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RESUMO 

 Devido à grande demanda pelo desenvolvimento e validação de materiais para uso em 

engenharia tecidual e medicina regenerativa, o presente estudo visou verificar a aplicabilidade 

de um novo tecido escleral suíno descelularizado, como implante subcutâneo. A esclera é um 

tecido conjuntivo ocular importante na sustentação e proteção de outros tecidos oculares, 

composto, principalmente, de água, colágeno, elastina, proteoglicanos, glicoproteínas e 

fibroblastos. O biomaterial foi caracterizado de acordo com sua estrutura e composição 

principal após o desenvolvimento de um protocolo de descelularização com intuito de remover 

componentes celulares, possibilitando implantação xenogênica. Extração de DNA e análise 

histológica foram utilizadas para acessar a eficiência do processo de descelularização, enquanto 

a microscopia eletrônica de varredura e quantificação de hidroxiprolina foram usadas para 

verificar a estrutura morfológica e principal composição do tecido, indicando quantidade de 

colágeno considerável. Além disso, fragmentos da matriz extracelular descelularizada 

resultante do protocolo foram implantados em ratos para avaliação de resposta inflamatória e 

comportamento do implante. Os resultados apresentaram presença de inflamação, importante 

para a cicatrização e neoformação de tecido, bem como fibroblastos e vasos sanguíneos no sítio 

do implante, sugerindo provável integração e remodelamento do tecido. Deste modo, a matriz 

extracelular decelularizada descrita neste trabalho exibe potencial uso como biomaterial para 

os campos de engenharia tecidual e medicina regenerativa. 

 

Palavras-chave: esclera; biomaterial; descelularização; colágeno; xenogênico; transplante 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



ABSTRACT 

 With the growing demand to develop and evaluate materials for regenerative medicine 

and tissue engineering, the present study aimed to verify the applicability of a new porcine 

decellularized scleral tissue as a subcutaneous implant. The sclera is an essential connective 

ocular tissue, which plays a key role in supporting the eye structure, as well as protecting nearby 

ocular tissues. Its main composition is of water, collagen, elastin, proteoglicans, glycoproteins 

and fibroblasts. The biomaterial was characterized by its structure and main composition, along 

with a decellularization protocol in order to remove cellular content and allow xenogeneic 

implantation. DNA extraction and histology proved the efficacy of the decellularization 

process. Scanning electron microscopy and hydroxyproline assay were used to assess the 

morphological structure and main composition of the tissue, indicating great collagen content. 

Furthermore, decellularized extracellular matrix sections were implanted in rats to evaluate the 

inflammatory response and behavior of the implant. Results showed presence of inflammation, 

playing a key role in cicatrization as well as formation of a new tissue, along with the 

development of fibroblastic and angionenic activities, suggesting tissue remodeling and 

integration. This way, the decellularized extracellular matrix may have potential to be 

considered as a biomaterial for tissue engineering and regenerative medicine fields. 

 

Keywords: sclera; biomaterial; decellularization; collagen; xenogeneic; transplant 
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1. INTRODUÇÃO 

Diversos estudos reportam o uso de diferentes materiais no campo da medicina 

regenerativa, buscando e avaliando sua aplicação na engenharia de tecidos para reparo e 

transplante de tecidos e/ou órgãos (HU et al., 2020; MANCINI & PENSABENE, 2019; TAN 

et al., 2019; VASHISTH & BELLARE, 2018). É importante que o material selecionado atenda 

alguns requerimentos, como propriedades químicas e mecânicas (compatibilidade molecular, 

alta porosidade, força mecânica adequada), bem como a biocompatibilidade (GILPIN; YANG, 

2017; XU et al., 2019; JI et al., 2019; KAZIMIERCZAK et al., 2019; TAN et al., 2019; YANG 

et al., 2019). Esses, podem ser classificados como materiais naturais (polímeros e de matriz 

extracelular) ou sintéticos (metais, cerâmicas e polímeros) (RATNER, 2004). 

Os biomateriais naturais podem ser polímeros, derivados de proteínas e polissacarídeos, 

que apresentam propriedades biodegradáveis e de biocompatibilidade, além de outras 

características que possibilitam mimetizar propriedades de matriz extracelular (XIA et al, 2018; 

ABDULGHANI & MITCHELL, 2019). Dentre os polímeros de proteínas, são conhecidos 

colágeno, fibrina, gelatina e seda (LEE et al., 2009), enquanto aos polímeros de polissacarídeos, 

ácido hialurônico, alginato e quitosano (DINJASKI & KAPLAN, 2016; SHEIKH et al., 2015). 

Os materiais naturais de matriz extracelular são derivados de tecidos descelularizados, nos quais 

as características intrínsecas do tecido de origem são mantidas, retendo características únicas 

de micro e macroestrutura, além da composição da matriz extracelular previamente secretada 

pelas células removidas (ABDULGHANI & MITCHELL, 2019; TAYLOR et al., 2018). 

Já os biomateriais sintéticos são fabricados com o intuito de produzir estruturas com 

propriedades mecânicas e físicas sofisticadas, como porosidade e rigidez, alcançando 

características simultâneas que nem sempre são encontradas em materiais naturais (IQBAL et 

al., 2018; ABDULGHANI & MITCHELL, 2019). Dentre os biomateriais sintéticos, encontra-

se as cerâmicas, como as de hidroxiapatita; metálicos, como os compostos de titânio; e 

polímeros, como poliésteres e polietilenoglicol (CAMERON & SHAVER, 2011; DÍEZ-

PASCUAL & DÍEZ-VICENTE, 2016; ABDULGHANI & MITCHELL, 2019). 

O uso e seleção de biomateriais para estudos de bioengenharia envolve entender as 

vantagens e desvantagens, de acordo com a aplicação desejada. Deste modo, apesar de os 

biomateriais naturais apresentarem características que favorecem seu uso, como 

biocompatibilidade e biosinalizadores, estes podem exibir dificuldades quanto à resistência a 

modificações físicas e estruturais, além de baixa força mecânica quando comparados aos 
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materiais sintéticos, de forma geral. Da mesma forma, biomateriais sintéticos podem apresentar 

restrições quanto a capacidade de favorecer adesão celular e presença de sinalizadores 

biológicos, dificultando a integração destes em casos de transplante, uma vez que limitam o 

processo de recelularização (XU et al., 2019). 

Por muito tempo, pesquisadores buscaram estabelecer biomateriais compatíveis 

semelhantes ao tecido de origem (BASU et al., 2019; DIOMEDE et al., 2018; VASHISTH & 

BELLARE, 2018; ZAMBON et al., 2018). Diferente de transplantes autólogos, o uso de 

biomateriais alogênicos e xenogênicos requer o emprego de técnicas que atendam a remoção 

de material celular e outras moléculas imunogênicas, como o lipopolissacarídeo, no intuito de 

evitar condições imunológicas adversas, como resposta inflamatória exacerbada e rejeição 

(CRAPO et al., 2011; DAS et al., 2019; DETTIN et al., 2018; LI et al., 2019; MACLEOD et 

al., 2005; STAHL et al., 2018). Deste modo, a descelularização é considerada um processo 

fundamental para o preparo de biomateriais nestas condições, fornecendo a remoção de 

conteúdo celular enquanto busca manter características e propriedades da matriz extracelular 

(DETTIN et al., 2018; KASBEKAR et al., 2018; STAHL et al., 2018; ZAMBON et al., 2018). 

Em vista disso, os materiais selecionados que atendem os requisitos de 

biocompatibilidade e biodegradação, atuando como arcabouços constituídos de matriz para a 

migração e crescimento de células são denominados scaffolds. São estes que fornecem 

sustentação mecânica e permitem o tráfego de nutrientes e moléculas essenciais para a 

caracterização de determinado tecido (ABDULGHANI & MITCHELL, 2019).  

Várias investigações trazem a caracterização e uso de biomateriais ricos em colágeno 

para fins de bioengenharia, como em tecidos cardiovasculares (WATANABE et al., 2010) e 

oculares (KASBEKAR et al., 2018; ZHANG et al., 2007). Dentre os tecidos oculares, a esclera 

possui propriedades relevantes para uso em medicina regenerativa, uma vez que é um material 

tanto rígido quanto maleável devido a presença de colágeno e elastina (BOOTE et al., 2019).  

A esclera é um tecido conjuntivo resiliente e estruturalmente complexo que representa 

cerca de 85% da túnica externa do globo ocular, responsável por desempenhar diversas funções 

essenciais para a visão. Dentre estas, sua principal atividade é de oferecer substrato estável e 

firme para a retina, além de proteger estruturas internas do olho que são mais vulneráveis a 

fatores mecânicos. Outra característica importante é sua opacidade, que previne transmissão de 

luz excessiva, capaz de degradar a imagem da retina (BOOTE et al., 2019). 
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O tecido escleral é formado pela cápsula de Tenon, episclera, estroma, esclera 

perilimbal, esporão escleral, malha trabecular, região peripapilar e lâmina cribrosa. A cápsula 

de Tenon é uma camada compacta de feixes de colágeno associados a fibras de elastina 

localizada paralelamente à superfície da esclera. Atua como um sistema de polia na 

transferência de força de músculos oculares à esclera durante movimentação dos olhos (ROTH 

et al., 2002; BOOTE et al., 2019). A episclera, região situada abaixo da cápsula de Tenon, é 

uma camada densa e fina de tecido conectivo composto, principalmente, de feixes de colágeno, 

fibras elásticas, melanócitos e macrófagos (WATSON & YOUNG, 2004; BOOTE et al., 2019). 

O estroma, por sua vez, representa a principal camada do tecido escleral, sendo responsável 

pelas principais funções biomecânicas do tecido. Esta camada é predominantemente formada 

por matriz extracelular rica em colágeno (BOOTE et al., 2019). 

A região perilimbal e o esporão escleral encontram-se em regiões mais profundas do 

estroma escleral, atuando no auxílio da manutenção do contorno da córnea ocular em locais de 

estresse mecânico (BOOTE et al., 2009). Já a malha trabecular é conhecida por apresentar 

grandes quantidades de elastina, fundamental para garantir resistência à tensão da esclera e de 

tecidos vizinhos (MARSHALL, 1995; UMIHIRA et al., 1994; BOOTE et al., 2019; 

BACHMANN et al., 2006). As regiões peripapilar e lâmina cribrosa correspondem a camadas 

superficiais de tecido conectivo mais próximas do nervo óptico, representando região 

biomecânica de interesse para casos de glaucoma (DOWNS 2015; BOOTE et al., 2019). 

Com relação a sua composição, o tecido escleral é considerado um scaffold de fibras de 

colágeno conjugado a matriz interfibrilar hidratada de proteoglicanos, glicoproteínas, elastina 

e fibroblastos, sendo o colágeno do tipo I o mais abundante (em peso seco) (BOOTE et al., 

2019). Tal constituição possibilita a atuação do tecido em garantir resistência a impactos 

mecânicos e suporte aos tecidos oculares. 

O estudo de Costa (2009) mostrou biocompatibilidade no uso de esclera de coelho 

autóloga como enxerto em defeito ósseo na órbita ocular. Baseado nas possibilidades existentes 

no uso de tecidos xenogênicos, além de considerar melhores condições de fornecimento para 

transplantes, este estudo visou desenvolver um biomaterial derivado de esclera suína 

descelularizada e caracterizá-lo quanto a sua estrutura e composição principal, por meio de 

microscopia eletrônica de varredura e quantificação de colágeno com ensaio de hidroxiprolina. 

Além disso, este material foi implantado subcutaneamente em ratos para avaliar seu 
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comportamento, indicando se pesquisas derivadas deste trabalho com o tecido apresentado 

poderiam ser úteis para os campos de engenharia de tecidos e medicina regenerativa. 
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2. JUSTIFICATIVA 

De acordo com a literatura, há grande relevância para estudos relacionados ao 

desenvolvimento de materiais que possam fornecer alternativas para tratamentos e aplicações 

em engenharia tecidual e medicina regenerativa. Além da dificuldade encontrada nas filas de 

transplantes de órgãos, existe uma grande demanda em estudos que viabilizem a regeneração 

e/ou substituição de tecidos e órgãos. 

Deste modo, faz-se necessário a elaboração de estudos que permitam desenvolver e 

avaliar materiais que apresentem compatibilidade com o paciente, ainda que de diferentes 

fontes, uma vez que há processos que viabilizam a remoção de elementos que possam 

desencadear reações inflamatórias exacerbadas e/ou rejeição, como a descelularização. Esta 

técnica pode ser realizada de diversas formas, seja por alterações físicas, químicas e/ou 

enzimáticas. 

Atualmente, encontram-se trabalhos que buscam avaliar melhorias nas aplicações de 

bioengenharia, mais especificamente, no reparo e substituição de tecidos e órgãos. Baseado 

nestes estudos, acredita-se que o aprofundamento e desenvolvimento de materiais, como o 

proposto neste estudo, bem como sua caracterização e validação de comportamento in vivo seja 

fundamental. Além de apresentar conteúdo considerável de colágeno, fator que pode indicar o 

uso em diferentes aplicações, o tecido escleral suíno é de obtenção acessível e geralmente 

descartado, corroborando à busca por alternativas aos transplantes ainda hoje realizados. 
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3. OBJETIVOS 

O presente estudo visou desenvolver uma matriz extracelular descelularizada obtida a 

partir de tecido escleral suíno, bem como caracterizar sua estrutura e composição, e avaliar seu 

comportamento em relação à indução de resposta inflamatória em modelo murinho. 

 

3.1. OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 Otimizar escalonamento de protocolo de descelularização detergente-enzimático 

para as escleras suínas; 

 Validar o processo de descelularização desenvolvido; 

 Caracterizar a matriz extracelular descelularizada obtida de esclera suína quanto à 

morfologia e composição; 

 Analisar comportamento da matriz extracelular descelularizada obtida de esclera 

suína enquanto implante subcutâneo em ratos. 
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4. MATERIAIS E MÉTODOS 

4.1. PREPARO DA MATRIZ EXTRACELULAR DESCELULARIZADA 

Amostras de globo ocular de suínos (n = 100) foram obtidas de frigorífico que processa 

material exclusivamente suíno, em Minas Gerais. Imediatamente após obtenção, os olhos foram 

mantidos em solução salina (NaCl 0,9%) refrigerada em recipiente térmico e processados em 

intervalo de tempo inferior a 10 horas. 

O processamento inicial consistiu na retirada de tecidos oculares adjacentes à esclera 

com auxílio de instrumentos cirúrgicos (pinças, bisturis, tesouras). Uma vez isoladas, as 

escleras foram higienizadas com solução de TBS (Tris tamponado com solução salina) e água 

corrente para, em seguida, serem submetidas ao protocolo de descelularização. 

O protocolo de descelularização utilizado baseou-se em ensaio detergente-enzimático 

otimizado para o tecido escleral, cujo uso está em processo de submissão de patente e não pode 

ser discutido no momento. Brevemente, 100 amostras de escleras suínas inteiras processadas 

foram incubadas com solução salina em um biorreator (Biostat B, Biotech International), sob 

agitação contínua. Em seguida foi realizada a lise de células com uso de tampão hipotônico 

overnight, também sob agitação contínua. Posteriormente, as amostras foram lavadas e 

incubadas com tampão de nucleases, no intuito de remover ácidos nucleicos residuais. Logo 

após, as amostras foram novamente lavadas e esterilizadas com solução de antibiótico e 

antimicótico. Para verificar a eficiência do protocolo de descelularização e possíveis resíduos 

nucleicos, as amostras foram submetidas à análise histológica e quantificação de DNA. 

 

4.2. ANÁLISE HISTOLÓGICA 

As amostras foram fixadas em paraformaldeído 10%, desidratadas em crescentes 

concentrações de etanol e incluídas em parafina. Uma vez formados os blocos de parafina, 

secções de 5 µm foram cortadas com micrótomo para confecção das lâminas e incubadas em 

estufa a 60°C, por 24 horas. Posteriormente, os cortes foram desparafinizados em xilol e 

rehidratados em álcoois de concentrações decresentes e, por fim, água corrente. Após 

hidratação, as lâminas foram submetidas a coloração com hematoxilina e eosina (HE). 

Finalmente, as lâminas foram montadas com lamínulas em glicerina e analisadas e fotografadas 

com microscópio de luz (EVOS FL Cell Imaging System, AMG Invitrogen). 
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Foram preparadas lâminas de diferentes regiões para representar a totalidade do tecido, 

tanto in natura como descelularizado. O tecido in natura foi utilizado como controle para 

validar as alterações observadas após o processo de descelularização. 

 

4.3. QUANTIFICAÇÃO E AVALIAÇÃO DA INTEGRIDADE DE DNA 

A extração de DNA foi executada utilizando kit comercial (DNAeasy Blood and Tissue 

Kit, Qiagen), sendo as amostras previamente cortadas, pesadas e processadas de acordo com o 

protocolo do fabricante. Brevemente, 25 mg de tecido escleral suíno, in natura (n = 4) e 

descelularizado (n = 13), foram processados, fragmentados e acrescidos de 300 µL de buffer 

ATL, 20 µL de proteinase K e 20 µL de DTT 1M em microtubo. Logo após, o microtubo foi 

vortexado e mantido em forno para incubação overnight, a 56°C. Posteriormente, o microtubo 

foi novamente vortexado e acrescido de 300 µL de buffer AL e 300 µL de álcool etílico, e 

vortexado mais uma vez. Em seguida, a solução formada foi pipetada, alocada para uma coluna 

de extração e submetida a centrifugação a 8000 rpm, por um minuto. O líquido que ultrapassou 

a coluna foi descartado e à coluna foi acrescido 500 µL de buffer AW1, submetidos a 

centrifugação a 8000 rpm, por um minuto. Novamente, o líquido que atravessou a coluna foi 

descartado e à coluna foi adicionado 500 µL de buffer AW2, submetidos a centrifugação a 

14000 rpm, por 3 minutos. Finalmente, o líquido que ultrapassou a coluna foi desprezado e a 

coluna foi colocada em novo microtubo, nos quais foi adicionado 100 µL de buffer AE, 

incubados por 1 minuto e, então, centrifugados a 8000 rpm, por um minuto, para obter a eluição 

do DNA. O DNA extraído foi quantificado utilizando espectrofotômetro (NanoDrop ND-1000) 

observando as três principais absorbâncias: 230, 260 e 280 nm. 

Para avaliar a integridade do DNA foi realizado eletroforese em gel de agarose 1%, para 

amostras in natura (n = 4) e descelularizadas (n = 13). Deste modo, 10 µl de cada amostra de 

DNA extraído foi preparado com a adição de 5 µl de azul de bromofenol e 3 µl de corante 

GelRed 1:1000 (Biotium). As amostras preparadas e o marcador de peso molecular (1 Kb Plus 

DNA Ladder, Invitrogen) foram submetidos a eletroforese em gel de agarose 1%, a 80 volts 

por 1 hora. A visualização dos resultados foi realizada em luz ultravioleta e fotografados. 
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4.4. ANÁLISE POR MICROSCOPIA ELETRÔNICA DE VARREDURA (MEV) 

Fragmentos do tecido in natura e descelularizado (0,6 x 0,6 cm) foram lavados em PBS 

(tampão fosfato) 0,1M e posteriormente fixados em solução fixadora de Karnovsky 

(glutaraldeído 2,5% e paraformaldeído 20%, em proporção 1:1, tamponados com cacodilato de 

sódio 0,1 M, pH 7,4) por 1 hora. Em seguida, a solução fixadora foi removida e as amostras 

foram submetidas a desidratação progressiva em soluções com concentrações crescentes de 

álcool etílico (50%, 70%, 90%, 95% e 100%, intervalos de 1 hora). Após a desidratação, as 

amostras foram secas e armazenadas, até recebimento de 3 ciclos de cobertura de ouro-paládio 

em metalizador. A análise das amostras preparadas foi realizada, em triplicata e em diversas 

magnificações, no microscópio Zeiss EVO MA10, utilizando exposições de 5 a 15 kV. 

As eletromicrografias obtidas foram utilizadas para avaliação da estrutura geral do 

tecido e para confirmação da ausência de células dentro do biomaterial.  

 

4.5. QUANTIFICAÇÃO DE COLÁGENO TOTAL (ENSAIO DE 

HIDROXIPROLINA) 

A quantificação de colágeno foi realizada pelo ensaio de hidroxiprolina. Brevemente, 

amostras descelularizadas do tecido (n = 9) contendo 10 mg foram homogeneizadas em 100 µL 

de água deionizada e, posteriormente, diluídas a 1:1 com HCl 12M e incubadas por 3 horas, a 

120° C. Em seguida, a solução obtida foi homogeneizada com vortex e centrifugada a 10.000 x 

g por 3 minutos para coleta do conteúdo solúvel. 

Desde conteúdo obtido, 10 µL foram adicionados em poços de uma placa de 96 poços, 

assim como 10 µL da curva padrão e, posteriormente, secados em forno até completa 

evaporação. Em seguida, 100 µL de solução de Cloramina T (Sigma) foram adicionados aos 

poços contendo amostras e curva padrão e, então, a placa foi submetida a incubação por 5 horas, 

a 25° C. 

Uma vez finalizada a etapa com a solução de Cloramina T, 100 µL de reagente de 

Ehrlich (Sigma) foram adicionados aos poços e incubados por 90 minutos, a 60° C. A leitura 

da reação colorimétrica foi realizada em espectrofotômetro com absorbância de 560 nm. A 

quantidade de colágeno total por mg do peso seco de amostra foi calculada utilizando a razão 

hidroxiprolina/colágeno, que corresponde a 1:13,5. 
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4.6. IMPLANTAÇÃO SUBCUTÂNEA 

O experimento com implantes subcutâneos foi aprovado pelo Comitê de Ética da 

Universidade Federal de Uberlândia, sob número CEUA 106/17. Dez ratos machos (Rattus 

norvegicus) pesando 300 g foram anestesiados por inalação de isoflurano e receberam injeção 

intraperitoneal contendo analgésico para prevenir dor após o processo cirúrgico. Os animais 

permaneceram sob anestesia com isoflurano durante todo o procedimento. 

Após anestesia, foram realizadas tricotomia para retirada dos pelos da região dorsal, 

antissepsia e incisão longitudinal para implantação de fragmento de esclera descelularizada (0,5 

x 0,5 x 0,2 cm). Duas incisões foram realizadas, por rato, com lâmina de bisturi n° 15 e, 

subsequentemente, os tecidos foram divulsionados, com auxílio de tesoura de ponta romba. Em 

uma das incisões, o biomaterial foi inserido e na outra, não houve introdução de nenhum 

material, para ser utilizada como controle. Posteriormente, o local de incisão foi suturado e a 

eutanásia dos animais realizada 5 e 15 dias, após a cirurgia. Deste modo, dentre os dez ratos 

utilizados, 5 foram eutanasiados 5 dias após da cirurgia, enquanto os outros, 15 dias após a 

cirurgia. 

 

4.7. ANÁLISE DA INFLAMAÇÃO 

Uma vez eutanasiados, foi realizada a coleta da região circundante do implante 

subcutâneo para análise histológica. O material coletado foi fixado e as lâminas histológicas 

preparadas, conforme item 4.2. 

Para verificar a resposta inflamatória resultante do procedimento de implantação 

subcutâneo, a análise foi executada por quatro avaliadores independentes. Os campos 

selecionados para análise foram determinados considerando o local de incisão e/ou presença 

das bordas do implante e infiltrado inflamatório. Deste modo, os campos foram avaliados de 

acordo com a intensidade de inflamação, bem como a presença de fibroblastos, vasos 

sanguíneos e células gigantes multinucleadas. Para cada parâmetro foi atribuído um score de 0 

a 4, representado na Tabela 1. Esta tabela baseou-se no estudo de Macleod e colaboradores 

(2005). 

A avaliação da intensidade de inflamação foi verificada nos tempos de 5 e 15 dias após 

a cirurgia. A avaliação quanto aos fibroblastos, vasos sanguíneos e células gigantes 
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multinucleadas foi realizada de acordo com a presença destes na região circundante do implante 

ou dentro deste. 

 

4.8. ANÁLISE ESTATÍSTICA 

Os dados dos scores histométricos foram analisados com GraphPad Prism versão 7.0 

(GraphPad Software, La Jolla, CA, USA) e expressos em média ± desvio padrão. Para as 

comparações das diferenças entre os scores foi utilizado teste t de Student não pareado para 

análise de intensidade de inflamação e one-way ANOVA para presença de fibroblastos, vasos 

sanguíneos e células gigantes multinucleadas. As diferenças foram consideradas 

estatisticamente significantes para P < 0,05. 
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5. RESULTADOS 

O objetivo deste trabalho foi de associar um novo protocolo de descelularização 

desenvolvido e adaptado para o tecido em questão com a avaliação das principais características 

deste, como conteúdo de colágeno e organização estrutural. Além disso, foi verificado se este 

material, uma vez descelularizado, apresentaria potencial para induzir resposta inflamatória 

enquanto implante em animais imunocompetentes. 

Após a descelularização, o tecido foi processado e corado em HE para análise 

histológica (Figura 1). Na região interna do tecido in natura foi observada a presença de células 

e seus respectivos núcleos (Figura 1A). Diferentemente, o tecido descelularizado apresentou-

se ausente de núcleos celulares, confirmando que o protocolo desenvolvido foi efetivo para 

remoção de conteúdo celular (Figura 1B). Além da remoção de conteúdo celular, o processo 

possibilitou manter a presença de fibras de colágeno, apesar de o arranjo destas apresentar-se 

mais espaçado no tecido descelularizado quando comparado ao in natura. 

Para verificar a eficiência do protocolo de descelularização, foram analisadas a 

quantificação e a integridade do DNA presente nas amostras não-descelularizadas e 

descelularizadas, pela medida de absorbância em espectrofotômetro e por eletroforese em gel 

de agarose, respectivamente. Os resultados para quantificação de DNA de amostras 

descelularizadas apresentaram valores inferiores a 50 ng/mg de tecido. Além disso, o perfil 

eletroforético das amostras descelularizadas apresentou ausência de DNA intacto (Figura 2B), 

diferentemente das amostras não descelularizadas, cujas bandas de DNA genômico estão 

evidentes (Figura 2A). 

Outro parâmetro analisado foi a estrutura tridimensional do tecido, bem como a presença 

de fibras de colágeno e células, com auxílio da microscopia eletrônica de varredura (Figura 3 e 

4). De acordo com as eletromicrografias, percebeu-se que o tecido in natura apresenta um 

arranjo mais compacto das fibras de colágeno (Figura 3A), além de conter células localizadas 

entre as fibras (Figura 3B). Distintivamente, o tecido descelularizado apresentou ausência de 

células e disposição de fibras mais irregular, observando-se mais lacunas do que o tecido não-

descelularizado (Figuras 4A e 4B). 

Com relação ao conteúdo de colágeno presente no tecido descelularizado, foi executado 

ensaio de quantificação de hidroxiprolina, que apresentou concentração média de colágeno de 
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270,6 mg/esclera, resultado que corresponde a 736 µg de colágeno por mg de tecido, 

aproximadamente (Tabela 4). 

Para avaliar a resposta inflamatória resultante do processo de implantação do tecido 

descelularizado, campos de lâminas histológicas foram selecionados e ranqueados de acordo 

com o grau de intensidade de inflamação e presença de fibroblastos, vasos sanguíneos e células 

gigantes multinucleadas. De acordo com a análise, notou-se que o grupo controle eutanasiado 

5 dias após o procedimento cirúrgico apresentou resposta inflamatória, independente da 

presença do implante (Figura 5). Não foi possível avaliar o grupo controle eutanasiado 15 dias 

após cirurgia, uma vez que o tecido havia cicatrizado e não era possível delimitar a região de 

incisão e divulsão do tecido. Além da presença de infiltrado inflamatório, ambos grupos de 5 

(Figuras 6 e 7) e 15 (Figuras 8 e 9) dias contendo implante apresentaram aumento na quantidade 

de fibroblastos, vasos sanguíneos e células gigante multinucleadas. De acordo com a imagem 

representativa do grupo de implante 5 dias pós-cirurgia, percebe-se maior número de células 

inflamatórias, fibroblastos e vasos sanguíneos, principalmente na área que circunda o implante, 

além de apresentar uma pequena migração de células para dentro do implante (Figura 7). Já no 

grupo de implante 15 dias pós-cirurgia, a presença destes elementos não se restringiu ao entorno 

e superfícies do implante, observando-se migração interna em maior escala. Ainda neste grupo, 

verificou-se que as bordas do implante não estão mais bem delimitadas, indicando degradação 

do material e, possivelmente, remodelamento e integração do tecido (Figura 9). 

Baseado nos scores obtidos, notou-se diferença significativa na intensidade da 

inflamação, sendo maior no grupo de implante 5 dias pós-cirurgia quando comparado ao seu 

respectivo controle (** P = 0,0027) (Figura 10A). Com relação a presença de fibroblastos, 

observou-se diferença significativa entre os grupos implantados de 5 e 15 dias, sendo maior no 

grupo de 15 dias (*** P = 0,0006) (Figura 10B). Já em comparação a presença de vasos 

sanguíneos, não houve diferença significativa entre os grupos implantados, mas constatou-se 

diferença significativa entre o grupo de implante 5 dias e seu respectivo controle (* P = 0,028) 

(Figura 10C). Quanto à presença de células gigantes multinucleadas, não houve diferença 

significativa nos grupos implantados, nem entre si nem quando comparados ao controle (Figura 

10D). 
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6. DISCUSSÃO 

Uma quantidade considerável de biomateriais vem sendo empregados em diferentes 

estudos, como no intuito de desenvolver reparo ou substituição de tecidos e órgãos (ALBERTI 

& XU, 2016; DHAYANI et al., 2019; FRANCIS et al., 2019; LEVINSON et al., 2019; ZOU et 

al., 2019). É fundamental que o desenvolvimento destes biomateriais possa melhorar as 

condições e fornecer mais alternativas para o campo da medicina regenerativa, considerando a 

necessidade por substituição de tecidos e/ou órgãos, além da emergência e dificuldade 

observadas nas filas de transplante. Deste modo, o processamento destes biomateriais deve 

garantir que estes irão manter as características pelas quais foram selecionados, atingindo o 

objetivo quando transplantado no paciente, além de confirmar a compatibilidade, para que seu 

uso não provoque respostas imunológicas adversas, toxicidade ou rejeição. 

Muitos estudos mencionam que o uso de biomateriais de origem alogênica ou 

xenogênica requerem descelularização, no intuito de remover conteúdo celular, evitando assim 

o risco de rejeição e atividade imunogênica, como produção de citocinas pró-inflamatórias e 

remodelamento prejudicial (BARRETO et al., 2019; BROWE et al., 2019; DAS et al., 2019; 

HE et al., 2019; KASBEKAR et al., 2018; SAFARI et al., 2019; SHIN et al., 2018; YAO et al., 

2019). De acordo com Crapo, Gilbert e Badylak (2011), é importante que o processo de 

descelularização garanta um produto final com quantidades de DNA inferiores a 50 ng/mg de 

tecido para evitar rejeição. Além disso, considerando que os biomateriais são geralmente 

selecionados de acordo com as propriedades apresentadas, espera-se que a descelularização não 

afete a preservação dos componentes não-celulares e propriedades intrínsecas do tecido, 

possibilitando manter as características da matriz extracelular nativa. 

Os dados advindos da análise histológica e eletromicrografias da microscopia - de 

varredura mostraram, de modo generalizado, que a estrutura da matriz extracelular foi 

preservada, apesar de haver um maior espaçamento entre as fibras de colágeno nas amostras 

descelularizadas, fato que pode estar relacionado com o uso de tampão hipotônico durante o 

processamento, além do espaço que antes era ocupado por células, que após a descelularização 

foram removidas, deixando lacunas na disposição das fibras. A ocorrência da formação destas 

lacunas pode favorecer a migração e adesão de novas células, fator importante em transplantes, 

pois possibilita rescelularização da matriz extracelular e, consequentemente, o remodelamento 

e integração desta (FREEMAN et al., 2019; MURPHY et al., 2019). Além da organização do 
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tecido, esses resultados mostraram a ausência de células nas amostras descelularizadas 

analisadas, reafirmando os dados da extração e quantificação de DNA. 

O uso de biomateriais com quantidades consideráveis de colágeno é amplamente 

estudado e aplicado na bioengenharia e medicina regenerativa, uma vez que esta proteína 

representa um dos principais constituintes da matriz extracelular, fornecendo força mecânica 

(DAS et al., 2019), além de executar papel importante em diferentes mecanismos bioquímicos, 

como diferenciação condrogênica (CHEN et al., 2005), manutenção da viabilidade celular e 

regulação do perfil fenotípico de células (HANSEN; WILHELM; FASSETT, 2005; WANG et 

al., 2016). O ensaio de quantificação de hidroxiprolina apresentou que o tecido escleral 

apresenta quantidade considerável de colágeno após a descelularização, equivalente a 73,6% 

da composição do tecido descelularizado. Deste modo, a esclera descelularizada pode ser 

considerada um biomaterial promissor, uma vez que possui concentração considerável de um 

componente essencial da matriz extracelular. 

Os resultados discutidos acima, tanto referente a estrutura quanto a composição do 

tecido indicam que a esclera descelularizada possa ser adequada para análises posteriores que 

a considerem como candidata para substituição de tecidos. Assim, buscou-se analisar o 

comportamento do tecido descelularizado enquanto implante subcutâneo em um modelo 

murino e avaliar a atividade inflamatória induzida pela incisão do processo cirúrgico e/ou 

presença do implante. Não foram detectadas evidências notáveis de respostas adversas que 

pudessem desencadear rejeição, mas foi detectado processo inflamatório que é uma resposta 

natural à implantação/lesão tecidual (MACLEOD et al., 2005). Com relação a intensidade do 

infiltrado inflamatório observado entre o grupo implantado de 5 dias e seu respectivo controle, 

apesar de apresentar diferença significativa, deve ser considerado que parte da resposta 

inflamatória observada foi provavelmente induzida pela lesão realizada durante o processo 

cirúrgico. Outros estudos com scaffolds também apresentam resposta inflamatória, de forma 

semelhante (ALBERTI & XU, 2016; GARCÍA-HONDUVILLA et al., 2018; MACLEOD et 

al., 2005). 

Além da presença de células inflamatórias, foi observado um número considerável de 

fibroblastos e vasos sanguíneos, não apenas no entorno do implante, mas também na região 

interna deste. Alguns estudos apontam a alocação e migração de fibroblastos em conjunto com 

angiogênese em experimentos com implantes subcutâneos (GARCÍA-HONDUVILLA et al., 

2018; KORZINSKAS et al., 2018; MACLEOD et al., 2005), o que confirma os achados deste 
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trabalho. Estes resultados podem indicar que houve remodelamento do tecido induzido pelo 

hospedeiro, viabilizando a integração ao tecido. Além disso, a presença de fibroblastos 

apresentou-se maior no grupo implantado de 15 dias, indicando que a migração de fibroblastos 

e, consequentemente, sua ação no remodelamento do implante é um mecanismo progressivo. A 

angiogênese é, também, fundamental, pois auxilia no processo de integração do implante, uma 

vez que os vasos sanguíneos oferecem nutrientes essenciais para a manutenção das células, 

possibilitando a migração de células e a recelularização do implante (GARCÍA-

HONDUVILLA et al., 2018). Deste modo, o grupo implantado de 5 dias apresentou maior 

número de vasos quando comparado ao controle, corroborando com a importância da 

angiogênese para o mecanismo de remodelamento tecidual. 

A integração de um biomaterial ocorre quando o organismo detecta um corpo estranho, 

desencadeando um processo de degradação, que leva a formação de um novo tecido. Isto ocorre 

quando diversas células migram pelos poros do material e iniciam a produção de nova matriz 

extracelular (GARCÍA-HONDUVILLA et al., 2018). Este trabalho apresentou, não apenas a 

migração de fibroblastos, mas também a degradação das bordas do implante, o que implica na 

degradação do material e, possivelmente, sua integração ao organismo. 

A recelularização do material descelularizado por fibroblastos, poderia indicar 

neoformação de tecido, uma vez que estas células são responsáveis pela síntese e deposição de 

diversos componentes de matriz extracelular, além de atuar diretamente em processos de 

cicatrização, mantendo a integridade do tecido conjuntivo e induzindo angiogênese 

(JUNQUEIRA & CARNEIRO, 2004). Além disso, este tipo celular está sujeito a mudanças 

provocadas por fatores mecânicos em determinadas situações fisiológicas, possibilitando que 

atuem no rearranjo de fibras colágenas, como em casos de formação de tecido de granulação. 

Dentre os componentes sintetizados pelos fibroblastos, encontra-se colágeno, elastina, 

glicosaminoglicanos, proteases e fibronectina (PAGNANO et al., 2008). 

A presença de células gigantes multinucleadas, principalmente no grupo implantado de 

15 dias poderia ser considerada uma situação adversa, uma vez que estas células podem causar 

lesões e/ou reagir com o implante, provocando a formação de catabólicos tóxicos (MACLEOD 

et al., 2005), mas de acordo com o score observou-se que a presença destas foi ocasional. 

Embora sejam associadas a casos prejudiciais, os estudos de García-Honduvilla e colegas 

(2018), Hernandez-Pando e colegas (2000), Ghanaati e colegas (2010), e McNally e colegas 

(2005) apresentaram que as células gigantes multinucleadas estão envolvidas em reações com 
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corpos estranhos, exibindo atividade fagocítica e de produção de citocinas, fato que possibilita 

interações célula-célula e célula-matriz e ajuda na degradação, integração ao tecido e/ou 

isolamento do material. 

Os resultados obtidos, em conjunto, indicam que a esclera suína descelularizada poderia 

ser considerada um biomaterial para uso nos campos de engenharia tecidual e medicina 

regenerativa, em diversos cenários. 
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7. CONCLUSÃO 

A síntese da análise dos dados deste trabalho permitiu concluir que: 

 O processo de descelularização desenvolvido e otimizado pelo grupo de trabalho 

alcançou os objetivos esperados, levando a remoção de componentes celulares do 

tecido, resultando em um biomaterial composto de matriz extracelular descelularizada, 

rico em colágeno; 

 A estrutura morfológica do tecido escleral é compasta, principalmente por redes de 

fibras colágenas as quais podem mudar a conformação espacial, uma vez submetido ao 

processamento de descelularização;  

 Aparentemente, o biomaterial descelularizado quando submetido à implantação 

subcutânea em ratos não induziu quadro inflamatório exacerbado ou rejeição; 

 A presença do biomaterial descelularizado no organismo de ratos induziu proliferação 

e migração de fibroblastos, bem como induziu angiogênese na região do implante 

subcutâneo; 

 A matriz extracelular descelularizada derivada de esclera suína pode ser considerada 

um biomaterial promissor para diversas aplicações em engenharia de tecidos e medicina 

regenerativa, com relação à substituição e/ou reparo de tecidos. 
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8. TABELAS E FIGURAS 

 

Score Avaliação 

0 Ausente 

1 Raro e fraco 

2 
Ocasional e 

atenuado 

3 
Frequente e 

focado 

4 
Frequente e 

intenso (difuso) 

 

Tabela 1. Score histométrico para avaliação dos parâmetros observados (intensidade de inflamação, presença de 

fibroblastos, vasos sanguíneos e células gigantes multinucleadas) baseado no trabalho de Macleod e colaboradores 

(2005). 

 

 

Amostras 

Quantificação de 

DNA (ng/mg de 

tecido) 

A260/280 A260/230 

1 319.2 1.83 1.52 

2 366.3 1.87 1.74 

3 83.0 1.83 1.09 

4 120.6 1.84 0.85 

 

Tabela 2. Quantificação do DNA extraído de amostras não-decelularizadas e razões A260/280 e A260/230. 
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Amostras 

Quantificação de 

DNA (ng/mg de 

tecido) 

A260/280 A260/230 

1 18.6 2.67 0.46 

2 25.6 1.75 0.83 

3 27.1 1.69 1.15 

4 28.7 1.78 1.39 

5 26.0 2.07 0.46 

6 21.9 2.10 1.59 

7 17.0 2.53 1.47 

8 14.1 2.48 1.17 

9 19.3 1.86 1.82 

10 33.2 1.61 0.84 

11 15.3 2.36 1.82 

12 23.1 1.68 0.96 

13 14.3 1.74 0.86 

 

Tabela 3. Quantificação do DNA extraído de amostras decelularizadas e razões A260/280 e A260/230. 
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Amostra 

Quantificação de 

colágeno (µg/mg 

de tecido) 

1 631 

2 705 

3 780 

4 747 

5 862 

6 763 

7 488 

8 818 

9 832 

Média 736 

 

Tabela 4. Representação da média de quantificação de colágeno de amostras decelularizadas obtidas pelo ensaio 

de hidroxiprolina. 
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Figura 1. Imagens representativas de cortes histológicos de esclera suína corados com HE. A. Tecido nativo (não-

descelularizado). B. Tecido descelularizado (matriz extracelular descelularizada). 

 

 

Figura 2. Gel de agarose 1% obtido de eletroforese com extratos de DNA de amostras de esclera suína. A. 

Eletroforese de extratos de DNA de amostras não-descelularizadas (1-4), mostrando DNA genômico íntegro. B. 

Eletroforese de extratos de DNA de amostras descelularizadas (1-13), mostrando DNA degradado. M: 1 Kb Plus 

DNA Ladder, Invitrogen. 
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Figura 3. Imagens representativas de eletromicrografia da estrutura morfológica do tecido escleral suíno nativo 

(não-descelularizado). A. Visão superficial do tecido (magnificação x500). B. Rede de fibras de colágeno, seta 

vermelha indicando presença de célula (magnificação x2900). 

 

 

Figura 4. Imagens representativas de eletromicrografia da estrutura morfológica do tecido escleral suíno 

descelularizado. A. Rede de fibras de colágeno, em menor aumento (magnificação x923). B. Rede de fibras de 

colágeno, em aumento superior, sem presença de células (magnificação x5520). 
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Figura 5. Imagem representativa de corte histológico corado em HE da região de divulsão dos tecidos em rato. 

Grupo controle, ausente de implante. 

 

 

Figura 6. Imagens representativas de corte histológico corado em HE da região inserção do implante subcutâneo 

em rato. O inserto em preto evidencia a seleção de um dos campos analisados para verificação dos scores, 

mostrando a área de contato entre infiltrado inflamatório e biomaterial. Grupo implantado e eutanasiado 5 dias 

pós-cirurgia. 
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Figura 7. Imagem representativa de campo selecionado para avaliação de scores de corte histológico corado em 

HE da região inserção do implante subcutâneo em rato. Observa-se o implante à direita, sendo que as pontas de 

setas em verde representam fibroblastos que adentraram o interior do biomaterial e o círculo pontilhado em 

amarelo representa um vaso sanguíneo. Grupo implantado e eutanasiado 5 dias pós-cirurgia. 
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Figura 8. Imagens representativas de corte histológico corado em HE da região inserção do implante subcutâneo 

em rato. O inserto em preto evidencia a seleção de um dos campos analisados para verificação dos scores, 

mostrando a área de contato entre infiltrado inflamatório e biomaterial. Grupo implantado e eutanasiado 15 dias 

pós-cirurgia. 
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Figura 9. Imagem representativa de campo selecionado para avaliação de scores de corte histológico corado em 

HE da região inserção do implante subcutâneo em rato. Observa-se o implante à esquerda, sendo que as pontas de 

setas em verde representam fibroblastos que adentraram o interior do biomaterial; os círculos pontilhados em 

amarelo representam vasos sanguíneos e os retângulos pontilhados em vermelho, células gigantes multinucleadas. 

Grupo implantado e eutanasiado 15 dias pós-cirurgia. 
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Figura 10. Gráficos representativos das médias dos scores obtidos referentes aos parâmetros inflamatórios 

analisados. A. Intensidade da inflamação observada entre o grupo implantado eutanasiado 5 dias após cirurgia e 

seu respectivo controle (** P = 0,0027). B. Presença de fibroblastos observada entre os grupos implantados e o 

controle (*** P = 0,0006). C. Presença de vasos sanguíneos observada entre os grupos implantados e o controle 

(* P = 0,028). D. Presença de células gigantes multinucleadas observada entre os grupos implantados e o controle. 
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