquimáticas (CM) haciendo contacto con éstas. HE 

200X. 
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A los 15 días post-operatorios se identificaron sectores con características histológicas 

distintas. Se apreciaron partículas de MOD, espículas óseas (formación de hueso nuevo 

que comienza con el desarrollo de una matriz ósea formada por redes de fibras delgadas 

con depósitos mineralizados), pequeñas áreas de tejido cartilaginoso y cartílago en proceso 

de osificación.  

Sobre la superficie de las partículas se observaron osteoclastos y fibras colágenas 

conteniendo células morfológicamente alargadas (Figura Nº22). Las fibras colágenas y 

células estaban dispuestas de forma paralela a la MOD. A partir de los distintos sitios de 

contacto se observó condensación de células fenotípicamente mesenquimáticas que emitían 

prolongaciones colágenas de aspecto denso, acidófilas y forma de espículas (Figura Nº23 

B). En contacto con la matriz densa también había tejido laxo Éste poseía células delgadas 

y aguzadas que se continuaban en osteoblastos cuboidales que apoyaban en la superficie de 

las espículas (Figura N°23 A) mientras que la matriz albergaba osteocitos que aún poseían 

la morfología de osteoblastos. 

El tejido cartilaginoso presentaba condrocitos hipertróficos que se continuaban con el 

tejido óseo trabecular y además presentaba sitios de osificación. Los condrocitos 

hipertróficos que se encontraban en las inmediaciones de la osificación estaban rodeados 

por matriz, otros habían desaparecido dejando condroplastos vacíos que forman lagunas o 

condroceles sobre los que se depositan osteoblastos y osteoclasto. Los condroceles 

coalescían para ser colonizados por osteoblastos y osteoclastos. En los lugares de 

osificación no se observó invasión de vasos sanguíneos. En estos sitios se pudieron 

detectar matriz condral en proceso de mineralizada y condroplastos ocupados por dos 

células (Figura N°24). 

A los 21 días en el interior de los defectos no se hallaron partículas de MOD. Había tejido 

cartilaginoso, áreas de cartílago en proceso de osificación y espículas óseas y además 

albergaba numerosos osteocitos (Figura N°25). 

El tejido cartilaginoso se hallaba contiguo a las espículas óseas. Los condrocitos tendían a 

conformar líneas sinuosas similares a los grupos isogénicos observados en cartílago de 

crecimiento. En éstos el tamaño de las células variaba de menor a mayor en dirección a los 

sitios de osificación. En inmediaciones a los sitios de osificación había condroplastos 

vacíos y condroceles que era ocupado por osteoblastos y osteoclastos en clara formación  

de espículas. En la matriz de las espículas se diferenciaba la presencia de osteoide 
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Figura Nº22. Corte histológico realizado a los 15 días post-operatorios. A) Se observa la 

presencia de partículas de MOD rodeadas por células mesenquimáticas (CM), cartílago (C) y un 

área de osificación (Os). HE 100X; B) sobre las partículas se observaron osteoclastos (flecha) en 

proceso de resorción/remodelación. HE 400X.  
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Figura Nº23. A) Condensación de matriz acidófila (MA) conteniendo células de citoplasma 

redondo y oval. En la superficie de la condensación se depositan osteoblastos (OB) y osteoclastos 

(OC). También coexisten sectores de matriz acidófila laxo (MAL). HE 200X; B); En este período 

se observaron trabéculas (T) sobre las que se asentaban osteoblastos (OB) y osteoclastos (OC). 

Entre las trabéculas se hallan células mesenquimáticas (CM) en relación directa con pre 

osteoblastos y osteoblastos (OB). HE 200X. 
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Figura Nº25. Histopatología de sector de defecto ortopédico tratado con MOD a los 21 días post-

operatorios. Hay una combinación de espículas óseas nuevas (E) y tejido condral (TC). Las espículas 

contienen osteocitos (estrellass) en su matriz y osteoblastos (flechas) en sus superficies. Junto a 

grupos de osteoblastos de aprecian osteoclastos (Oc). HE 200X  

 
Figura N°24. Área de osificación a los 15 días. A la izquierda de la microfotografía se aprecia la 

presencia de tejido óseo y a la derecha el tejido cartilaginoso. Las flechas señalan condroplastos de la 

matriz cartilaginosa mineralizada conteniendo dos células. HE 400X. 
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sintetizado por los osteoblastos y depositados sobre la matriz de cartílago pre existente En 

este período también se detectó abundante cantidad de espículas óseas sobre las que se 

hallaban osteoblastos cuboidales. (Figura N°25). 

A los 30 días post-operatorios en los defectos se observó existencia de trabeculas, zonas de 

cartílago y zonas osificación. Las trabéculas combinaban áreas de tinciones acidófilas con 

basófilas. Las tinciones acidófilas se encontraban ubicadas en las superficies de las 

trabéculas y se correspondían con la presencia de los osteoblastos cuboidales adheridos a 

sus superficies (Figura N°26). 

 

 
Figura Nº26. Histología a los 30 días post-operatorios. Trabéculas óseas (T) cubiertas por osteoblastos 

(Flechas). HE 200X. 

 

El tejido cartilaginoso estaba conformado por condrocitos orientados en líneas sinuosas y 

se continuaban con zonas de osificación, de forma similar a lo observado a los 21 días 

(Figura N°27). Las áreas de osificación no presentaban invasión de vasos sanguíneos. 

Entre el tejido óseo y cartilaginoso había un área de transición que se diferenciaban por los 

cambios tintoriales en la matriz y variedad de tipos celulares que incluía cartílago con 
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condrocitos, cartílago en osificación con sectores donde se apreciaban espículas óseas entre 

las cuales había preosteoblastos y osteoblastos (Figura N°28). 

 
Figura N°27. Histología a los 30 días post-operatorios. Tejido cartilaginoso a partir del cual se está 

llevando a cabo el proceso de osificación HE 200X.  

 

 

Figura N°28. Corte 

histopatológico mostrando 

variedad de tipos de celulares 

y de tejido. Por una parte, se 

aprecian espículas (E) de 

hueso nuevo que contienen 

osteocitos y osteoblastos (Ob) 

acompañados de la presencia 

de osteoclastos (Oc). En los 

espacios formados por las 

espículas se presentan células 

osteoprogenitoras y pre 

osteoblastos. A la derecha de 

la fotografía se encuentra el 

tejido cartilaginoso (C) con 

condrocitos hipertróficos (Ch) 

formando grupos isogénicos 

axiales. Entre ambos tipos de 

tejido hay cartílago 

osificándose (Os) donde se 

observan condroplastos (Cp) 

vacíos. HE 400X. 

 

 



   

 

58 

 

 

A los 60 días el hueso que reparó los defectos óseos era de tipo denso que limitaba una 

cavidad ocupada por células de la médula ósea. El hueso denso emitía trabéculas hacia 

dicha cavidad (Figura N°29).  

Luego de 150 días de haber sido tratados los defectos ortopédicos, el hueso que los 

reparaba estaba comprendido por hueso denso laminar conteniendo osteocitos. En otros 

sitios, el hueso laminar presentaba osteonas cuyos contornos no eran circulares u ovales, 

eran irregulares. El hueso laminar emitía trabéculas también de hueso denso. Entre los 

espacios intertrabeculares espacios intertrabeculares había células de la médula ósea 

(Figura N°30). 

 

  
Figura Nº29. Hueso nuevo producto de la reparación de un defecto óseo ortopédico tratado con MOD 

60 días post-operatorio. En él se observa la presencia de trabéculas (T) óseas maduras conteniendo 

vasos sanguíneos (Vs) y osteocitos (*). En la superficie interna de algunas de las trabéculas se 

observan osteoblastos (Ob). HE 100X.   
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4.4.2. Análisis con técnicas de inmunohistoquímica para BMP-2, WNT, Runx2, OPN 

y OC 

Los resultados de las inmunomarcaciones de BMP-2, WNT, Runx2, OPN y OC se 

describen a continuación en tanto que las DO y DOI para cada molécula estudiada se 

presentan en la Tabla Nº2. 

A los 7 días post-operatorio BMP-2 se encontró en la matriz de las partículas, con mayor 

intensidad en las lagunas donde se alojaron los osteocitos (Figura Nº31). En éstas, la media 

de la DO fue 0,14 (±0,11 min: 0,05-máx: 0,63) en tanto que la DOI se encontró en 0,77 

(±0,86 min: 0,03-máx: 3,41) (Tabla N°2). 

La proteína WNT se inmunodetectó en las células mesenquimáticas (CM) ocupando los 

espacios entre las partículas de MOD. La DO para WNT fue 0,10 (±0,05; min:0,04-

máx:0,21) y la DOI 3,15 (±4,66; min :0,09-máx: 21,07) (Figura N°32) (Tabla N°2). 

 
Figura Nº30. Hueso denso laminar (Hd) producto de la reparación de defecto óseo ortopédico inducido 

por implante de MOD luego de 150 días post-tratamiento. La matriz contiene osteocitos (Oc) y entre las 

trabéculas existen espacios con células de médula ósea (M). HE 200X. 
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Por su parte, Runx2 se inmunodetectó en grupos de células aglomeradas en relación con 

las partículas de MOD (Figura Nº33). La DO para Runx2 fue 0,13 (±0,04 min: 0,08-máx: 

0,23) y la DOI 0,39 (±0,51 min: 0,02-máx: 2,00) (Tabla N°2).  

La OPN se distribuyó en forma homogénea en la matriz, con mayor intensidad en los 

canales centrales de las osteonas y lagunas de los osteocitos (Figura N°34). La DO fue 0,08 

(±0,09; min: 0,008-máx: 0,50) y DOI 1,64 (±2,11; min: 0,05-máx: 7,37) (Tabla N°2). 

OC inmunomarcó en la matriz de las partículas de MOD (Figura N°35). La DO y DOI 

fueron 0,20 (±0,05; min: 0,13 máx: 0,30) y 1,97 (±1,90; min: 0,05 máx: 7,38) (Tabla N°2) 

respectivamente. 
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Figura Nº31. Inmunomarcación de BMP a los 7 días. Se observan partículas de MOD en las que se 

aprecia un incremento de la intensidad de marcación en las lagunas que ocuparon los osteocitos. 200X 

 

 
Figura Nº32. Inmunodetección de WNT en las partículas de MOD a los 7 días post-tratamiento. 200X. 
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Figura Nº33. Inmunodeterminación de Runx2 en células fenotípicamente mesenquimáticas (CM) en 

contacto y relación directa con partículas de MOD. 400X. 

 
Figura Nº34. Inmunomarcación de OPN en las partículas de MOD. 100X. 
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Figura Nº35. Inmunomarcación de OC en partículas de MOD a los siete días post-operatorio. 200X. 

 

Luego de 15 días de tratamiento BMP-2 inmunomarcó en las partículas de MOD presentes 

según las características observadas ya descriptas y en las CM que las rodeaban (Figura 

Nº36 A). BMP-2 se detectó además en las superficies de la matriz de las espículas óseas 

rodeando a los osteocitos atrapados en la matriz y en los osteoblastos que se asentaban en 

la superficie de la matriz ósea nueva. En la matriz de las espículas se encontraba 

distribuida de forma heterogénea con mayor densidad rodeando a los osteocitos (Figura 

Nº36 B). Además, BMP-2 se inmunodetectó en las CM contiguas al cartílago, en los 

condrocitos planos cercanos a esas células, y también en algunos condrocitos hipertróficos 

inmediatos a los sectores de osificación. En particular BMP-2, en el cartílago se la detectó 

en condrocitos planos e hipertróficos. En los lugares de osificación se la encontró en los 

condrocitos hipertróficos y en los límites de los condroplastos. En los espacios formados 

por la fusión de los condroplastos vacíos, BMP-2 se detectó en las superficies donde 

asentaban los osteoblastos inmunomarcados (Figura N°38). En el hueso nuevo producto de 

la osificación se encontró en los osteoblastos, osteocitos, osteoclastos y en la matriz ósea 

(Figura Nº37). En esta etapa de la reparación la DO para BMP fue 0,14 (±0,05; min: 0,04-

máx: 0,31) y la DOI 3,55 (±5,10; min:0,20-máx:20,92) (Tabla Nº2).  
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La proteína se encontró en WNT inmunomarcó en las CM que rodeaban a las partículas de 

MOD (Figura N°39), en las CM donde se realizaba la condrogénesis, en los condrocitos 

del cartílago y en los sitios de osificación (Figura N°40). En sectores donde predominaban 

espículas óseas nuevas, inmunoseñaló en las células osteoprogenitoras, condrocitos 

hipertróficos, preosteoblastos, osteoblastos y osteocitos (Figura Nº41). La DO para WNT 

fue 0,31 (±0,12; min: 0,07-máx: 0,46) y la DOI 5,27 (±5,98; min: 0,06-máx: 23,17) (Tabla 

Nº2).  

La proteína Runx2 se inmunodetectó en las CM que se hallaban entre las partículas de 

MOD (Figura Nº42) y en condensaciones de ese tipo celular (Figura Nº43). En otros sitios 

de la reparación Runx2 se inmunodetectó en condrocitos y en células fenotípicamente 

similares a condrocitos, preosteoblastos y osteoblastos. En este período de la reparación la 

DO fue 0,18 (±0,07 min: 0,11 máx: 0,309) y la DOI registrada fue 1,21 (±1,47 min: 0,17 

máx: 4,97) (Tabla Nº2). 

Por su parte, la OPN se encontró en las partículas de MOD y en las CM que las rodeaban 

(Figura N°44) en el tejido de matriz densa contiguo, en las espículas de hueso nuevo y en 

los sitios de osificación. En los sitios de matriz densa OPN se encontraba distribuida en 

forma homogénea y granular. En el tejido vecino a de matriz laxa, OPN también se 

inmunodetectó (Figura N°45). 

En los lugares de osificación, OPN se expresó en la matriz extracelular que se estaba 

mineralizando. De esa forma se evidenció la transición de la MEC de cartílago a ósea 

(Figura N°46). En los condrocitos hipertróficos próximos a las áreas de osificación, en los 

bordes de los condroplastos también se depositaba OPN confiriendo un aspecto circular u 

oval. También se inmunodetectó en los bordes de los condroceles que coalescieron y en los 

osteoblastos que arribaron a ocupar esos sitios provenientes de la proliferación de 

preosteoblastos también marcados para OPN (Figura N°47). En las espículas óseas se 

inmunodistribuyó de forma heterogénea en la matriz, con mayor intensidad en las 

superficies de las mismas y rodeando a los osteocitos incluidos en ella. En los espacios 

conformados por las espículas se inmunomarcaba en los preosteoblastos, osteoblastos y 

osteoclastos (Figura N°47 A y B), en sus citoplasmas y en las membranas celulares.  Luego 

de 15 días de tratamiento, la densidad óptica de OPN fue de 0,20 (±0,09;  
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A 

B 

Figura N°36. Inmunomarcación de BMP-2 a los 15 días post-tratamiento. A) Partícula de MOD 

rodeada por CM; B) Sector de hueso nuevo donde se observan espículas en cuya matriz se 

inmunodetectó BMP-2 (*), al igual que en los osteocitos que la componen encuentra. Entre las 

espículas se observan pre osteoblastos (POb) y osteoblastos (Ob) señalando BMP-2.400X.   
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A 

B 

Figura Nº37. Inmunomarcación de BMP-2. A) Sector correspondiente a condrogénesis iniciada en 

sector de células mesenquimáticas (CM) se observa cartílago conteniendo condrocitos (Co) y sector 

de osificación; B) Análisis digital de la fotografía en la cual se aprecia en rojo la expresión de 

BMP-2. 200X. 
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Figura Nº38. Inmunomarcación de BMP-2 en sitio de osificación (Os) en inmediaciones de 

cartílago (C). BMP-2 se halla señalada en color marrón en la matriz de las espículas óseas en 

formación (*); en osteoblastos (Ob), osteoclastos (Oc). En la matriz se aprecia rodeando a los 

osteocitos y en éstos. 400X. 

 

 

 

 

 

 

   
Figura N°39. IHQ WNT de tejido de reparación de defectos óseos tratados con MOD. Las partículas de 

MOD se hallan rodeadas por células mesenquimáticas, del lado derecho el análisis digital de la misma 

imagen muestra en color rojo las células marcadas IHQ 200X.  
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A 

B 

Figura N°40. Inmunodetección de WNT. A) de tejido de reparación de defectos óseos tratados con 

MOD. En la micro fotografía superior se la inmunomarcación de WNT en células mesenquimáticas 

(CM), cartílago (C); condrocitos hipertróficos (Ch) y sitio de osificación (Os). B) Análisis digital de 

la misma microfotografía en la que se muestra en rojo la presencia de WNT. 200X. 
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 A 

B 

Figura N°41. Inmunomarcación de WNT de en corte histológico de un sector de reparación 

conteniendo espículas neoformadas. En la fotografía superior, en el ángulo superior izquierdo se 

observan células mesenquimáticas (CM), espículas en centro de la imagen sobre las que se 

depositan osteoblastos (Ob); entre los espacios formados por las espículas las células 

osteoprogenitoras (*) y los pre osteoblastos marcados en rojo como producto del análisis digital de 

la microfotografía. 200X. 
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min: 0,11-máx: 0,33) mientras que la DOI era 9,26 (±11,92; min: 0,97-máx: 32,60) (Tabla 

Nº2). 

La osteocalcina al igual que BMP-2 y OPN inmunomarcó en las partículas de MOD y en 

las superficies de las nuevas espículas generadas con la reparación. Allí se inmunoexpresó 

también en los osteoblastos y osteocitos (Figura N°46). La DO y DOI respectivamente 

fueron 0,28 (±0,07; min: 0,12 máx: 0,39) y 5,19 (±2,67; min: 1,36 máx: 12,47) (Tabla 

Nº2). 

 

 
Figura N°42. Inmunodetección de Runx2 en células mesenquimáticas que rodean a las partículas de 

MOD. 100X. 
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Figura N°44. Inmunomarcación de OPN en defecto óseo ortopédico tratado con MOD 15 días post-

operatorio. OPN señalada en las partículas de MOD y en las células tipo mesenquimáticas. 100X. 

 

 

 

 

 

A B 

Figura N°43. Inmunodetección de Runx2. A) Runx2 se encuentra en los preosteoblastos y condrocitos; B) 

Análisis digital de la microfotografía en A) donde Runx2 de se encuentra en color rojo. 200X.  
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A B 

Figura N°45. Inmunomarcación de OPN de defecto óseo ortopédico tratado con MOD 15 días 

postoperatorio. A) Tejjdo de matriz denso (MAD) tejido mesenquimático de matriz laxa (MAL) 

inmunomarcada por OPN igual que los osteoblastos (Ob) y osteoclastos (OC) 400X; B) OPN en las 

células de la matriz laxa (*) y osteoclastos (OC). 400X. 

 

  

A B 

C 

 

 

Figura N°46. A) OPN inmunodetectada en las 

espículas óseas (Es) en la superficies y rodeando a 

los osteocitos (Oc), en osteoclastos (Ocl) y 

osteoblastos (Ob) IHQ OPN 400X; B) Análisis 

digital de la microfotografía en E) en negro se 

destacan los sitios inmunomarcados por OPN, IHQ 

OPN 400X.C) Microfotografía en la que se observan 

matriz densa (MAD), cartílago ©, zona de 

osificación (*), el recuadro indica sitio de transición 

de matriz ósea y cartílago donde OPN se encuentra 

en la matriz densa y no en la matriz del cartílago 

(área enmarcada). 400X. 
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La técnica de IHQ efectuada a los 21 días post tratamiento inmunolocalizó a BMP-2 en las 

CM vecinas al cartílago nuevo (Figura Nº48), en las células osteoprogenitoras, 

preosteoblastos, osteoblastos y osteocitos. En los sitios de osificación y en la matriz de las 

espículas óseas se mostró inmunodistribuida rodeando a los osteocitos (Figura N°49). En 

este período post-operatorio la DO fue 0,20 (±0,05; min: 0,12-máx: 0,27) y para la DOI 

3,49 (±1,96; min: 1,26-máx: 8,97) (Tabla N°2). 

La proteína WNT inmunoexpresó en las células CM y en las células precursoras de tejido 

condral. En los condroplastos y condroceles; y aisladamente en condrocitos hipertróficos 

que se encontraban cercanos a los lugares de osificación (Figura N°50). La DO y DOI a los 

21 días post-operatorio fue 0,14 (±0,05; min: 0,11-máx: 0,27) y 1,77 (±2,01; min: 0,25-

máx: 6,17) respectivamente (Tabla Nº2) 

La proteína Runx2 se inmunlocalizó en los sitios donde de condrogénesis y en condrocitos 

(Figura Nº51). Donde se realizaba la osificación se encontró en los preosteoblastos y en 

condrocitos hipertróficos (Figura Nº52). La DO registró 0,30 (±0,06 min: 0,26 máx: 0,37) 

DOI: 0,58 (±0,28 min:0,30 máx:0,87) (Tabla N°2). 

 

 
Figura N°47. Inmunomarcación de OC (OC>) en la superficie de las espículas óseas (E) nuevas, en los 

osteoblastos (Ob) y osteocitos (*). También se halla en la matriz rodeando a estos últimos. 200X.   
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Figura Nº48. Inmunodetección de BMP-2 a los 21 

días post-implante de MOD. A)  fotografía incluye 

un sector de células mesenquimáticas (CM) 

pluripotentes, cartílago (C) y sitio de osificación. La 

inmunomarcación se aprecia en las células CM 

pluripotentes, condrocitos (Co) y sector de 

osificación (Os). B) Análisis digital de la misma 

fotografía, en rojo se expresan la señalización de 

BMP. IHQ BMP 200X.; C) BMP se encuentra 

expresada en las CM vecinas al cartílago ( C). 200X. 

 

 

Figura Nº49. Inmunodetección de BMP-2. En la fotografía se observa un sector con espículas (E) óseas 

nuevas. BMP se encuentra señalando en células osteoprogenitoras (*), osteoblastos (Ob) presentes en las 

superficies espiculares y osteocitos (Oc). 200X. 
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OPN se evidenció en los sitios de osificación, en el citoplasma de los condrocitos 

hipertróficos próximos al hueso nuevo y en los bordes de los condroplastos que los 

contenían. En estos sectores la matriz extracelular se hallaba teñida por la hematoxilina sin 

presencia de OPN. En las espículas directrices OPN estaba presente en la matriz 

extracelular, en el osteoide, en los osteocitos, osteoplastos y osteoclastos. En las líneas de 

erosión los osteoclastos que expresaban OPN en el citoplasma se hallaban en contacto con 

la matriz extracelular en los sitios inmunomarcados por OPN. En las líneas de erosión los 

osteoblastos cuboidales se encontraban depositando osteoide inmunomarcado por OPN 

(Figura Nº53 A) 

En las espículas OPN inmunomarcó en la matriz extracelular de las trabéculas, 

osteoblastos, osteoclastos y osteocitos. En los espacios intertrabeculares OPN se encontró 

en la matriz y en las células allí presentes (Figura N°53 B).  En esta fase de la reparación la 

DO fue 0,17 (±0,05; min: 0,11-máx:0,28) en tanto la DOI se registró en 6,22 (±3,22; 

min:2,83-máx:13,78) (Tabla N°2). 

OC se inmunodetectó en las espículas óseas nuevas, allí se encontró distribuida de forma 

heterogénea en la matriz de las mismas y rodeando a los osteocitos, también marcados por 

OC (Figura Nº54). La DO para OC en este estadio de la reparación fue 0,34 (±0,15; min: 

0,20 máx: 0,54) en tanto la DOI se encontró en 0,53 (±0,66; min: 0,11 máx: 1,89) (Tabla 

Nº2). 

Luego de 30 días, BMP-2 se expresó en condrocitos, en el tejido cartílaganoso y en los 

osteoblastos cuboidales que cubrían las superficies de las trabéculas y en la matriz de las 

mismas (Figura Nº55). Los registros indicaron que la DO fue 0,18 (±0,06; min: 0,14-máx: 

0,27) y DOI 2,07 (±2,14; min: 0,45-máx: 5,20) (Tabla N°2). 

La proteína WNT se halló en los osteoblastos y preosteoblastos (Figura Nº56). El análisis 

de las densidades fue DO 0,19 (±0,06) (min: 0,11-máx: 0,26) y DOI 6,45 (±7,42) 

(min:0,06-máx:21,76) (Tabla N°2). 
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 B 
Figura Nº50. Inmunodetección de WNT a los 21 días. A) En sector de espículas óseas nuevas. WNT 

inmunoseñala en las CM, tejido cartilaginoso (C), condrocitos (Co), condrocitos hipertróficos próximos a 

los sitios de osificación (Os), preosteoblastos (POb) que se encontraban entre las trabéculas (E), y en 

osteocitos (Oc) trabeculares. B) Análisis digital de la misma microfotografía, en negro se destaca la 

presencia de WNT. 200X 
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Figura Nº51. A) Inmunomarcación de Runx2 Corte histológico de sección que incluye sector de células 

mesenquimáticas (CM), sitio de condrogénesis (CG) y cartílago (C) al que se practicó IHQ para 

inmunodetectar Runx2. 200X. B) Análisis digital de la misma imagen, en color rojo se aprecia la 

inmunomarcación de Runx2. 200X. 
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En relación a Runx2, se encontró en los preosteoblastos. En el cartílago se presentó en el 

30,21% de condrocitos hipertróficos contiguos a los sitios de osificación (Figura Nº57). En 

tanto las DO y DOI para Runx2 fue 0,21 (±0,09) (min: 0,08-máx: 0,43) y 0,72 (±1,02) 

(min: 0,01-máx: 4,97) respectivamente (Tabla N°2). 

OPN se encontró en los mismos sitios histológicos reportados a los 21 días. En el tejido 

cartilaginoso se hallaba en algunos condrocitos hipertróficos cercanos al lugar de la 

osificación. En los lugares de osificación algunos condroplastos se hallaban 

inmunomarcados, otros se fusionaban y contenían osteoblastos que también 

inmunomarcaban OPN (Figura Nº58). Era elemento constitutivo de las trabéculas óseas, en 

ellas presentaba densidades heterogéneas de mayor densidad óptica en los osteocitos y en 

la matriz que los rodeaba. A los 30 días la DO fue 0,140 (min: 0,082-máx: 0,284) y la DOI 

2,522 (min: 0,086-máx: 8,074) (Tabla N°2). 

OC se expresó en la zona de osificación del cartílago, particularmente en los osteoblastos y 

en las superficies de las directrices en formación. Asimismo, se presentaba distribuida en 

forma heterogénea en la MEC de las espículas óseas en formación, donde además 

inmunomarcaba en los osteocitos, superficie espicular y osteoblastos. En los lugares donde 

predominaban las trabéculas óseas, OC se encontró en la matriz y osteocitos; los 

osteoblastos no se encontraban señalados (Figura Nº59). Respecto a la DO, ésta fue 0,26 

(±0,22; min: 0,09 máx:0,95) y la DOI 8,46 (±12,8; min: 0,40 máx:49,83) (Tabla N°2). 

 

 

A B 

Figura Nº52. Inmunomarcación de Runx2 A) Sitio de osificación y tejido cartilaginoso. Runx2 se 

inmunodetectó en el sector correspondiente a las directrices y espículas óseas, en los pre osteoblastos y 

osteoblastos. En el cartílago, algunos condrocitos marcaron Runx2; B) Análisis digital de la fotografía A), 

en negro se señala la inmunoexpresión de Runx2. 200X. 
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Figura Nº53. Inmundetección de OPN a los 21 post-tratamiento. A) La imagen incluye cartílago (C) tejido 

mesenquimático donde las células mesenquimáticas (CM) se encuentran marcadas, un área de osificación 

(Os) donde se identifican células fenotípicamente semejantes a condrocitos hipertróficos señalando OPN 

(<); en el área de osificación había osteoblastos (Ob) marcados por OPN al igual que en la matriz 

extracelular ósea (*) de las espículas (E). 200X; B) espículas óseas (E) con presencia heterogénea de OPN 

que poseen osteocitos (Oc) en sus matrices igualmente señaladas conteniendo, sobre sus superficies se 

hallan osteoblastos (Ob) y osteoclastos (OC) marcando OPN al igual que los pre osteoblastos que ocupan los 

espacios inter espiculares. 400X. 

 



   

 

80 

 

 

Figura Nº54. Inmunodetección de OC. La proteína se encuentra inmunomarcada de forma heterogénea 

(*) en la matriz de las espículas óseas rodeando a los osteocitos (Oc), preosteoblastos (POb), osteoblasto 

(Ob). 400X. 

 

 

 
A 

 
B 

Figura Nº55. A) Inmunomarcación de BMP-2 en los preosteoblastos, osteoblastos y osteocitos, 400X. B) 

análisis digital de la fotografía A donde se destaca en rojo los sitios inmunomarcados por BMP-2. 400X 
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Figura Nº56. Inmunomarcación de WNT. A) Inmunolocalización de WNT en los osteoblastos presentes en 

la superficie de las trabéculas y en los preosteoblastos que se encuentran en los espacios intertrabeculares; 

B) análisis digital de la microfotografía A, en rojo se destaca WNT. 200X. 
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Figura Nº57. Inmunomarcación de Runx2. A) Runx2 se encuentra en los preosteoblastos (POb) y 

osteoblastos (Ob); B) análisis digital de la fotografía (A) donde se aprecia en rojo la marcación de Runx2. 

200X. 
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 A 

 B 

Figura N°58. Inmunomarcación de OPN a los 30 días post-tratamiento de defectos ortopédicos con MOD. 

A) cartílago franqueado a la izquierda por células mesenquimáticas (CM) y a la derecha y arriba por 

cartílago (C) en proceso de osificación (Os). 200X. B) osificación del tejido cartilaginoso, los condrocitos 

más alejados comienzan manifestando OPN en sus citoplasmas (>), más tarde señala en los bordes de los 

condroplastos ( )algunos condroplastos contiene dos células en su interior (  ). Los condroplastos y 

células internas marcadas por OPN (     ) se fusionan entre ellas (>) creando espacios donde se depositan 

osteoblastos (Ob)  400X. 
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Figura N°59. Inmunodeterminación de OC en sector de osificación (Os). OC se inmunodetecta en grupos 

celulares (Gcel) contenidos en condroplastos donde la proteína se deposita en los bordes. En las espículas 

(E) la matriz posee OC se deposita homogeamente (*). Los osteoblastos (Ob) y osteocitos (Oc) señalan 

tambén a la proteína. 200X 

 

A los 60 días post-operatorio, BMP-2 inmunomarcó en la matriz ósea, con mayor densidad 

en los canales osteónicos y osteocitos aislados (Figura Nº60). La DO registrada en este 

período fue 0,20 (±0,08; min:0,11-máx:0,40) y la DOI fue 1,52 (±1,88; min:0,16-

máx:7,68) (Tabla N°2). 

En tanto WNT se inmunomanifestó en los osteocitos y células de la médula ósea presente 

entre los espacios trabeculares (Figura Nº61). La DO registrada fue 0,39 (±0,17; min: 0,17-

máx: 0,57) y la DOI 0,97 (±2,07; min: 0,001-máx:5,20) (Tabla N°2). 

Por otra parte, Runx2 se encontró en el hueso denso producto de la reparación de los 

defectos, en los osteocitos y células de la médula ósea (Figura Nº62). Las DO y DOI a los 

60 días de tratamiento fue 0,22 (±0,01; min:0,21-máx:0,23) y 0,02 (±0,02; min:0,01-

máx:0,05) (Tabla N°2). 

La proteína OPN se hallaba distribuida de forma heterogénea en el hueso laminar, en la 

matriz de las trabéculas. En el hueso laminar también se encontró en los osteocitos y en la 
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matriz que constituyen las láminas. En el hueso trabecular se encontraba en la superficie de 

sobre las que localizaban osteoblastos morfológicamente planos. (Figura N°63). La DO fue 

0,10 (±0,07; min: 0,01-max: 0,21) y la DOI 0,48 (±0,60; min: 0,01-máx: 1,61) (Tabla 

N°2). 

La OC se manifestó en la matriz extracelular de las trabéculas óseas, en los osteocitos y 

osteoblastos (Figura N°64). La DO fue 0,21 (±0,06; min: 0,12 máx:0,31) y la DOI 3,06 

(±2,42; min: 0,01 máx:9,70) (Tabla Nº2). 

 

 
Figura Nº60. Inmunomarcación de BMP-2 a los 60 días post-tratamiento. En la microfotografía se observa 

hueso nuevo denso o cortical señalando BMP-2 en la matriz y con mayor intensidad en los canales y 

lagunas osteónicas. 100X.   
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Figura Nº61. Inmunomarcación de WNT en las trabéculas (T) óseas, osteocitos (Oc) y células de la médula 

ósea a los 60 días post-operatorio. 100X 

 

 
Figura Nº62. Inmunodetección de Runx2 efectuada a los 60 días post-operatorio en hueso cortical 

producto de la reparación de defecto ortopédico.100X. 
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Figura Nº63. Inmunomarcación de OPN a los 60 días post-operatorio. OPN se encuentra distribuida 

homogéneamente en la matriz ósea (*) y en mayor intensidad en los osteocitos (Oc). 200X. 

 

 
Figura Nº64. Inmunodetección de OC a los 60 días post-tratamiento. La misma se encuentra distribuida 

homogéneamente en la MEC (*), en osteoblastos (Ob) y osteocitos (Oc). 200X. 
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Luego de 150 días BMP-2 se halló distribuida en la matriz ósea, en los contornos de los 

canales osteónicos y osteocitos (Figura N°65). La DO fue 0,19 (±0,08; min: 0,10-máx: 

0,27) y la DOI era 3,88 (±6,30; min: 0,62-máx: 16,70) (Tabla Nº2). 

WNT se encontró en escasos osteocitos y en las células de la médula ósea presentes entre 

los espacios trabeculares (Figura N°66). La DO fue 0,36 (±0,12; min: 0,26-máx: 0,55) y 

DOI 0,27 (±0,23; min: 0,03-máx: 0,62) (Tabla Nº2). 

En cuanto a Runx2, ésta fue inmunodetectada en osteocitos que ocupaban las lagunas de 

las osteonas (Figura N°67). La DO en este período estudiado fue 0,22 (±0,01; min: 0,21 - 

máx: 0,23) y la DOI, 0,02 (±0,02; min: 0,01 - máx: 0,05) (Tabla N°2). 

La OPN estaba distribuida en la matriz ósea en donde se presentaban en depósitos 

circulares en concordancia con las láminas concéntricas de las osteonas (Figura Nº68). La 

DO fue 0,35 (±0,41; min: 0,14-max: 0,97) y la DOI ,80 (±3,36; min: 1,27- máx: 8,37) 

(Tabla Nº2). 

OC inmunoseñaló de forma homogénea en la MEC del hueso laminar denso como así 

también en los osteocitos (Figura Nº69). La DO en este período de estudio fue 0,05 (±0,24; 

min: 0,05 máx: 0,37) y la DOI 4,24 (±3,68; min: 0,51 máx: 9,60) (Tabla Nº2). 

 
Figura Nº65. Inmunomarcación de BMP-2 en hueso denso laminar luego de 150 días post-tratamiento. 

BMP-2 se encuentra en la matriz y en mayor densidad óptica en los canales osteónicos (CnO) y en las 

lagunas que ocupan los osteocitos (*). 200X. 



   

 

89 

 

 
Figura Nº66. Inmunomarcación para WNT luego de 150 días post-tratamiento. WNT se encuentra en 

ciertos osteocitos y células de la médula ósea. 200X. 

 

 
Figura Nº67. Inmunomarcación de Runx2 en osteocitos (Oc) luego de 150 días post-tratamiento en 

hueso denso laminar (*). 200X. 
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Figura Nº68. Inmunomarcación de OPN a los 150 días post-tratamiento. La proteína se encuentra 

distribuida en la en la matriz ósea (*) del hueso denso laminar, depositada en correspondencia con las 

lamelas de las osteonas (DOPN) y en los oluego de 150 días post-tratamiento. OPN conforma depósitos 

en concordancia con la lamelas de las osteonas (DOPN. También se encuentra en los osteocitos (Oc). 

200X. 

 

 
Figura Nº69. Inmunodetección de OC en hueso denso laminar (*) y en osteocitos (Oc) luego de 150 días 

post-tratamiento. 200X. 
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4.5.  Densidad óptica (DO) y densidad óptica integrada (DOI)  

En la Tabla Nº2 se reúnen los resultados de las medias de las DO y DOI halladas a los 7, 

15, 21, 30, 60 y 150 días de cada molécula estudiada. Esos valores fueron empleados para 

trazar gráficos de líneas a efectos de cuantificar la participación de BMP-2, WNT, Runx2, 

OPN y OC en los distintos períodos estudiados en la reparación de los defectos óseos  

La DO de BMP-2 indicó que ésta tuvo un incremento a los 21 días y luego decayó a los 30 

para elevarse hasta los 60 días y decaer levemente a los 150 días (Figura N°70). Por su 

parte, la DOI mostró marcada intensificación a los 15 días, que se sostuvo hasta los 21 días 

a partir de los cuales descendió hasta los 60 y para aumentar hacia los 150 días (Figura 

Nº71). 

La DO de WNT tuvo un valor basal a los 7 días, aumentó hacia el día 15 para decaer a los 

21 días e incrementarse hasta los 60 días, a partir de los cuales descendió hasta alcanzar 

valores próximos a cero (Figura Nº72). La DOI tuvo un comportamiento disímil en 

relación a la DO; ya que tuvo un aumento a los 15 días a partir del valor basal de los 7 

días; luego decayó a los 21 días y nuevamente se elevó hasta los 60, para luego descender 

levemente a los 150 días (Figura Nº73).   

Para Runx2, la DO tuvo un comportamiento bifásico con dos picos que alcanzaron valores 

similares a los 21 y 60 días. Luego descendió hasta los 150 días alcanzando valores 

similares a los 30 días (Figura Nº74). Por otro lado, la DOI de Runx2 mostró un alto nivel 

de densidad a los 15 días y fue disminuyendo hacia los 150 días, alcanzando valores 

cercanos a cero a excepción del día 30 donde tuvo un leve incremento (Figura Nº75). 

Los registros observados de DO para OPN indican que ésta se duplicó a los 15 días, a 

partir de los cuales descendió hasta los 60 días, para ascender considerablemente hacia el 

día 150 (Figura Nº76). En cuanto a la DOI, si bien tuvo un comportamiento similar, se 

manifestó marcadamente a los 15 días para descender hasta los 60 días y luego 

incrementarse hacia el día 150 (Figura Nº77). 

La DO de OC registró incremento hasta el día 21 a partir de los cuales descendió hasta los 

150 días (Figura Nº78). La curva de DOI mostró picos de máxima densidad a los 15 y 30 

días alternados con decaimiento de las densidades a los 21 y 60 días para finalizar con un 

leve aumento a los 150 días (Figura Nº79). 
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Figura Nº70. Representación gráfica de las medias de las DO de BMP en el período de estudio. 

 
 

 
 

Figura Nº71. Representación gráfica de las medias de las DOI de BMP en el período de estudio. 
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Figura Nº72. Representación gráfica de las medias de las DO de WNT en el período de estudio. 

 
 

 
 

Figura Nº73. Representación gráfica de las medias de las DOI de WNT en el período de estudio. 

 

 

 

 

 

 

 

0

1

2

3

4

5

6

7

1 2 3 4 5 6

D
en

si
d

ad
 Ó

p
ti

ca

Días

Medias de Densidad Óptica de WNT



   

 

94 

 

 

 
 

Figura Nº74. Representación gráfica de las medias de las DO de Runx2 en el período de estudio. 

 
 

 
 

Figura Nº75. Representación gráfica de las medias de las DOI de Runx2 en el período de estudio. 

 

 

 

 

 

 

 



   

 

95 

 

 

 
 

Figura Nº76. Representación gráfica de las medias de las DO de OPN en el período de estudio. 

 

 

 
 

Figura Nº77. Representación gráfica de las medias de las DOI de OPN en el período de estudio. 
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Figura Nº78. Representación gráfica de las medias de las DO de OC en el período de estudio. 

 

 

 

 
 

Figura Nº79. Representación gráfica de las medias de las DOI de OC en el período de estudio. 

 

 

 

La DO de OC registró incremento hasta el día 21 a partir de los cuales descendió hasta los 

150 días (Figura Nº76). La curva de DOI mostró picos de máxima densidad a los 15 y 30 

días alternados con decaimiento de las densidades a los 21 y 60 días para finalizar con un 

leve aumento a los 150 días (Figura Nº77). 
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4.6. Resultados estadísticos  

El análisis estadístico de los resultados obtenidos en los seguimientos radiológicos mostró 

diferencias significativas entre los controles realizados a los 15, 21 y 30 días, mientras que 

no se registraron diferencias significativas entre las áreas cubiertas de hueso nuevo a los 60 

y 150 días (p>0,05). 

El análisis ANOVA y test comparativo LSD de Fisher para las DO de BMP-2 creó dos 

grupos de comparación con los que se estableció que hubo diferencias estadísticamente 

significativas (p>0,05) en las observaciones realizadas a los 7 y 15 días respecto a los 21 y 

60 días y no hubo diferencias en las observaciones a los 30 y 150 días (Tabla N°3). En 

relación a la DOI el ANOVA y Test LSD Fisher generó dos grupos de comparación 

mediante los cuales se estableció que hubo diferencias significativas (p>0,05) entre los 

controles de 7,15, 21 y 150 días y no hubo diferencias entre los 30 y 60 días post-

tratamiento (Tabla N°4). 

 

Tabla N°3 

Resultado de las comparaciones de las medias del test LSD de Fisher 

para las densidades ópticas (DO) de BMP-2 

 

 

 

 

 

 

 

 

                             (1) Medidas con una letra común no son significativas diferentes (p>0,05) 

 Media Clasificación 1 Clasificación 2 

7 días 0,14 A  

15 días 0,14 A  

30 días 0,18 A B 

150 días 9,19 A B 

60 días 0,20  B 

21 días 0,20  B 

Tabla N°4 

Resultado de las comparaciones de las medias del test LSD de Fisher 

para las densidades ópticas integradas (DOI) de BMP-2 

 

 

 

 

 

 

 

 

                             (1) Medidas con una letra común no son significativas diferentes (p>0,05) 

 Media Clasificación 1 Clasificación 2 

7 días 0,77 A  

60 días 1,52 A B 

30 días 2,07 A B 

21 días 3,49  B 

15 días 3,55  B 

150 días 3,88  B 
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Para WNT, el ANOVA y la comparación de las medias mediante el Test LSD de Fisher 

para DO generó tres grupos de clasificación, el primer grupo incluyó a las medias de los 

15, 60 y 150; el segundo grupo lo constituyeron las medias de los 21 y 30 días y el tercer 

grupo las medias de los 7 y 21 días. La clasificación permitió establecer que no hubo 

diferencia significativa entre las medias de los 15, 60 y 150 días. La comparación de las 

medias clasificadas estableció que no hubo diferencias estadísticamente significativas a los 

21 días. Las medias, que se vieron incrementadas entre los grupos, indicó que la DO tenía 

diferencia estadísticamente significativa (p>0,05) entre las técnicas de 

inmunohistoquímicas realizadas del grupo de clasificación 1 (15, 60 y 150 días) con las 

medias del grupo de clasificación 2 (21 y 30 días), mientras que la DO a los 7 días poseía 

diferencia (p>0,05) con las medias los grupos 1 y 2 (a excepción de los 21días) (Tabla 

N°5). El mismo análisis estadístico arrojó que para DOI hubo diferencias significativas 

(p>0,05) entre las medias de los 30 días respecto a los 60 y 150 días (Tabla N°6). 

Respecto a Runx2, el test comparativo LSD de Fisher para las medias de las DO estableció 

3 grupos comparativos. Al primer grupo lo conformaron las medias de los controles 

realizados a los 7 y 15, al segundo grupo las medias de los días 15 y 150 días y al tercer 

grupo las medias tomadas a los 21, 30, 60 y 150 días. Entre los grupos hubo diferencia 

significativa (p>0,05) entre las medias de los 7 días, respecto a las medias correspondientes 

a los 21, 30 y 60 días (Tabla N°7). Con referencia a la DOI, el Test LSD Fisher indicó que 

hubo diferencias significativas (p>0,05) entre las medias de los días 7 y 150 (Tabla N°8). 

Para OPN el análisis de contraste LSD Fisher también conformó tres grupos de 

clasificación. Entre estos grupos hubo diferencias significativas (p>0,05) a los 7, 21 y 150 

días (Tabla N°9). 

 Las medias de la DOI también compusieron tres grupos de clasificación. En la 

comparación efectuada por el Test de Fisher de las medias de los DOI estableció que las 

medias del primer grupo (7 y 60 días) poseían diferencias significativas (p>0,05) con la 

media de los 15 días (tercer grupo de clasificación) (Tabla N°10). 

El ANOVA y análisis de contraste LSD Fisher de OC para la DO conformó dos grupos de 

clasificación. Entre estos grupos hubo diferencias significativas (p>0,05) entre las medias 

de los 7 y 60 días con respecto a los 15, 21 y 150 días (Tabla N°11). Las medias de la DOI 

también compusieron dos grupos de clasificación el primero estaba integrado con las 
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medias de los 7, 15, 21, 60 y 150 días y el segundo grupo lo integraban las medias de los 

días 15, 30 y 150 días. En la comparación efectuada por el Test de Fisher hubo diferencias 

estadísticamente significativas (p>0,05) entre las DOI de los 7, 21 y 60 días respecto a los 

30 días y no hubo diferencias a los 15 y 150 días (Tabla N°12). 

 

Tabla N°5 

Resultado de las comparaciones de las medias del test LSD de Fisher 

para las densidades ópticas (DO) de WNT 

 

 

 

 

 

 

 

 

(1) Medidas con una letra común no son significativas diferentes (p>0,05) 

 Media Clasificación 1 Clasificación 2 Clasificación 3 

60 días 0,39 A   

150 días 0,36 A   

15 días 0,31 A   

30 días 0,03  B  

21 días 0,14  B C 

7 días 0,10   C 

Tabla N°6 

Resultado de las comparaciones de las medias del test LSD de Fisher 

para las densidades ópticas integradas (DOI) de WNT 

 

 

 

 

 

 

 

 

                             (1) Medidas con una letra común no son significativas diferentes (p>0,05) 

 Media Clasificación 1 Clasificación 2 

30 días 6,45 A  

15 días 5,27 A B 

7 días 3,15 A B 

21 días 1,77 A B 

60 días 0,97  B 

150 días 0,27  B 

Tabla N°7 

Resultado de las comparaciones de las medias del test LSD de Fisher 

para las densidades ópticas (DO) de Runx2 

 

 

 

 

 

 

 

 

(1) Medidas con una letra común no son significativas diferentes (p>0,05) 

 Media Clasificación 1 Clasificación 2 Clasificación 3 

7 días 0,13 A   

15 días 0,18 A B  

150 días 0,22  B C 

30 días 0,24   C 

60 días 0,29   C 

21 días 0,30   C 



   

 

100 

 

 

Tabla N°8 

Resultado de las comparaciones de las medias del test LSD de Fisher 

para las densidades ópticas integradas (DOI) de Runx2 

 

 

 

 

 

 

 

 

                             (1) Medidas con una letra común no son significativas diferentes (p>0,05) 

 Media Clasificación 1 Clasificación 2 

150 días 0,02 A  

60 días 0,15 A B 

7 días 0,39 A B 

21 días 0,58 A B 

30 días 0,93 A B 

15 días 1,21  B 

 

Tabla N°9 

Resultado de las comparaciones de las medias del test LSD de Fisher 

para la densidad óptica (DO) de OPN 

 
                 (1) Medidas con una letra común no son significativas diferentes (p>0,05) 

 Media Clasificación 1 Clasificación 2 Clasificación 3 

7 días 0,08 A   

60 días 0,10 A B  

30 días 0,14 A B  

21 días 0,17  B  

15 días 0,20  B C 

150 días 0,35   C 

 

Tabla N°10 

Resultado de las comparaciones de las medias del test LSD de Fisher 

Para la densidad óptica integrada (DOI) de OPN 

 

         Media Clasificación 1 Clasificación 2 Clasificación 3 

60 días 0,48 A   

7 días 1,64 A   

30 días 2,52 A B  

150 días 3,80 A B C 

21 días 6,22  B C 

15 días 9,26   C 

(1) Medidas con una letra común no son significativas diferentes (p>0,05) 
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Tabla N°11 

Resultado de las comparaciones de las medias del test LSD de Fisher 

Para la densidad óptica (DO) de OC 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

(1) Medidas con una letra común no son significativas diferentes (p>0,05)        

 Media Clasificación 1 Clasificación 2 

7 días 0,20 A  

60 días 0,21 A  

30 días 0,26 A B 

15 días 0,28  B 

150 días 0,32  B 

21 días 0,34  B 

 

Tabla N°12 

Resultado de las comparaciones de las medias del test LSD de Fisher 

Para la densidad óptica integrada (DOI) de OC 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

(1) Medidas con una letra común no son significativas diferentes (p>0,05)        

 Media Clasificación 1 Clasificación 2 

21 días 0,53 A  

7 días 1,97 A  

60 días 3,06 A  

150 días 4,24 A B 

15 días 5,19 A B 

30 días 8,46  B 

 

4.7. Discusión 

A los fines de garantizar el abastecimiento de MOD alogénica para el experimento y que 

además conservara las propiedades osteoinductiva y osteoconductiva, se resolvió 

estandarizar un protocolo en base a los previamente publicados Urist, 1965; Urist et al., 

1973; Halfeldt et al., 1995; Han et al., 2005). Una vez obtenida la matriz desmineralizada 

se procedió a caracterizar el producto obtenido según propiedades histológicas y 

biológicas, entendiendo como propiedad biológica a la capacidad de generar hueso nuevo 

en el sitio donde es implantado, incluso en sitios extra esqueléticos (Urist, 1965) u 

osificación heterotópica (Vanden Bossche y Vanderstraeten, 2005). 

El modelo animal y quirúrgico seleccionado fue empleado con anterioridad en 

investigaciones similares (da Silva et al., 2003; Bigham et al., 2008) y respondió a la 

necesidad de evitar sistemas de fijación interna o esquelética externa que pudieran 

interferir con el proceso de reparación. Las investigaciones referidas a las propiedades e 
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indicaciones clínicas de MOD suelen utilizar matrices de origen comercial (Wang et al., 

2001; Louis-Ugbo et al., 2004; Peterson et al., 2004; Acarturk y Hollinger, 2006; 

Wildemann et al.,  2007; Hoffer et al., 2008; Bae et al., 2010; Markel et al., 2012; Bigham 

et al., 2013; Bigham et al., 2015; Brown et al., 2016), provenientes de bancos de tejidos 

(Han et al., 2003; Rodrigues y Filho, 2005; Boudrieau, 2009), y en menor grado, procesada 

por los respectivos equipos de investigación (Kawcak et al., 2000; Bigham et al., 2008; 

Koga et al., 2016). 

Los procedimientos no generaron traumatismo quirúrgico severo en los animales, pues 

tanto los conejos del grupo tratamiento como del grupo control tuvieron pronta 

recuperación clínica que se tradujo en la ingesta de alimentos y agua como así también 

pronto retorno del uso funcional del miembro intervenido. Los conejos que recibieron 

tratamiento no registraron síntomas compatibles con rechazos como fiebre, secreciones, 

edematización del miembro involucrado, entre otros. 

A diferencias de otros protocolos para procesar MOD, en el empleado en la presente 

experiencia primero se procedió a la molienda de los fragmentos hasta obtener las 

partículas de tamaño deseado. El motivo respondió a facilitar la acción de los solventes 

para retirar los lípidos de las partículas y con ello garantizar una adecuada acción de la 

solución ácida.  

En nuestro estudio se utilizo cromatografía gaseosa para determinar residuos lipídicos en la 

MOD, la bibliografía consultada no refiere el uso de esta técnica. Hunter et al., (2011) 

emplearon la técnica de GC-MS para determinar residuos de alandronato en MOD 

humana. El protocolo de desmineralización fue de fácil ejecución y no requirió 

equipamiento de complejidad. El procedimiento demandó aproximadamente 36 horas para 

obtener un producto osteoinductivo (Audisio et al., 2014).  

Entre los factores que se tuvieron en cuenta para garantizar la osteoinducción de la MOD 

fue la edad de los animales de los cuales se obtendría las diáfisis para procesar. En ese 

sentido se resolvió emplear huesos largos de conejos jóvenes, pues poseen mayor 

contenido de la proteína BMP que los animales adultos (Zhang et al., 1997). 

La decisión de emplear el molino cuyas cuchillas giraban a una velocidad de 20.000 r.p.m. 

se debió a que se quería garantizar un tamaño y forma de las partículas que contribuyeran 

con la osteoinductividad. De forma similar a Sampath y Reddi (1984), se obtuvieron 

partículas cuyas superficies y formas resultaron homogéneas que midieron entre 200 y 750 
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μm, brindando resultados osteoinductivos que permitieron la reparación de defectos óseos 

ortopédicos de tamaño crítico. Es importante de destacar que el tamaño de las partículas de 

MOD influye en la interacción con las células mesenquimáticas, pues si son demasiado 

pequeñas pueden ser reabsorbidas sin provocar osteoinducción (Sampath y Reddi, 1984) y 

si resultan muy grandes se comportan como cuerpos extraños (Sampath y Reddi, 1984; 

Vail et al., 1994; Zhang et al., 1997; Klüppel et al., 2013; Koga et al., 2016). 

Con posterioridad al implante de las partículas de MOD, las células mesenquimáticas se 

pondrían en contacto con las moléculas de BMP-2 para dar inicio a la proliferación y 

diferenciación en condrocitos y osteoblastos. Para que la BMP-2 ejerza su propiedad 

osteogénica, ésta requiere encontrarse unida a un carrier específico (Peel et al., 2003) que 

la retenga en el sitio del implante y en las concentraciones requeridas (Uludag et al., 2001; 

Woo et al., 2001); y la MOD es el vehículo natural. Cuando los osteoclastos intervinieron 

absorbiendo a las partículas de MOD expusieron a las moléculas de BMP-2 contenidas en 

el interior de la matriz y así prolongó la acción sobre las CM liberándose entre 15 y 21 días 

post-tratamiento. 

En referencia a la concentración de la solución ácida y tiempo de exposición a la que 

fueron sometidas las partículas de hueso, no alteraron la arquitectura histológica de la 

matriz. Si la concentración se hubiera incrementado con el fin de acortar el tiempo de 

desmineralización la arquitectura histológica se habría alterado aumentando el tamaño de 

los poros de la matriz (Figueiredo et al., 2011). Por otra parte, Pietrzak et al., (2011) 

reportaron que cuando los baños ácidos son prolongados se afecta negativamente la 

osteoinductividad pues BMP, que difunde hacia la solución, lo hace en mayor cantidad sin 

considerar la cantidad de mineral que se desaloja de la matriz. 

Los estudios realizados por microscopía óptica y electrónica mostraron que las partículas 

de MOD conservaron la arquitectura histológica característica del hueso que permitió la 

interacción con las CM y los osteoclastos a las que reconocen.  

Nuestro método posibilitó La conservación de las propiedades físico química y logrando 

que las CM hallaran un medio propicio para iniciar la reparación. Este principio de 

osteoinductividad es el que se comprobó en los desafíos biológicos cuando se implantó la 

MOD en los músculos bíceps femoris (Kawakami et al., 2001).   

En nuestra experiencia las características y propiedades analizadas de la MOD son 

consistentes con la hipótesis de Urist (1970) de que el carrier ideal para las BMPs debe 
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permitir una liberación de la proteína durante las primeras 24 horas post-implantación y 

sostenerse en las semanas subsecuentes. Por esta razón, el tiempo de exposición de BMP a 

las CM puede ser crítico para que se inicie y sostenga la formación de hueso. Aunque otras 

investigaciones concluyen en que la expresión de BMP por un corto período de tiempo es 

suficiente y de carácter irreversible para inducir la formación de hueso (Noël et al., 2004). 

En cuanto a las observaciones radiológicas el patrón de reparación de los defectos parecía 

indicar que la reparación de los mismos se estaba realizando por osteoconducción. No 

obstante, las observaciones histológicas mostraron que la reparación se realizó por 

osteoinducción.  

La esterilización de la MOD tiene como objetivo erradicar microorganismos contaminantes 

producto de la manipulación incluso la potencial presencia de virus presentes en el hueso 

cortical (Swenson y Amoczkv, 2003). El alcohol etílico mostró ser un medio de 

conservación eficaz y seguro pues no se registraron infecciones y/o abscesos producto de 

contaminaciones por microorganismos, y preservó las propiedades osteoinductiva y 

osteoconductiva. A la vez es económico y de fácil manipulación respecto a las 

metodologías reportadas (Han et al., 2005; Wong et al., 2014).  

La MOD implantada que no era identificada en las imágenes radiológicas tomadas a los 7 

días post-tratamiento puede ser analizada en dos sentidos. En primer término, se puso de 

manifiesto la eficiencia de la desmineralización. Diversas técnicas y protocolos de 

desmineralización generaron MOD que radiológicamente demostraban densidades 

variables (Paskalev et al., 2006; Ozdemir y Kit, 2011). En segundo lugar, las 

comparaciones radiológicas permitieron establecer el progreso de las reparaciones de los 

defectos cuantificando incremento relativo del hueso nuevo que los ocupaba (Audisio et 

al., 2014). 

En el presente trabajo de tesis, mediante técnicas histológicas de rutina y técnicas 

inmunohistoquímicas se estudiaron las expresiones de las fases de proliferación, síntesis, 

maduración y mineralización de la matriz para poner en evidencia a las proteínas BMP, 

WNT, Runx2, OPN y OC. A través de estas proteínas se establecieron los cambios 

celulares e histológicos que concluyeron en la reparación de los defectos óseos 

ortopédicos. 

La inmunodetección de BMP-2, OPN y OC en las partículas de MOD fue predecible por 

cuanto son proteínas constitutivas de la matriz ósea desmineralizada MEC ósea. Éstas son 
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proteínas no colágenas constitutivas de la matriz orgánica, siendo OPN la proteína que más 

abunda luego del colágeno (Oldber et al., 1986), mientras que las marcaciones de WNT y 

Runx2 respondieron a la actividad de las CM que arribaron, proliferaron y luego se 

diferenciaron hacia el linaje óseo. 

Las partículas de MOD oficiaron de vehículo de la proteína BMP-2 para ser ofrecida a las 

CM que arribaron al defecto. Las células que ocupaban los espacios existentes entre las 

partículas de MOD inmunoseñalaron OPN, WNT y Runx2. La presencia de OPN sugiere 

que ésta se encontraría cumpliendo el rol de adhesión que posibilita la migración y 

sobrevida celular por interacción de la secuencia aminoacídica Arg-Gli-Asp (RGD) con las 

integrinas de membrana (Sodek y Ganss, 2000; Lesley et al., 2000; Standal et al., 2004).  

La manifestación de WNT en las CM se relaciona con el rol que ésta posee en la 

esqueletogénesis (Mori-Akiyama et al., 2003) mediante diferenciación de los osteoblastos 

y condrocitos (Luo et al., 2004; Rodda y McMahon, 2006). 

La inmunnoseñalización de BMP, WNT y Runx2 durante la proliferación y diferenciación 

celular como así también los cambios que se producen a nivel de la agregación y 

condensación de las CM durante la reparación de los defectos, se condice con funciones de 

esas proteínas en la embriogénsis e in vitro (Rawadi et al., 2003, Fujita et al., 2004; 

Phimphilai et al., 2006). Para que se inicie esta primera etapa de la reparación se requiere 

adecuado tamaño de las partículas de MOD y que a la vez sean reconocidas tanto por las 

CM y osteoclastos. La conjugación de estos elementos posibilitó que la BMP desempeñe 

un rol crítico para la osteoinducción, la agregación y compactación de las CM, 

condensaciones pre-cartilaginosas con posterior diferenciación en condrocitos (Yoon et al., 

2005; Barna y Niswander, 2007) a la que se suma y complementa Wnt (Nelson, 2008). 

Otros autores como producto de sus investigaciones embriológicas le atribuyen las 

condensaciones a la expresión de Runx2 (Lenger et al., 2002; Smith et al., 2003; Komori, 

2005).  

 Cabe destacar, que en el presente ensayo los osteoclastos reabsorbieron por completo a las 

partículas de MOD entre los 15 y 21 días post-implante, por lo que resulta evidente que 

actuaron en consecuencia al reconocimiento de la matriz ósea como tal. Esto se posibilita 

por la presencia de OPN. Con dicha proteína se lograría el anclaje de los osteoclastos a la 

matriz ósea (Reinholt et al., 1990).  
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En nuestro estudio, la reabsorción de la MOD inició la reparación por osteoinducción 

como ya lo establecieron otros autores (Urist, 1965; Forel et al., 1993; Kao y Scott, 2007. 

La MOD de conejo, al igual que la proveniente de hueso cortical de perro (Forel et al., 

1993) mostró capacidad osteoinductiva, a diferencia de la MOD de caballo (Kawcak et al., 

2000) y babuino (Ripamonti, 1991) donde la formación de hueso nuevo se realizó a por 

aposición y no por osificación endocondral.   

La osificación transcondral sería el modelo de reparación que se presentó en los defectos 

óseos ortopédicos tratados con MOD. Con la tinción de HE y las inmunomarcaciones de 

BMP, WNT, Runx2, OPN y OC se obtuvo información que analizada en su conjunto 

sustenta la transdiferenciación y con ella la osificación transcondral. Este modelo de 

osificación se observó en la experiencia a partir de los 15 días y se hizo más evidente a los 

21 y 30 días post-implante de MOD de forma similar a los reportes de Kawakami et al., 

(1998, 2001) 

La osteogénesis transcondral también requirió de una matriz de cartílago. Sólo que el 

cartílago, tal lo observado, no tuvo origen embrionario, sino que se generó a partir de la 

proliferación, condensación y diferenciación de las CM desencadenada por BMP-2 en 

coordinación con WNT; que a la vez posibilitaron la expresión de Runx2 (Grace et al., 

2011). Este nuevo tejido condral posee características similares al cartílago hialino de las 

placas de crecimiento en cuanto posee condrocitos pre-hipertróficos e hipertróficos, pero 

que también contendrían células condro osteoprogenitoras. En ellos, se expresaron BMP y 

Runx2 y en menor proporción WNT. La expresión de BMP y WNT corresponden con los 

reportes que dan cuenta que intervienen en la diferenciación de los condrocitos a 

condrocitos hipertróficos (Wang et al., 2013; Takegamia et al., 2016). La forma de 

intervenir sería a través de Runx2 que regula la transcripción de los genes que controlan el 

ciclo celular de los condrocitos y de esta forma su capacidad proliferativa y de 

diferenciación celular (Galindo et al., 2005; Galindo et al., 2007). 

La evidencia de la transdiferenciación se halla también a nivel de algunos condrocitos 

hipertróficos del cartílago en los sitios próximos a la osificación. Esta observación se debe 

a que se trata de células condro osteoprogenitoras, fenotípicamente semejantes a los 

condrocitos, y que no son condrocitos hipertróficos maduros (Lian et al., 1993; O’Regan et 

al., 2000). Cabe mencionar que la OPN y la fosfatasa alcalina (FA) son los primeros 
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indicadores metabólicos de los osteoblastos inmaduros (Zohar et al., 1998; Aubin et al., 

1995).  

La síntesis y depósito de OPN en la transdiferenciación también podría estar cumpliendo la 

función de posibilitar la adhesión de los osteoblastos y osteoclastos a las nuevas espículas 

óseas en formación entre los días 15 y 21 del ensayo. El depósito de BMP-2 en estos sitios 

aporta estímulo a los nuevos osteoblastos y promueve la proliferación de células 

precursoras de osteoblastos y preosteoblastos (Granjeiro et al., 2005), de igual forma como 

sucedió con las células mesenquimáticas tal como lo reportaron Pizette y Niswander 

(2000). 

En el hueso inmaduro reportado entre los 21 y 30 días post-tratamiento los osteoblastos 

continuaron proliferando producto de la actividad de BMP-2 que continuó 

inmunomarcando en los preosteoblastos y osteoblastos que se encontraban en los espacios 

intertrabeculares y sobre la superficie de las trabéculas. La migración de los osteoblastos 

estaría relacionada con el quimiotactismo positivo que ejerce Runx2 sobre éstos mediante 

un mecanismo de retroalimentación, como sucede en las fracturas óseas (Fujita et al., 

2004).  

La proteína Runx2 es clave en la osteogénesis, a través de ella se transcriben las señales 

bioquímicas necesarias para influir en el ciclo celular y con la proliferación y 

diferenciación celular estimulando o deprimiendo la actividad de las células y de los 

mediadores que éstas producen, en coincidencia con Stricker et al., (2002), Runx también 

se expresó, en los estadios avanzados de los condrocitos hipertróficos y osteoblastos. 

Promovió la diferenciación de los osteoblastos en las etapas iniciales y la inhibió en etapas 

posteriores de maduración celular. La diferenciación de células mesenquimáticas en 

osteoblastos se produjo por la intervención de Runx2 en diferentes fases del ciclo celular. 

Cada una de esas fases se caracteriza por un patrón particular de la expresión genética de 

los marcadores metabólicos de los osteoblastos (Bruderer et al., 2014). Runx2 posibilitó la 

expresión de OPN, OC (Kern et al., 2001), FA, BSP, OPN y colágeno Tipo I (Ducy et al., 

1996; 1997).  

Conforme avanzó la reparación, los osteoblastos fueron quedando atrapados en su propia 

matriz donde algunos desaparecieron por apoptosis y otros se diferenciaron en osteocitos y 

células de revestimiento. 
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El estudio de la DO y DOI posibilitó establecer la presencia/ausencia de las cinco proteínas 

estudiadas y a la vez cuantificarlas. Las cuantificaciones contribuyeron a establecer el 

grado de participación de cada proteína en el momento analizado como así también 

concluir acerca de las o interacciones entre ellas.  

Las cinco proteínas se manifestaron a partir de los 7 días post-operatorio. La presencia de 

BMP-2, OPN y OC en las partículas de MOD corrobora que son elementos constitutivos 

de la matriz y que persisten a pesar del proceso de desmineralización. No obstante, no 

existen reportes que indique valores de la DO y DOI en matriz desmineralizada. Por otra 

parte, la expresión de WNT inducida por BMP-2, no solo a través de la vía canónica, al 

igual que con Runx2 indicó la presencia de las CM pluripotentes marcando el inicio de la 

cascada de eventos de proliferación y diferenciación celular. 
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• El protocolo modificado de desmineralización permitió obtener un producto 

osteoinductible confiable cuyas propiedades físicas y biológicas quedaron bien 

establecidas.   

• El proceso de molienda influyó en la osteoinductividad de la MOD pues se 

obtuvieron partículas de tamaño y forma uniformes que contribuyeron en la 

interacción con el medio donde se implantó y con el acceso y adhesión de las 

células mesenquimáticas que arribaron para iniciar la reparación.  

• La evidencia histológica estableció que la reparación de los defectos se llevó a 

cabo por intermedio de la capacidad osteoinductiva de la MOD.  

• El alcohol etílico es un medio efectivo para conservar a la MOD en condiciones 

de asepsia y a la vez preservar las propiedades osteoinductivas.  

• La inmunodetección de BMP-2, WNT, Runx2, OPN y OC proporcionaron la 

cronología de la diferenciación celular que concluyó en la reparación y curación 

de los defectos óseos ortopédicos experimentales La osteoinducción comenzó 

cuando las células mesenquimáticas que concurrieron al sitio tratado con la 

MOD se pusieron en contacto con la BMP-2 contenida en la matriz 

desmineralizada. A partir de ese momento por acción de BMP-2 en esas CM se 

desencadenó una cascada de acontecimientos bioquímicos que propició la 

síntesis de WNT, y ambas interactuaron posibilitando la expresión de Runx2. 

La proteína Runx2 permite el arribo de diversas citoquinas que celularmente se 

manifiesta en la proliferación y diferenciación celular.    

• La reparación se efectuó por osificación transcondral mediante un proceso de 

transdiferenciación de un tipo de linaje celular que serían los condro 

osteoblastos. 

• La determinación de la inmunoexpresión de las proteínas BMP-2, WNT, 

Runx2, OPN y OC mediante la densidad óptica y densidad óptica integrada 

posibilitó establecer el grado de participación y de significancia de cada una de 

ella en la diferenciación celular, tipos de células y en los períodos de estudios. 

• La síntesis y depósito de OPN en la transdiferenciación también podría estar 

cumpliendo la función de posibilitar la adhesión de los osteoblastos y 

osteoclastos a las nuevas espículas óseas en formación. El depósito de BMP en 

estos sitios aportaria estímulo a los nuevos osteoblastos y promovería la 
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proliferación de células precursoras de osteoblastos y preosteoblastos, de igual 

forma como sucedió con las CM.     

 

Se modificó y estandarizó un protocolo de desmineralización de matriz ósea con capacidad 

osteoinductiva comprobada, que cuando se la implantó en defectos óseos ortopédicos 

indujo la reparación por inducción de hueso nuevo. Las técnicas histológicas tradicionales 

e inmunohistoquímicas para BMP-2, WNT, Runx2, OPN y OC permitieron establecer las 

características y cronología de la proliferación y diferenciación celular. La tesis aporta 

conocimiento a nivel celular de la reparación de defectos óseos ortopédicos tratados con 

MOD que podrá ser empleado en la curación de defectos óseos amplios. 
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