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RESUMEN  

 

Introducción: El hueso puede regenerarse a sí mismo después de pequeñas 

lesiones, pero esta capacidad es limitada en caso de lesiones extensas. La medicina 

regenerativa e ingeniería tisular disponen de células madre como estrategia para 

recuperar aquellos tejidos muy dañados o perdidos. Una alternativa son las células 

madre de pulpa dentaria humana (hDPSC), sin embargo, la literatura existente es 

amplia, y diversos métodos de obtención, cultivo y aplicación, plantean la necesidad 

de desarrollar procedimientos estandarizados y protocolizados. La Odontología y 

Medicina basada en la Evidencia plantea que la evidencia científica logra su objetivo 

final cuando los protocolos descritos son adaptados e implementados a la realidad 

local, con resultados equivalentes a los reportados en la literatura. El objetivo de 

este trabajo fue implementar un protocolo de obtención y cultivo de hDPSC en la 

FOUCh y evaluar sus potencialidades regenerativas en un modelo in vivo de defecto 

crítico. Materiales y métodos: Se recuperó tejido pulpar de terceros molares 

humanos y mediante protocolo desarrollado, implementado y evaluado en 

Laboratorio de Histo-Morfología Oral FOUCh se obtuvo un cultivo primario de 

células pulpares. Las células fueron caracterizadas por citometría de flujo y ensayos 

de diferenciación in vitro. Para evaluar el potencial de regeneración ósea in vivo, las 

células pulpares fueron implantadas en defectos críticos de calota de ratón. Se 

recolectaron muestras a 30 días post-implantación para su análisis 

histomorfológico. Resultados: Se obtuvo una población celular con morfología 

fibroblástica, expresión de marcadores de superficie compatible con hDPSC y 

potencial de diferenciación in vitro a linaje osteoblástico y neuronal. El análisis 

histomorfológico de las muestras obtenidas mostró regeneración del defecto critico 

en comparación a grupo control. Se observó formación de tejido óseo, cartilaginoso 

y vascular, en grados variables de maduración. Conclusiones: El desarrollo de un 

protocolo de obtención y aislación de hDPSC en la FOUCh, permitió obtener una 

población celular competente en los procesos in vivo de regeneración de un defecto 

crítico de calota de ratón, sin embargo, futuros ensayos son necesarios para 

establecer la contribución especifica de las hDPSC en la regeneración del tejido.  



 

   

- 7 - 

 

INTRODUCCIÓN  

 

En el campo de la medicina regenerativa, la ingeniería tisular emerge como 

un área multidisciplinaria, con un potencial prometedor para la regeneración de 

tejidos y órganos (Akter, 2016a). Este enfoque requiere la participación de tres 

componentes esenciales: identificación de células madres, desarrollo de andamios 

tridimensionales, y señales morfogénicas inductivas para regenerar tejidos y 

restaurar la función normal de los órganos (Akter, 2016b).  

En el dominio odontológico, también se ha impulsado este enfoque para el 

tratamiento de patologías que clásicamente han sido tratadas de modo paliativo. Es 

así como en el año 2000, Gronthos y colaboradores publican por primera vez la 

existencia de las células madre de la pulpa dental (DPSC, dental pulp stem cells) 

aisladas a partir de terceros molares (Gronthos y cols., 2000). Desde entonces, ha 

habido un crecimiento exponencial en investigación y desarrollo de técnicas para la 

ingeniería tisular a partir del territorio maxilofacial.  

En la actualidad, a nivel global existe una gran cantidad de líneas de 

investigación relacionadas al tema, y consiguientemente, múltiples procedimientos 

de aislación, cultivo y expansión de células madre pulpares. Sin embargo, según los 

principios de la Odontología y Medicina basada en la Evidencia, la evidencia 

científica logra su objetivo final, cuando los protocolos descritos son adaptados e 

implementados a la realidad local, tomando en cuenta las necesidades y 

preferencias del paciente para la toma de decisiones clínicas (Durr-E-Sadaf, 2019), 

dando resultados equivalentes a los reportados en la literatura (Akobeng, 2005). 

Entonces, la implementación de protocolos que nos permitan obtener poblaciones 

celulares con características de células madre al interior de la Facultad de 

Odontología de la Universidad de Chile (FOUCh), es una necesidad imperativa para 

que, en un futuro, se desarrollen estrategias terapéuticas basadas en odontología 

regenerativa.  

Frente a esto, se ha implementado en la FOUCh, un modelo animal 

representativo de procesos reparativos óseos del territorio maxilofacial: el modelo 

de defecto de tamaño critico en la calota de ratón (Fernández, 2019). El paso 
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siguiente para concretar dicho objetivo sería implantar células madre pulpares en 

condiciones que les permitan desplegar sus potencialidades 

regenerativas/reparativas y así generar material para estudio e investigación en el 

dominio de la regeneración tisular y eventualmente ingeniería tisular.  

Así, este trabajo propone estandarizar un protocolo de obtención de células 

pulpares humanas, luego, a partir de ellas, aislar y caracterizar una población con 

propiedades progenitoras, competentes para su implantación en el modelo in vivo 

de regeneración ósea de calota de ratón en la FOUCh (Fernández, 2019). Además, 

describir de manera general el resultado tisular generado después de la 

implantación de estas células en comparación a defectos controles sin ellas. De esta 

forma sentar las bases para implementar un protocolo para el estudio de la 

regeneración tisular en un defecto critico de calota mediante la utilización de DPSC 

humanas desarrollado en la FOUCh.  

Se espera que la implementación de este modelo de regeneración sirva como 

soporte para futuras investigaciones en el área de regeneración de los tejidos 

maxilofaciales. 

Antes de continuar con los aspectos metodológicos utilizados, se presenta 

un marco teórico que contextualiza y detalla los temas más relevantes para el 

desarrollo de este trabajo. 
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MARCO TEÓRICO  

 

La medicina regenerativa es una rama de la medicina que se ha desarrollado 

considerablemente en los últimos años, buscando ser una alternativa terapéutica 

válida ante la pérdida o alteración de tejidos u órganos generada como 

consecuencia de traumatismos, enfermedades congénitas, neoplasias, entre otros. 

Puede definirse como el uso de una combinación de células, ingeniería de tejidos y 

factores bioquímicos adecuados para mejorar o reemplazar las funciones biológicas 

(Hollands y cols., 2018; Murray y cols., 2007). En este contexto, uno de los tejidos 

que ha sido foco constante de estudio es el tejido óseo.  

El tejido óseo es una forma especializada de tejido conectivo mineralizado, 

formado por células especializadas (tales como osteoblastos, osteocitos, 

osteoclastos, entre otras), y una matriz extracelular (MEC), compuesta por fibras 

colágenas (principalmente de colágeno tipo I), incluidas en una sustancia 

fundamental, de proteínas no colágenas (proteoglicanos, osteocalcina, 

osteonectina, osteopontina y varias otras proteínas y morfógenos) y algunos lípidos, 

sobre la que se depositan sales de fosfato de calcio, otorgando al hueso su dureza 

característica (Rodríguez y cols., 2015). Debido a la mineralización de la MEC, el 

hueso es uno de los tejidos más resistentes y rígidos del cuerpo humano, siendo 

además el principal componente del esqueleto, funcionando como sitio de inserción 

a diferentes músculos; o como una estructura que protege a órganos vitales (Brüel 

y cols., 2014).  

El hueso tiene la capacidad inherente de repararse a sí mismo después de 

pequeñas lesiones (Lin y cols., 2020; Schindeler y cols., 2008). Sin embargo, 

cuando existen enfermedades óseas, fracturas relacionadas con osteoporosis, 

traumatismos, malformaciones óseas congénitas y/o resecciones tumorales de gran 

envergadura, la capacidad de regeneración ósea es limitada (Ercal y cols., 2018),  

Esta capacidad limitada, hace necesaria la intervención clínica, convirtiendo 

así al tejido óseo en uno de los tejidos más comúnmente injertados en el mundo (Xu 

y cols., 2020). Los injertos óseos autógenos (utilización de hueso obtenido a partir 

del mismo individuo que recibe el injerto) son el gold standard de tratamiento actual 
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para tales defectos (Azi y cols., 2016), ya que son un material osteoinductor y 

osteoconductor natural, con bajo riesgo de rechazo inmune (Frohlich y cols., 2008; 

Gómez-Barrena y cols., 2015). A pesar de que aproximadamente el 90% de los 

injertos autógenos se consideran exitosos, su uso es limitado, debido a su 

disponibilidad, la integración incierta después de la implantación y el alto riesgo de 

morbilidad del sitio donante (Knuth y cols., 2019).  

Aunque los injertos alogénicos (tejido obtenido de la misma especie al cual 

será injertado) y xenogénicos (tejido obtenido de otra especie) están disponibles, se 

han asociado con otros riesgos, incluida la transferencia de enfermedades o el 

rechazo inmunológico (Gómez-Barrena y cols., 2015). Las complicaciones comunes 

asociadas con los injertos óseos, independientemente de si son autógenos, 

alogénicos o xenogénicos, incluyen una vascularización insuficiente en el sitio del 

implante, lo que conduce a un suministro deficiente de nutrientes y oxígeno, muerte 

celular y necrosis (Dimitriou y cols., 2011). Esto pone de manifiesto una necesidad 

clara y actual de nuevas alternativas de tratamiento.  

Para cumplir este objetivo, distintas líneas de investigación buscan 

comprender la respuesta regenerativa de nuestro organismo a nivel celular y tisular, 

y con ello, desarrollar estrategias terapéuticas para las alteraciones esqueletales 

señaladas anteriormente, incluidas las del complejo craneofacial. 

INGENIERÍA TISULAR 

El término "ingeniería de tejidos" o “ingeniería tisular” fue acuñado 

oficialmente en un workshop de “National Science Foundation” en 1988. Fue creado 

para representar un nuevo campo científico centrado en la regeneración de tejidos 

a partir de células, con el apoyo de biomateriales y factores de crecimiento (Akter & 

Ibanez, 2016; Heineken & Skalak, 1991). 

La ingeniería tisular se nutre y asienta en los conocimientos histológicos y 

recibe aportes de otras disciplinas fundamentales que ayudan al logro final del 

objetivo propuesto: la construcción de un tejido vivo y funcional capaz de sustituir 

con eficacia terapéutica al tejido original dañado (Akter, 2016a).  



 

   

- 11 - 

 

En la actualidad, la ingeniería tisular se puede llevar a cabo utilizando 

principalmente tres tipos de estrategias (Briquez & Hubbell, 2020; Chandra y cols., 

2020; M. Gomez de Ferraris, 2009): 

Ingeniería tisular por transferencia celular (terapia celular): en esta 

estrategia, las células son primero aisladas, mantenidas y tratadas in vitro, para 

posteriormente ser inyectadas en la circulación sanguínea o implantadas en 

determinadas localizaciones del organismo, supliendo la deficiencia estructural o 

funcional que en ese tipo de células se hubiese podido producir (Prósper y cols., 

2006).  

Ingeniería tisular por inducción: la construcción de un nuevo tejido puede 

llevarse a cabo fomentando la inducción de éste en el seno de nuestro propio 

organismo, utilizando biomateriales y señales moleculares para inducir la 

construcción de algunos tejidos. En estos casos, el biomaterial actúa como soporte, 

creando espacio para facilitar el posterior crecimiento y desarrollo del nuevo tejido 

(Cheng y cols., 2018). 

Ingeniería tisular por elaboración de constructos: un constructo es la 

estructura que resulta de la asociación de tres elementos básicos que suelen 

utilizarse para construir un tejido artificial: células, un biomaterial que actúe como 

soporte o andamiaje, y factores humorales, moléculas morfógenas y factores de 

crecimiento (Briquez & Hubbell, 2020). Con el fin de elaborar un constructo, es 

necesario obtener las células seleccionadas, ya sea mediante un cultivo primario o 

línea celular, y situarlas, junto con factores de crecimiento, sobre o dentro del 

andamiaje más adecuado en relación con el tejido u órgano que se desee construir. 

(Akter, 2016b). El biomaterial a utilizar debe ser biocompatible, biodegradable, con 

características biomecánicas adecuadas al sitio de implantación y una arquitectura 

que permita la difusión de nutrientes, de células y la formación de MEC (O’Brien, 

2011).  

La fuente celular es un tema importante para la ingeniería tisular y la medicina 

regenerativa. Las células autólogas son ideales, ya que evitan la necesidad de una 

terapia inmunosupresora (Hubbell, 2003; Li y cols., 2014). Sin embargo, esta 

estrategia tiene una serie de limitaciones, incluida la dificultad para obtener una 
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cantidad suficiente de células específicas al sitio de implantación. Es por esto, que 

las investigaciones actuales han centrado su atención en el uso de células madre 

como elemento principal en la ingeniería de tejidos (Dulak y cols., 2015; Jacques & 

Suuronen, 2020).  

CÉLULAS MADRE  

Una célula madre se define como una célula indiferenciada, capaz de 

autorrenovarse, de proliferar in vitro y de diferenciarse en varios tipos celulares 

(Friedenstein y cols., 1970; Pittenger y cols., 1999). Las células madres están 

presentes durante todos los estados del desarrollo del organismo, constituyendo la 

fuente de células necesarias para la generación de tejidos durante el desarrollo 

embrionario (células madre embrionarias); y después del nacimiento, se ocupan de 

la homeostasia tisular y la regeneración en caso de lesión (Gilbert, 2005). 

Las células madres se pueden clasificar según su potencial de diferenciación 

(Tabla 1), que corresponde a la capacidad de generar diferentes tipos de células 

con mayor grado de diferenciación y especialización. Esos potenciales varían de 

acuerdo con el tejido de origen y el estado de desarrollo en que se encuentran 

(Thomson y cols., 1996; Verfaillie, 2002).  

 

Tabla 1 : Clasificación de células madre según su potencial de 
diferenciación (Thomson y cols., 1998; Verfaillie, 2002) 

Células Totipotentes Capaz de diferenciarse en todos los tejidos que forman 
el cuerpo humano y anexos embrionarios. 
 

Células Pluripotentes 
(Células Madre 
Embrionarias, ESCs) 

Presente en la masa celular interna de un blastocisto y 
capaz de diferenciarse en cualquiera de las tres capas 
germinales (ectodermo, mesodermo y endodermo), 
con excepción de los anexos embrionarios. 
 

Células Multipotentes 
(Ej. Células Madre 
Mesenquimáticas, 
MSC) 

Células capaces de diferenciarse en varios tipos 
celulares de una sola capa germinativa. Están 
presentes durante el proceso de formación del feto y 
en el adulto.  
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CÉLULAS MADRE MESENQUIMALES 

Corresponden a un tipo de células multipotente, identificadas en varios 

tejidos adultos. Son células madre indiferenciadas que derivan del mesodermo 

embrionario (Ullah y cols., 2015). A pesar de ser aisladas clásicamente de la médula 

ósea (Friedenstein y cols., 1970; Pittenger y cols., 1999), también pueden obtenerse 

de otros tejidos, tales como: el cordón umbilical en neonatos (Erices, Conget, & 

Minguell, 2000), a partir de tejido adiposo en adultos (Zuk y cols., 2002), de piel 

(Shih y cols., 2005;) y de la pulpa dental (Gronthos y cols., 2000). El uso de MSC 

(mesenchymal stem cells) evita muchas controversias éticas asociadas con el uso 

de células madre embrionarias, ya que no requieren el uso y destrucción de 

embriones humanos para su obtención (Olson y cols., 2011). 

In vitro, las MSC  son células que se adhieren al plástico, son capaces de 

autorrenovarse, formar colonias y diferenciarse en varios linajes después de 

inducción, tales como: osteogénico, condrogénico y adipogénico (Friedenstein y 

cols., 1970; Pittenger y cols., 1999); mientras que in vivo, las MSC son capaces de 

formar hueso (Kuznetsov y cols., 1997); cartílago en ratones irradiados (Pereira y 

cols., 1995); adipocitos (Dennis & Caplan, 1996); participar en la regeneración de 

lesiones de la médula espinal en modelos de ratón (Hofstetter y cols., 2002), entre 

otras funciones. 

Debido a la heterogeneidad de las poblaciones celulares obtenidas de los 

diversos tejidos y los diferentes protocolos de aislación y cultivo celular, la Sociedad 

Internacional de Terapia Celular (ISCT) establece que las MSC deben cumplir con 

ciertas características mínimas para ser definidas como tal (Dominici y cols., 2006):  

1) Morfología celular fibroblástica y adherencia al plástico.  

2) Capacidad de diferenciación in vitro.  

3) Expresión ≥95% de los antígenos de superficie CD105 (endogin: un gen 

de especificación de células endoteliales), CD73 (ecto-50 nucleotidasa: una enzima 

que metaboliza los nucleótidos a nucleósidos) y CD90 (glucoproteína Thy-1 anclada 

al glucosilfosfatidilinositol). Además, debe mostrar una expresión menor al 2% 

para antígenos de superficie hematopoyéticos, tales como CD45 (tirosina-fosfatasa 

presente en linfocitos), CD34 (marcador de células progenitoras hematopoyéticas, 
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y CD14 (comúnmente expresada en monocitos y macrófagos). Generalmente para 

la evaluación de la expresión de los marcadores de superficie se emplea la 

citometría de flujo. 

La citometría de flujo es una tecnología que proporciona un análisis 

multiparamétrico rápido de células o partículas individuales en suspensión, 

empleando para ello láseres como fuentes de luz para producir señales de luz 

fluorescentes. Estas señales son leídas por detectores, como fotodiodos o tubos 

fotomultiplicadores y son convertidas en señales electrónicas, que son analizadas 

por un software y escritas en un archivo de datos para su posterior análisis. 

(Barteneva y cols., 2012; McKinnon, 2018). Las poblaciones celulares se pueden 

analizar y/o purificar en función de sus características de dispersión de luz o 

fluorescencia.  

Muchos estudios se han centrado en el aislamiento de MSC de fuentes más 

accesibles con el objetivo de una obtención y aplicación más segura. En este 

contexto, las células madre de origen dental se proponen actualmente como una 

fuente de MSC para ingeniería de tejidos (Chen y cols., 2021). Las ventajas que 

representa el uso de células madre aisladas del tejido dentario están relacionadas 

con su accesibilidad, su gran potencial de diferenciación multilinaje y su capacidad 

proliferativa (Shi y cols., 2020). 

CÉLULAS MADRE ASOCIADAS A LOS TEJIDOS DENTARIOS  

Para comprender las características y potencial de las células madre 

derivadas a partir de tejidos dentales, es necesario recordar su origen y desarrollo. 

Desde el punto de vista embriológico, los dientes se desarrollan a partir de dos 

esbozos que interactúan mutuamente durante la odontogénesis: 1) la lámina 

dentaria, la cual dará origen al órgano del esmalte y formará el esmalte dentario; y 

2) el tejido mesenquimático derivado de la migración de las células de la cresta 

neural (ectomesénquima), que forma la papila dentaria y el saco dental, originando 

posteriormente el complejo pulpo dentinario y el periodonto de inserción, 

respectivamente (Aydin & Şahin, 2019; Hollands y cols., 2018). 
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Se han aislado y caracterizado varias fuentes de células madre a partir de los 

tejidos dentarios (Figura 1), tales como: células madre de la pulpa dental de dientes 

permanentes (dental pulp stem cells, DPSCs) (Gronthos y cols., 2000); células 

madre humanas de dientes temporales exfoliados (Stem cell from Human Exfoliated 

Deciduous teeth, SHED) (Miura y cols., 2003); Células madre del ligamento 

periodontal (Periodontal Ligament Stem Cell, PDLSC) (Seo y cols., 2004); Células 

progenitoras del folículo dental (Dental Follicle Progenitor Cells, DFPCs) (Morsczeck 

y cols., 2005); células madre de la papila apical (Stem Cell from Apical Papilla, 

SCAP) (Sonoyama y cols., 2006) y células madre gingivales (Gingival Mesenchymal 

Stem Cell, GMSC) (Zhang y cols., 2009). 

 

 

Figura 1: Etapas de desarrollo del diente que muestran la localización de las 
diferentes fuentes de células madre. (Imagen adaptada de Gardin y cols., 
2016) 

 

Las células más estudiadas son las DPSCs. Descritas por primera vez por 

Gronthos y colaboradores (Gronthos y cols., 2000), constituyen en la actualidad la 

principal fuente en investigación y estudios preclínicos y clínicos, incluso en 

dominios mucho más vastos que el territorio dentario o maxilofacial (Saito, 2015; 

Shi y cols., 2020). 



 

   

- 16 - 

 

CÉLULAS MADRE DE LA PULPA DENTARIA 

La pulpa dentaria corresponde a tejido conectivo muy particular ubicado en 

el centro de la estructura del diente, rodeado por tejido mineralizado (esmalte, 

dentina y cemento radicular). La pulpa dentaria está organizada en cuatro capas 

(D’aquino y cols., 2009): capa externa o capa odontoblástica; capa acelular, rica 

en fibras nerviosas y capilares ; capa celular, zona rica en fibroblastos y células 

madre y zona central, que comprende la mayor cantidad de vasos sanguíneos y 

estructuras nerviosas de mayor calibre, así como fibras colágenas y células tales 

como macrófagos, linfocitos y fibrocitos. 

Las DPSCs derivan de células neuro-ectodérmicas que se desprenden de la 

periferia del tubo neural durante el proceso de neurulación (células de la cresta 

neural). Las células de las crestas neurales de los rombómeros 1 y 2 y de la región 

distal del mesencéfalo migran a la región craneofacial y se diferencian en células 

del fenotipo mesenquimático, por lo que algunos autores las han descrito como 

células "ecto-mesenquimáticas" (D’Aquino y cols., 2008).  

Otra característica relevante de las DPSCs es que no expresan el complejo 

mayor de histocompatibilidad clase II (MHC-II) en su superficie, y tienen 

propiedades inmunorreguladoras, induciendo la apoptosis de linfocitos T activados 

(Li y cols., 2014). Varios factores solubles y citoquinas secretadas por las DPSCs 

presentan actividad inmunomoduladora, entre los que se incluyen prostaglandina 

E2, factor de crecimiento transformante beta (TGF-β), factor de crecimiento de 

hepatocitos (HGF), interleuquina-6, interleuquina 10, óxido nítrico y Fas-ligando 

(Demircan y cols., 2011). Se ha descrito además, que la mantención de su potencial 

de diferenciación, migración y adhesión está dada por una correcta interacción de 

estas células y la MEC mediante la presencia de integrinas en la superficie de las 

DPSCs, siendo la más identificada la sub-unidad β1 (CD29), al igual que en otros 

tipos de células madre (Prowse y cols., 2011).  

Debido a su origen, las DPSCs presentan propiedades similares a las MSC de 

la médula ósea: autorrenovación, son multipotentes y presentan alta tasa de 

proliferación (Kaneko y cols., 2018). Algunos estudios in vitro han mostrado su 

capacidad de diferenciarse en células de tejido mesodérmico tales como 



 

   

- 17 - 

 

osteoblastos (D’Aquino y cols., 2008); odontoblastos (Casagrande y cols., 2011); 

adipocitos y condrocitos (Gronthos y cols., 2000); pero además, en células de tejidos 

no mesodérmicos tales como células neuronales (Chang y cols., 2014), hepatocitos 

(Ishkitiev y cols., 2012), entre otras.  

En estudios in vivo, las DPSCs pueden diferenciarse en células secretoras de 

dentina reaccional (células tipo-odontoblasto) con una estructura muy similar al tejido 

fisiológico (Cordeiro y cols., 2008). Varios son los estudios, en modelos de pollo o rata, 

que muestran que las DPSCs pueden responder a un contexto neurológico y adquirir 

una morfología neuronal, expresando marcadores neuronales y canales de sodio 

potasio (Arthur y cols., 2008).  

Otros autores han mostrado que células derivadas de la cresta neural producen 

más tejido mineralizado e inducen más formación ósea que las células derivadas del 

mesodermo de los huesos largos (Aghaloo y cols., 2010; Reichert y cols., 2013) y las 

DPSCs pueden contribuir a la formación de hueso cuando son implantadas en una 

lesión craneana (Seo y cols., 2008). 

En modelos murinos, los estudios muestran que las DPSCs mejoran la 

recuperación de un infarto agudo al miocardio, cuando ellas son inyectadas en la 

periferia del tejido afectado (Gandia y cols., 2008). Un efecto similar es observado 

cuando las DPSCs son inyectadas en la periferia de una lesión de médula espinal y el 

animal recupera sus funciones motoras (Sakai y cols., 2012). 

Respecto a la realización de ensayos clínicos, algunos estudios indican que la 

implantación de DPSCs en defectos mandibulares, ha favorecido una mejor y rápida 

reparación, en comparación a defectos sin células (D’aquino y cols., 2009). En cuanto 

a terapias conservadoras, se ha descrito la capacidad de neoformación de tejido 

pulpar altamente vascularizado, y un estudio piloto en humano ha descrito la 

regeneración pulpar total, en dientes con el ápice cerrado y su proceso de formación 

terminado (Nakashima y cols., 2017) 
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PROTOCOLOS DE OBTENCIÓN Y EVALUACIÓN DEL POTENCIAL 

REGENERATIVO DE DPSCs HUMANAS 

En vista de las potenciales aplicaciones de las DPSCs en medicina 

regenerativa, el interés actual radica en optimizar y estandarizar tanto los protocolos 

de obtención y cultivo de DPSCs humanas (hDPSC) (fase in vitro), como los 

modelos de evaluación del potencial de regeneración ósea (fase in vivo). Sin 

embargo, son múltiples las variables a considerar:  

1.- Consideraciones en la fase in vitro 

Para la obtención de hDPSCs optimas, la edad del donante constituye un 

factor de gran relevancia. En el año 2015, Wu y colaboradores realizaron una 

investigación que comparó las hDPSCs derivadas de niños (4-8 años), 

adolescentes (12-20 años), adultos (30-50 años) y donantes de edad avanzada (55-

67 años); reportando una asociación entre menor eficacia del aislamiento, aumento 

del tiempo de duplicación, mayor número de células apoptóticas, y menor capacidad 

de diferenciación en cultivos derivados de donantes adultos y de edad avanzada. 

(Wu y cols., 2015). 

Respecto al aislamiento de las hDPSCs, los dos protocolos más comunes 

son la digestión enzimática y el método del explante. En el método de digestión 

enzimática, después de acceder al tejido pulpar, se usa un “cóctel enzimático” para 

degradar la MEC y obtener células aisladas en suspensión, que luego de ser 

filtradas y centrifugadas se siembran en placa de cultivo. Se han descrito varias 

formulaciones enzimáticas y enfoques para la digestión, lo que puede afectar 

negativamente en la sobrevida de los cultivos (Viña-Almunia y cols., 2016). En tanto, 

el método de explante consiste en la fragmentación del tejido pulpar en trozos de 

unos pocos milímetros de longitud directamente en la placa de cultivo, y las células 

crecen después de disociarse naturalmente de la pulpa (Spath y cols., 2010). La 

reducción del tamaño de los trozos de tejido mejora la difusión de gases y nutrientes 

hacia las células. Sin embargo, la fragmentación excesiva del tejido puede conducir 

a la destrucción mecánica de las células; y por el contrario, una fragmentación muy 

conservadora puede dificultar la migración celular (Karamzadeh y cols., 2012).  
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En cuanto al método de cultivo, se han probado diferentes formulaciones de 

medios de cultivo que incluyen varios medios basales y suplementos. Hasta ahora, 

el suero fetal bovino (FBS) se ha utilizado como el gold standard para el cultivo 

celular (van der Valk y cols., 2018). Sin embargo, se ha reportado que la 

concentración de suero utilizada puede condicionar la expresión proteica de las 

células madre, su potencial de diferenciación (Niehage y cols., 2016), y puede 

contribuir a acelerar el proceso de senescencia celular (Morsczeck, 2019). 

2.- Consideraciones respecto a la fase in vivo 

Para la evaluación del potencial de regeneración ósea de las hDPSCs, el 

andamio seleccionado y el modelo experimental a utilizar representan variables 

importantes en la ingeniería de tejidos.  

Un andamio ideal busca simular la MEC nativa, que regule las funciones 

celulares y la comunicación intracelular (Akter & Ibanez, 2016). Los andamios deben 

ser específicos para cada tejido, ya que existe una amplia variedad según su 

composición. Los biomateriales más utilizados como andamio en modelos de 

regeneración ósea son en base a polímeros, tanto naturales como sintéticos (Anitua 

y cols., 2018; Roseti y cols., 2017). Los polímeros naturales, tales como colágeno, 

chitosán, elastina, fibrina, alginatos, ácido hialurónico y membranas amnióticas, son 

biológicamente activos y presentan buenas propiedades de biocompatibilidad. Sin 

embargo, estos compuestos suelen mostrar pobres propiedades mecánicas y su 

tasa de degradación es difícil de controlar; mientras que polímeros sintéticos, tal 

como el ácido poliláctico (PLA, poly-lactic acid) o sus derivados, (ácido poliglicólico, 

el polietilenglicol o la policaprolactona) son más versátiles, más controlables y 

predecibles y con una bioactividad variable (Galler y cols., 2018).  

Los modelos de experimentación en animales han sido utilizados desde hace 

muchos años en distintas áreas de la investigación. La necesidad de implementar 

modelos in vivo responde a las limitaciones inherentes de los sistemas in vitro por 

su desvinculación con el contexto fisiológico del tejido y del individuo (Tannenbaum 

& Bennett, 2015). Existen técnicas alternativas tales como los modelos matemáticos 
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de simulación y los cultivos celulares, sin embargo, estos procedimientos sólo 

contribuyen a disminuir el número de animales de experimentación.  

En el caso de evaluar las competencias regenerativas de poblaciones 

celulares, es necesario comprender los mecanismos fisiológicos y fisiopatológicos 

de formación y reparación ósea, para luego poder extrapolar los procesos 

desarrollados en los distintos modelos animales, y así seleccionar el más adecuado 

al contexto fisiológico humano.  

MECANISMOS DE REGENERACIÓN ÓSEA 

Los complejos procesos que impulsan y regulan la capacidad regenerativa 

del hueso, en el contexto específico de ingeniería tisular y medicina regenerativa, 

aún no se han dilucidado por completo, por ello la comprensión de los mecanismos 

de osteogénesis, o el proceso fisiológico de reparación de una fractura, son una 

parte fundamental, ya que se ha establecido que muchos de los procesos se 

replican a nivel de regeneración ósea (Reddi & Iwasa, 2019).  

La osteogénesis es el proceso de formación ósea. Este proceso comienza 

entre la sexta y séptima semana de desarrollo embrionario y continúa hasta 

aproximadamente los veinticinco años, aunque esto varía según el individuo 

(Gilbert, 2005). Hay dos formas fundamentales de osificación: intramembranosa y 

endocondral (Gilbert, 2005; Kanczler y cols., 2020). Cada uno de estos procesos 

comienza con un precursor de tejido mesenquimático, pero la forma en que se 

transforma en hueso es diferente. Estos procesos están regulados por varias 

señales que incluyen factores de crecimiento y de diferenciación solubles, así como 

las interacciones célula - célula y MEC - célula (Fernandez-Tresguerres Hernandez-

Gil y cols., 2006b; Rambhia & Ma, 2019).  

OSIFICACIÓN INTRAMEMBRANOSA 

Este proceso implica la diferenciación de células osteoprogenitoras 

directamente desde células mesenquimáticas, sin el pasaje intermedio por una 

placa cartilaginosa. De este modo se forma la clavícula y la mayoría de los huesos 

craneales (Brüel y cols., 2014). Comienza cuando las células mesenquimales 



 

   

- 21 - 

 

derivadas de la cresta neural se diferencian en células especializadas formadoras 

de hueso llamadas osteoblastos, las cuales se reúnen en grupos y forman centros 

de osificación (Breeland y cols., 2020). Los osteoblastos comienzan a secretar tejido 

osteoide, que corresponde a una matriz no mineralizada de colágeno-proteoglicano, 

rica en proteínas asociadas a hueso, la cual madura en el tiempo, algunas señales 

cambian la polaridad de secreción del osteoblasto y queda inmerso en su propio 

tejido osteoide dando origen a los osteocitos. La formación de cristales de 

hidroxiapatita en la matriz osteoide da como resultado trabéculas de un hueso 

primario con el colágeno desordenado. A medida que los osteoblastos continúan 

secretando matriz osteoide, se rodea de vasos sanguíneos y medula ósea formando 

un hueso esponjoso (Brüel y cols., 2014; Reddi & Iwasa, 2019). Estos vasos 

contribuirán eventualmente a formar la médula ósea roja. Las células 

mesenquimales en la superficie del hueso forman una membrana llamada periostio. 

Las células en la superficie interna del periostio se diferencian en osteoblastos y 

secretan matriz osteoide paralelos a los de la matriz existente, formando capas. 

Estas capas se denominan colectivamente hueso compacto o cortical (Reddi & 

Iwasa, 2019). 

OSIFICACIÓN ENDOCONDRAL 

Este proceso implica el reemplazo del cartílago hialino por hueso y forma el 

resto del esqueleto axial y los huesos largos (Brüel y cols., 2014). Comienza cuando 

las células mesenquimales derivadas del mesodermo se diferencian en condrocitos 

con diferentes linajes, los cuales proliferan rápidamente y secretan una matriz 

extracelular para formar un molde de cartílago para el hueso (Breeland y cols,. 

2020). En la vía de osificación endocondral canónica, los condrocitos cerca del 

centro del modelo óseo comienzan a sufrir hipertrofia y secretan colágeno X y factor 

de crecimiento endotelial vascular (VEGF), lo que induce la calcificación de la matriz 

extracelular, evitando que los nutrientes normales difundan a los condrocitos, la 

mayoría de los cuales sufren apoptosis. La muerte celular resultante crea vacíos en 

la plantilla del cartílago calcificado por donde penetran los endoteliocitos inducidos 

por VEGF y permite que se formen vasos sanguíneos. Los vasos sanguíneos 

agrandan aún más los espacios, que eventualmente se combinan y se convierten 
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en cavidades medulares. También transportan células osteogénicas y 

desencadenan la transformación del pericondrio en periostio (Breeland y cols., 

2020; Dimitriou y cols., 2011). Los osteoblastos luego crean una región engrosada 

de hueso compacto en la región diafisaria del periostio, llamada collar periostal, 

donde se forma el centro de osificación primario. Mientras el hueso está 

reemplazando el cartílago en la diáfisis, el cartílago continúa proliferando en los 

extremos del hueso, aumentando su longitud. Estas áreas proliferativas se 

convierten en las placas epifisarias, que proporcionan un crecimiento longitudinal 

de los huesos después del nacimiento y hasta la edad adulta temprana (Brüel y 

cols., 2014; Gilbert, 2005).  

REPARACIÓN ÓSEA  

En el caso de una fractura, el proceso reparativo es similar al proceso de 

desarrollo óseo, pero a menor escala, enfocado en el sitio de la lesión y en el grado 

de movilidad interna que presente la zona a reparar (Chen y cols., 2020; Schindeler 

y cols., 2008). Este proceso se divide convencionalmente en cuatro etapas, cada 

una caracterizada por un conjunto específico de eventos celulares y moleculares, 

pero en términos prácticos rara vez hay una delimitación tan clara de los 

acontecimientos (Chen y cols., 2020; Schindeler y cols., 2008). 

FASE INFLAMATORIA: Una fractura se asocia típicamente con la 

interrupción de la integridad local del tejido blando, la interrupción de la función 

vascular normal y una distorsión de la arquitectura ósea (Schindeler y cols., 2008). 

Este daño conduce a la activación de vías de reparación no específicas que 

acompañan a las lesiones no esqueléticas. La extravasación (sangrado) dentro del 

sitio de la fractura está contenida por el tejido circundante y se convierte en un 

hematoma. Las plaquetas, los macrófagos y otras células inflamatorias 

(granulocitos, linfocitos y monocitos) se infiltran en el hematoma entre los 

fragmentos fracturados y combaten la infección, secretando citocinas y factores de 

crecimiento y avanzan la coagulación hacia un trombo fibrino-plaquetario (Lin y 

cols., 2020). Con el tiempo, los capilares crecen en el coágulo, que se reorganiza 

en tejido de granulación. Los macrófagos, las células gigantes y otras células 

fagocíticas eliminan las células degeneradas y otros desechos.  
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Esta respuesta celular está coordinada por la secreción de una variedad de 

citocinas y factores de crecimiento que incluyen factor de crecimiento transformante 

(TGF-β), factor de crecimiento derivado de plaquetas (PDGF), factor de crecimiento 

de fibroblastos-2 (FGF-2), VEGF, factor estimulante de colonias de macrófagos 

(MCSF), interleuquinas-1 y -6 (IL-1 y -6), proteínas morfogenéticas óseas (BMP) y 

factor de necrosis tumoral-α (TNF-α) (Chen y cols., 2020; Reddi & Iwasa, 2019). 

Estos factores facilitan el reclutamiento de células inflamatorias adicionales en un 

circuito de retroalimentación positiva, y también la migración e invasión de células 

osteoprogenitoras.  

FORMACIÓN DE FIBROCARTÍLAGO: La mayoría de las fracturas poseen 

cierto nivel de inestabilidad mecánica lo que induce una curación mediante un 

proceso de osificación endocondral, ya que la formación de callos óseos está 

precedida por una plantilla cartilaginosa (Gómez-Barrena y cols., 2015; Schindeler 

y cols., 2008). Esta etapa está dominada a nivel celular por los condrocitos y los 

fibroblastos, aunque las proporciones relativas de los diferentes tipos de células 

pueden variar entre fracturas. Estas células producen un callo blando semirrígido 

que puede proporcionar soporte mecánico a la fractura, además de actuar como 

plantilla para el callo óseo que más tarde lo reemplazará (Chen y cols., 2020). 

El callo cartilaginoso es principalmente avascular, aunque su reemplazo 

posterior con hueso inmaduro implica invasión vascular. Los condrocitos proliferan 

y sintetizan la matriz cartilaginosa hasta que todo el tejido de granulación es 

reemplazado por cartílago. (Rambhia & Ma, 2019; Schindeler y cols., 2008). Las 

regiones cartilaginosas crecen y se fusionan progresivamente entre los fragmentos 

fracturados entablillando la fractura. En las etapas finales de la producción de callos 

blandos, los condrocitos sufren hipertrofia y mineralizan la matriz cartilaginosa antes 

de sufrir apoptosis. (Fernandez-Tresguerres y cols., 2006a).  

FORMACIÓN DE CALLO ÓSEO: También conocida como formación ósea 

primaria (Brüel y cols., 2014), se caracteriza por altos niveles de actividad 

osteoblástica y la formación de matriz ósea mineralizada. Para formar un nuevo 

callo duro, el callo blando se elimina gradualmente, concomitantemente con la 

revascularización. El nuevo hueso recién formado es inmaduro, donde la 
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disposición del colágeno y de los osteocitos es azarosa en la matriz calcificada, 

constituyendo el hueso no laminillar (Figura 2, A) (Jiang y cols., 2020; Pawlina, 

2016). Se sabe que la irrigación es crítica para la regeneración del tejido óseo, con 

un aumento de la tensión de oxígeno en la región local necesaria para la 

diferenciación de los osteoblastos (Paino y cols., 2017).  

REMODELADO ÓSEO: La etapa final de la reparación de la fractura abarca 

la remodelación del callo óseo en la configuración original del hueso cortical y / o 

trabecular (Brüel y cols., 2014). El proceso de remodelación es impulsado por un 

proceso acoplado de resorción ósea ordenada, seguido de la formación de hueso 

laminillar, donde las fibras colágenas son paralelas o concéntricas, ordenadas y en 

huesos compactos, con osteocitos dispuestos alrededor de vasos sanguíneos, cada 

estructura de capas múltiples que se forma al agregarse laminillas (capas) 

consecutivas de hueso recibe el nombre de sistema de Havers u osteona (Figura 2, 

B) (Pawlina, 2015) 

 

 

Figura 2: Fotografías de huesos inmaduro y maduro descalcificados con 

tinción de hematoxilina-eosina. (imagen adaptada de Pawlina, 2016) 

A: Hueso reticular, no laminillar o inmaduro, de formación rápida, en que las fibras 

de colágeno tienen una distribución desorganizada. Se caracteriza por presentar 

mayor número de osteocitos alargados y bajo contenido mineral. Es reemplazado 

paulatinamente por hueso lamelar o laminillar. B: Hueso laminillar, lamelar o 

hueso maduro: Presenta fibras de colágeno ordenadas y paralelas, organizadas 

en sistemas de Havers (flecha negra), las que cambian de orientación 

dependiendo de las necesidades biomecánicas del hueso. 
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MODELOS DE ESTUDIO DE REGENERACIÓN ÓSEA 

En una revisión sistemática desarrollada por Leyendecker Jr. y cols. 

(Leyendecker Jr y cols., 2018) muestra que variados equipos de investigación han 

evaluado el potencial de regeneración ósea en modelos in vivo mediante el uso de 

hDPSCs. Entre los mamíferos más utilizados se encuentran ratas (Jahanbin y cols., 

2016; Paino y cols., 2017), ratones (Kim y cols., 2015; Yasui y cols., 2015), conejos 

(Alkaisi y cols., 2013; Wongsupa y cols., 2017), cerdos (Cao y cols., 2015; Kuo y 

cols., 2015), ovejas (Levi y cols., 2010), perros (Behnia y cols., 2014), entre otros. 

Las estrategias utilizadas en los modelos experimentales han sido: formación de 

hueso ectópico, ya sea mediante la implantación de constructos subcutáneos (Kang 

y cols., 2017; Laino y cols., 2005) o intraperitoneales (El-Gendy y cols., 2013). 

También se han creado defectos críticos, que corresponden a "la herida intraósea 

de tamaño más pequeño en un hueso y especies de animales en particular, que no 

reparan espontáneamente durante la vida del animal"  (Schmitz & Hollinger, 1986). 

Estos defectos se han evaluado en calota (Petridis y cols., 2015; Wongsupa y cols., 

2017), maxilar, mandíbula (Kuo y cols., 2015; Li, Y. y cols., 2016), y tibia (Feng y 

cols., 2016).  

En este contexto, y para establecer una secuencia lógica en el proceso de 

investigación, en el Laboratorio de Histo-Morfología Oral de la FOUCh se ha 

implementado y estandarizado un modelo para el estudio de la reparación ósea en 

defectos críticos de calota de ratón, demostrando que efectivamente después de 30 

y 90 días de realizado el defecto, no se produce neoformación ósea en el área del 

defecto, y solo se cierra superficialmente el defecto óseo mediante la formación de 

tejido fibroso (Fernández, 2019).  

En base a la evidencia actual, sabemos que las hDPSCs constituyen una 

población de células madre adultas, más fácilmente accesibles que las células de 

la médula ósea y además son de fácil manipulación, lo que las convierte en una 

población celular con proyección terapéutica tanto a nivel odontológico como 

médico, en el terreno de la ingeniería tisular y medicina regenerativa.  
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Finalmente, ante la existencia de múltiples diseños metodológicos y técnicas 

descritas en la literatura, tanto para el manejo in vitro de las hDPSCs, como para su 

utilización en modelos in vivo y a futuro en pacientes; es necesario adaptar dichos 

procedimientos a nuestra realidad local, como es sugerido en los principios de la 

Odontología y Medicina basada en la Evidencia, y así contar con una línea de base 

estableciendo protocolos de obtención, cultivo e implantación que puedan ser 

usados y replicados en futuras investigaciones de hDPSCs y su potencial 

regenerativo, en el contexto de la Facultad de Odontología de la Universidad de 

Chile. 
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HIPÓTESIS Y OBJETIVOS 

 

HIPÓTESIS 

Las células pulpares humanas obtenidas mediante protocolo desarrollado en 

Laboratorio de Histo-Morfología Oral de la FOUCh presentan características de 

célula madre y participan en la neoformación tisular al interior de un defecto critico 

de calota de ratón  

OBJETIVO GENERAL 

Desarrollar y estandarizar en la FOUCh, un protocolo de obtención de células 

madre pulpares humanas y evaluar histológicamente su potencial reparativo en un 

modelo in vivo de defecto critico de calota de ratón. 

OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

1. Establecer protocolo para obtención y cultivo de células madre pulpares de 

dientes permanentes humanos. 

2. Caracterizar las poblaciones celulares obtenidas de células pulpares 

humanas. 

3. Evaluar histológicamente la neoformación tisular al interior de un defecto 

crítico de calota de ratón a los 30 días post-implantación de células madre 

pulpares. 
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MATERIALES Y MÉTODOS 

 

DISEÑO DEL ESTUDIO 

Estudio experimental descriptivo, enmarcado en el Proyecto PAI N.º 

79160076, titulado “Células madre aisladas de pulpa dentaria para la regeneración 

en tejidos maxilofaciales”. (Ver Anexo 1) 

PROTOCOLO DE OBTENCIÓN Y CULTIVO DE CÉLULAS MADRE DE 
PULPA DENTARIA HUMANA 

RECUPERACIÓN DE TERCEROS MOLARES. 

Se recuperaron 6 terceros molares sanos a partir de pacientes humanos 

sistémicamente sanos, entre 17 y 25 años, con indicación de exodoncia, realizada 

en pabellón de Clínica Odontológica de la Universidad de Chile (COUCH) según 

lista de pacientes citados, previa firma de consentimiento informado y/o 

asentimiento según corresponda (Anexo 2). Dicho procedimiento y Consentimiento 

Informado se encuentra visado y aprobado por el Comité Ético Científico de la 

Facultad de Odontología de la Universidad de Chile (Anexo 3). 

Una vez realizado el procedimiento, los dientes fueron transportados de 

forma individual en medio RPMI 1640 [+ L-glutamina] (Biological Industries) en frío 

(5°C) al Laboratorio de Histo-Morfología Oral de la FOUCh para su procesamiento 

inmediato (Figura 3, A).  

EXTRACCIÓN DE PULPA DENTARIA Y OBTENCIÓN DE CULTIVO PRIMARIO 

La recuperación de la pulpa dentaria se realizó mediante corte con 

instrumental rotatorio y refrigeración constante en sentido transversal del diente, 

1mm apical al límite amelocementario (LAC), sin llegar a comunicar con cavidad 

pulpar, para posteriormente separar ambos fragmentos (porción coronal y radicular) 

mediante cizallamiento (Figura 3, B).  
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La pulpa cameral se retiró cuidadosamente utilizando hoja de bisturí N.º 15, 

pinzas y/o sonda de caries (Figura 3, C). La extracción de células pulpares se llevó 

a cabo efectuando método mecánico-enzimático: el tejido pulpar recuperado se 

fragmentó utilizando hoja de bisturí n°15 (Figura 3, D) y luego fue tratado en medio 

de digestión [Dulbecco’s Modified Eagle Medium (DMEM) (1x) + GlutaMAX™ 

(Gibco®), 100U/ml de colagenasa y 1U/ml dispasa II], durante 45 min a 37°C en 

agitación constante a 150 revoluciones por min (rpm) (Orbit™ P4, Labnet©). 

Posteriormente se detuvo la reacción enzimática incorporando el doble de volumen 

de medio STOP [medio DMEM (1x) + GlutaMAX™ (Gibco®), 10% de suero fetal 

bovino (FBS) (HI FBS, Gibco®)]. Luego se centrifugó a 1000 rpm durante 10 

minutos, a 37°C (Universal 320R, Hettich©). 

 

 

Figura 3: Procedimiento de obtención de tejido pulpar. 

A: Tercer molar previo a limpieza y sección. B: Diente seccionado mediante 

cizallamiento con pulpa expuesta. C: Pulpa dental extraída. D: Explante de pulpa 

dental fragmentado previo al procedimiento de digestión enzimática. 
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Posteriormente se retiró el sobrenadante y el tejido pulpar procesado fue 

sembrado en placa de 6 pocillos (Falcon®) (previamente tratada con gelatina/PBS 

0.1% por 10 min a 37°C) en medio inicial de cultivo [DMEM (1x) + GlutaMAX™, 

suplementado con 20% de FBS (HI FBS, Gibco®); 1% de 

amoxicilina/estreptomicina/anfotericina-b; 1µL/ml de Factor de Crecimiento 

Fibroblástico 2 (FGF-2)]. Finalmente, el cultivo en dos dimensiones estaba 

compuesto de fragmentos de explante pulpar y de algunas células en suspensión. 

El tejido fue incubado a 37°C en un ambiente con 5% de CO2 (Heracell™ VIOS 

160i, Thermo Scientific™). 

Después de iniciado el cultivo, las células migraron desde el explante o 

formaron las primeras colonias a partir de células en suspensión que se adhirieron 

al plástico. A ese momento del cultivo, se le denominó P0, es decir, las primeras 

poblaciones celulares que migraban desde los explantes pulpares, sin haber sufrido 

un proceso de replicación. Una vez obtenido un grado de confluencia del 70 – 80%, 

se realizó el replicado del cultivo. Para tal efecto, se retiró el medio de cultivo y se 

lavó dos veces con 1ml de tampón fosfato salino (PBS) 1x de forma cuidadosa. Una 

vez retirado el PBS se agregó 500µl de tripsina (TrypLETM Express 1x, [-] phenol red 

(ref. 12504-021, Gibco)) y se llevó a incubadora a 37°C durante 1 minuto. 

Posteriormente, se retiró la tripsina y se agregó 1ml de medio de cultivo secundario 

[DMEM (1x) + GlutaMAX™, suplementado con 10% de FBS (HI FBS, Gibco); 1% 

de amoxicilina/estreptomicina/anfotericina-b; 1µL/ml de FGF-2] para resuspender 

las células y distribuirlas en placas de 6 pocillos. De este modo el cultivo celular 

entró al pasaje 1 (P1), es decir, una población celular que sufrió un proceso de 

tripsinización para su replicación. Finalmente se llevó a incubadora y el medio de 

cultivo se cambió cada dos días. 

EVALUACIÓN DE PROTOCOLO DE CULTIVO 

Para obtener una población celular lo más enriquecida con característica de 

células progenitoras, se evaluó la concentración de suero utilizado y el número de 

pasajes de replicación de cada cultivo. En relación con la cantidad de suero, siempre 

se inició el cultivo con FBS al 20%. Luego del primer pasaje, se mantuvo la 

concentración al 20% en una de las muestras (según protocolo original de Gronthos 
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y colaboradores (Gronthos y cols., 2000), mientras que el resto fueron cultivadas al 

10% de FBS (según protocolo presentado). Una vez obtenidos los cultivos, se 

evaluó el perfil inmunofenotípico de las poblaciones celulares obtenidas en 

diferentes pasajes de replicación. 

 

 

Figura 4. Representación esquemática de proceso de obtención, cultivo, 

replicación, caracterización e implantación de hDPSC en modelo in vivo.  

Se muestra esquema de obtención y replicación de poblaciones celulares 

pulpares para ser analizadas en ensayo de diferenciación in vitro; análisis 

mediante citometría de flujo y ensayos de reparación in vivo. 
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CARACTERIZACIÓN DE POBLACIONES CELULARES 

CARACTERIZACIÓN MEDIANTE CITOMETRÍA DE FLUJO 

La presencia y el perfil de hDPSCs en los cultivos celulares según los criterios 

de la Sociedad Internacional de Terapia Celular (ISCT) (Dominici y cols., 2006) fue 

determinada mediante citometría de flujo en equipo BD FACSAria™ III, (BD 

Biosciences®) (Figura 5, A) del Programa Disciplinario de Inmunología del Instituto 

de Ciencias Biomédicas (ICBM) de la Facultad de Medicina de la Universidad de 

Chile, basado en la expresión variable de marcadores de superficie.  

Se utilizaron anticuerpos monoclonales conjugados (BioLegend®) para 

CD73 (APC/Cyanine7 anti-human CD73 Antibody; clon AD2); CD90 (PE/Cy5 anti-

human CD90 Antibody, clon 5E10); CD105 (APC anti-human CD105 Antibody, clon 

43ª3, anti-CD29) y CD29 (Alexa Fluor® 700 anti-human CD29 Antibody, clon 

TS2/16). Para evaluar la presencia de marcadores de superficie hematopoyéticos 

se evaluó la expresión de los marcadores de superficie CD14 (FITC anti-human 

Antibody CD14, clon 63D3); CD31 (FITC anti-human CD31 Antibody, clon WM59), 

CD34 (FITC anti-human CD34 Antibody, clon 561) y CD45 (FITC anti-human CD45 

Antibody, clon 2D1). Para evaluar la viabilidad celular se utilizó el fluorocromo 

BUV496-A (BioLegend®) 

Las muestras seleccionadas para el análisis de marcadores de superficie 

fueron las siguientes: Pasaje de replicación 1, 3 y 8 (P1, P3 y P8, respectivamente). 

En este caso, las poblaciones P1, P3 y P8 fueron cultivadas en 10% de FBS (pero 

en 20% antes de ser replicadas). Mientras que la población P1’ fue cultivada 

siempre en 20% de FBS tal como describe Gronthos y colaboradores. 

Para el análisis de citometría de flujo, las células fueron lavadas con PBS y 

posteriormente tripsinizadas (TrypLETM Express 1X, Gibco®) y resuspendidas en 

medio DMEM (1x) + GlutaMAX™ (Gibco®), con 10% de FBS (HI FBS, Gibco®). Las 

células en suspensión fueron centrifugadas durante 10 minutos a 1000 rpm. Se 

retiró el sobrenadante y las células fueron resuspendidas en 500µl de medio DMEM 

(1x) + GlutaMAX™ (Gibco®), con 10% de FBS (HI FBS, Gibco®) y se incubaron 

con anticuerpos monoclonales conjugados a una concentración de 0.5µg / 100µl de 
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medio durante 1 hora a 37°C. Posteriormente se añadió 5 ml del medio de cultivo 

señalado previamente y se volvió a centrifugar durante 10 min a 1000 rpm. Se 

descartó el sobrenadante y las células incubadas fueron resuspendidas en 500 μl 

de FBS filtrado (HI FBS, Gibco®) sin diluir.  

Los datos obtenidos de la citometría de flujo fueron analizados por software 

de BD FACSDiva® 8.0.2. y Microsoft Excel™ 

 

 

 

Figura 5: Equipamiento para desarrollo de citometría de flujo 

A: Equipo BD FACSAria™ III (BD Biosciences®). B: Equipo con software de análisis de datos 

BD FACSDiva® 8.0.2. 

 

 

EVALUACIÓN DEL POTENCIAL DE DIFERENCIACIÓN IN VITRO 

Se evaluó la capacidad de diferenciación in vitro de las poblaciones obtenidas 

de células pulpares. Dado el origen ecto-mesenquimático (D’Aquino y cols., 2008) 

de las hDPSC, el interés y la línea de investigación del proyecto, se evaluó el 

potencial de diferenciación in vitro a linaje osteoblástico y neuronal. Las poblaciones 

en P3, cultivadas en medio suplementado con FBS al 10%. fueron las utilizadas 

para los procesos de diferenciación. 
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Diferenciación a linaje osteoblástico  

Las células en P3 fueron tripsinizadas y sembradas a una densidad de 2x104 

células/cm2 en medio de cultivo secundario, sobre láminas de vidrio y pocillos 

tratados previamente con gelatina/PBS 0.1%. Luego de 24 horas, se lavó el cultivo 

tres veces con PSB 1X y se reemplazó el medio de cultivo secundario por medio de 

diferenciación, constituido por DMEM (1x) + GlutaMAX™, suplementado con 10% 

de FBS (HI FBS, Gibco®); 1% de amoxicilina/estreptomicina/anfotericina-b; 20ul/ml 

de ácido ascórbico; 10ul/ml de dexametasona; 10ul/ml β-glicerol-fosfato.  

El proceso de diferenciación se realizó durante 21 días en incubadora a 37°C, 

5% de CO2. Durante ese período, el medio de diferenciación se cambió tres veces 

por semana (Janebodin y cols., 2011). Transcurridos los 21 días, las células fueron 

lavadas 2 veces con 1ml de PBS 1X y fijadas con paraformaldehído (PFA) 4% PBS 

durante 30 minutos a 4°C.  

El mismo proceso de diferenciación se realizó con poblaciones celulares 

cargadas en matrices de ácido poliláctico (cultivo 3D). Para ello, 200.000 células 

fueron cargadas en las matrices y analizadas como se describe a continuación. 

La presencia de nódulos de mineralización ósea asociados al proceso de 

diferenciación osteogénica de las células se determinó por medio de la tinción con 

rojo alizarina (Ovchinnikov, 2009). Brevemente: las células fijadas fueron lavadas 2 

veces con PBS 1X, e inoculadas con el colorante Rojo Alizarina 40mM en NaH2PO4 

0,1 M pH 4,3 (Sigma©) durante 10 minutos a temperatura ambiente. Las células 

fueron nuevamente lavadas 3 veces con agua bidestilada. Se adquirieron las 

imágenes con microscopio óptico invertido de contraste de fase Olympus IX51® 

(Zeiss, Primo Vert®) para su análisis. 

Paralelamente, se evaluó la diferenciación de las células en cultivo 2D 

mediante técnica de inmunofluorescencia para osteocalcina humana; como 

control de morfología celular se utilizó la detección de f-actina en el citoplasma 

(rodamina/faloidina) y ubicación de núcleos (DAPI), según protocolo de Laboratorio 

de Histo-Morfología Oral de la FOUCh (Anexo 4).  
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Diferenciación a linaje neuronal 

Las células en P3 fueron tripsinizadas, resuspendidas y sembradas en medio 

Neurobasal™ (Gibco®) suplementado con B27™ 1X (Invitrogen-Gibco: 12587-

010), ácido retinoico 5 µM/mL, 2mM de glutamina y 50 U/mL de 

penicilina/estreptomicina. La densidad de inoculación fue de 3x104 células/cm2 en 

láminas de vidrio, previamente tratadas con Poli-L-Lisina/Laminina (Sigma P7280-

5MG/Sigma L2020-1MG, Gibco®) a concentración de 33µl poli-L-Lisina/3 µl 

laminina por mL de PBS durante 2 horas a temperatura ambiente.  

El proceso de diferenciación se realizó durante 17 días en incubadora a 37°C, 

5% de CO2, en ese periodo el medio de diferenciación se cambió cada dos días 

(protocolo adaptado de Gaspard y cols., 2009).  

Se evaluó la diferenciación neuronal de las células mediante técnica de 

inmunofluorescencia para proteína NeuN y Proteína ácida fibrilar glial (GFAP); 

como control morfológico celular se utilizó la detección nuclear (DAPI), todo según 

protocolo de Laboratorio de Histo-Morfología Oral de la FOUCh (Anexo 5).  
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ELABORACIÓN DE CONSTRUCTOS  

Para la elaboración de los constructos, se utilizó ácido poliláctico (poly-lactic 

acid, PLA) (Figura 6, A) como matriz o andamiaje. Se prepararon matrices de PLA 

de aproximadamente 1mm de espesor y de 3.5mm de diámetro (Figura 6, B).  

Luego de obtener las matrices, las células cultivadas en P3 fueron 

tripsinizadas, resuspendidas y centrifugadas a 1000 rpm durante 10 minutos 

(Universal 320R, Hettich©). A continuación, se retiró el sobrenadante y se 

resuspendió el pellet celular en medio de cultivo secundario a una concentración de 

20.000 células/µl, cargando las matrices con 10 µl/matriz (Figura 6, C), (200.000 

células por constructo aprox). Los constructos cargados con células se llevaron a 

incubadora a 37°C y atmosfera con 5% de CO2 durante 45 min para permitir que las 

células se adhieran a la matriz. Luego se agregó 1ml de medio de cultivo y dejó 

incubar por 24 horas. Transcurrido este tiempo, se realizó la inducción osteogénica 

de las células pulpares con DMEM (1x) + GlutaMAX™, suplementado con 10% de 

FBS (HI FBS, Gibco®); 1% de amoxicilina/estreptomicina/anfotericina-b; 20ul/ml de 

ácido ascórbico; 10ul/ml de dexametasona; 10ul/ml B-glicerol-fosfato. Se incubaron 

en este medio por 48 horas a 37°C en ambiente con 5% de CO2 para su posterior 

implantación. 

 

 

Figura 6: Procedimiento para elaboración de constructos 

A: Trozos de PLA sin procesar. B: Trefina y en su punto central una matriz de 

PLA de 3,5mm (Referencia N.º: 37153, Nobel Biocare©). C: Matriz con células 

recién cargadas en su estructura para la formación del constructo con células 

pulpares humanas. 
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PROTOCOLO DE IMPLANTACIÓN DE CONSTRUCTO CON 
CELULAS PULPARES HUMANAS EN DEFECTO CRITICO DE 
CALOTA DE RATÓN. 

ANIMALES 

Todos los procedimientos propuestos para el tratamiento y cuidado de los 

animales fueron aprobados por el CICUA de la FOUCh (ver Anexo 6) y el Comité 

Institucional de Bioseguridad de la Universidad de Chile (Campus Norte) (ver Anexo 

7).  

El grupo de experimentación estuvo compuesto por ratones Mus Musculus 

NOD/SCID (Non-Obese Diabetic/Severe Combined Inmunodeficiency). Se utilizó un 

total de 4 ratones macho adultos de 6 a 8 semanas, identificados con un sistema de 

microchip subcutáneo (Injectable Transponder 12mm Microchip with BioBond® 

Anti­Migration Cap) y sistema de scanner de lectura (Virbac BackHome V800). 

Estos ratones se caracterizan por una deficiencia inmune inducida genéticamente, 

homocigotos para la mutación del gen Prkdcscid (comúnmente conocido como 

SCID), siendo deficientes de células B y células T. Poseen el timo, los ganglios 

linfáticos y los folículos esplénicos desprovistos de linfocitos, presentan 

hipogammaglobulinemia y un microambiente hematopoyético normal.  Además, 

aceptan injertos alogénicos y xenogénicos, lo que los convierte en modelos ideales 

para experimentos de transferencia celular (The Jackson Laboratory, 2018).  

Este tipo de ratón ha sido utilizado en distintas líneas investigativas, como 

por ejemplo: observación de formación ósea (Dreyer y cols., 2017; Li, C. y cols., 

2016; Nakajima y cols., 2018), recuperación hematopoyética (Rahmig y cols., 2016; 

Tian, Liang & Zhang, 2016), reconstrucción de tejido neuronal (Uchida y cols., 2017), 

entre otras. 
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PROTOCOLO QUIRÚRGICO PARA ELABORACIÓN DE DEFECTOS ÓSEOS 

DE TAMAÑO CRÍTICO E IMPLANTACIÓN DE CÉLULAS PULPARES. 

Las cirugías fueron realizadas por la Dra. Soledad Acuña Mendoza en las 

dependencias del Bioterio Central de la Facultad de Medicina de la Universidad de 

Chile, brevemente: 

Cada animal fue pesado y anestesiado mediante una inyección subcutánea 

de Ketamina/Xilacina 100 mg/kg y 20 mg/kg respectivamente. Para corroborar el 

efecto anestésico de los fármacos se verificó la ausencia de reflejo pulgar.  

Bajo campana de flujo laminar, se realizó una incisión lineal con una hoja de 

bisturí número 15 y se expuso la región parietal del cráneo del animal. Se realizaron 

dos defectos críticos (DC) sin comprometer las suturas de la calota, paralelos a la 

línea media (Figura 7, A). Los defectos se realizaron con pieza de mano y 

contraángulo a baja velocidad y con trefina de 3.5 mm (Figura 7, B) (GuidedTissue 

Punch for NP-sleeve, Ref. n° 37153, Nobel Biocare©) como ha sido previamente 

descrito en la literatura (Seo y cols., 2008; Ma y cols., 2015) 

Una vez realizados los DC, se implantó el constructo con células pulpares 

(Figura 7, C). Los constructos fueron manipulados con pinza anatómica estéril, 

procurando mantener su estructura tridimensional sin alteraciones. Se posicionó el 

constructo en el área del DC sin ejercer presión en sentido axial del defecto. 

Luego, se reposicionó el colgajo y suturó el tejido blando con punto simple 

(Figura 7, D), usando sutura reabsorbible marca Vicryl 5-0 (Ethicon®). 

Inmediatamente después de la intervención, se aplicó una inyección subcutánea de 

Paracetamol líquido (200 mg/kg). El operador portó durante todo el procedimiento 

quirúrgico: guantes, mascara, gorro, lentes de protección y delantal.  

El esquema de implantación de los constructos se describe en Figura 8. 
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Figura 7: Procedimiento quirúrgico de defecto critico de calota de ratón e 

implantación de constructo con células pulpares 

A: Realización de defecto critico en hueso parietal derecho con instrumental 

rotatorio. B: Retiro de porción de calota de 3,5 mm de diámetro y aprox. 0,5 mm de 

espesor. C: Posicionamiento de constructo con células pulpares. D: Sutura de 

colgajo mediante punto simple 

 

 

Figura 8: Esquema de defectos críticos en calota de ratón y recuperación de 

muestras. 

Esquemas de las muestras recuperadas a los 30 días. En azul: defectos críticos 

tratados con células pulpares. En blanco: defectos críticos sin células pulpares.  
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CUIDADOS POSTOPERATORIOS 

En las visitas post cirugía se evaluaron los aspectos que están detallados en 

la hoja de visita periódica o Protocolo de Supervisión para Roedores modificado del 

protocolo propuesto por Morton y Griffiths (1985) (ver anexo 8). En caso de 

constatar sufrimiento del animal se debía practicar la eutanasia de este mediante 

dislocación cervical bajo anestesia. 

RECUPERACIÓN DE MUESTRAS Y ANÁLISIS HISTO-
MORFOLÓGICO 

Los ratones operados fueron sacrificados mediante dislocación cervical bajo 

anestesia a los 30 días después de la cirugía de DC, según esquema señalado en 

Figura 8.  

Los cráneos de los animales fueron disecados en placa fría, liberando el 

tejido óseo de todos los tejidos blandos. Los cráneos se fijaron por inmersión con 

solución de formalina al 10% en PBS (pH 7,4) durante 48 horas a 4°C. Luego, se 

realizó la desmineralización del tejido óseo en una solución acuosa de ácido 

etilendiaminotetraacético (EDTA) al 10% pH 7.4, durante tres periodos de 28 ciclos 

de 2 minutos en microondas, para acelerar el proceso de desmineralización, 

intercaladas por períodos de enfriamiento (Arana–Chavez & Nanci, 2001). 

Los cráneos así desmineralizados se prepararon para su inclusión en 

parafina. Las muestras fueron lavadas en dos baños sucesivos de tampón PBS en 

24 horas y luego se introdujeron en la máquina procesadora de tejidos donde fueron 

deshidratadas en alcohol de grado creciente desde 70º a 100º, aclaradas en 2 baños 

de xilol y uno de acetato de butilo y luego impregnadas en dos baños de parafina 

liquida. 

Finalmente, las muestras fueron incluidas en parafina nueva en el centro de 

inclusión, colocando la muestra según la orientación deseada de corte, dejando 

solidificar la parafina en platina fría. 

Se realizaron cortes seriados de 5 µm con un micrótomo fijo tipo Minot 

(Reichert-Jung Mod 1130®) con mecanismo de rotación. Se recuperaron los cortes 

histológicos en portaobjetos convencionales (LaborGlärer®) mediante sistema de 
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flotación en baño de agua destilada (mod. 395, LipShaw®) entre 38°C y 40ºC de 

temperatura. Luego, los cortes fueron secados en estufa (UM 600, Memmert®) a 

una temperatura de 60ºC por 24 horas. 

Los cortes fueron desparafinados mediante baños de 10 min. en xilol (2 

baños), alcohol 100º (2 baños), alcohol 95º (2 baños) y agua destilada (2 baños), y 

preparados para tinción con Hematoxilina-Eosina y con Tricrómico de Masson-

Goldner, según técnica empleada en Laboratorio de Histo-Morfología Oral de la 

FOUCh. (Ver anexo 9 y 10, respectivamente) 

Los cortes teñidos fueron observados y fotografiados a aumentos de 5x, 10x 

y 40x, usando un microscopio óptico Zeiss® Axio Lab A1, con una cámara digital 

Canon® EOS Rebel-T3, montada para microscopio (Figura 9), con software EOS 

Utility para transferencia de imágenes. 

 

 

Figura 9. Cámara digital Canon® EOS Rebel-T3, montada en microscopio óptico 

Zeiss® Axio Lab. A1 y computador para obtención y procesamiento de imágenes. 
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RESULTADOS 

 

RESULTADO 1: OBTENCIÓN DE POBLACIONES CELULARES DE PULPA 
DENTARIA HUMANA 

Las condiciones de extracción y cultivo de tejido pulpar desarrolladas en el 

laboratorio de Histo-Morfología Oral de la FOUCh permitieron obtener cultivos 

primarios de poblaciones celulares heterogéneas, a partir de la pulpa dentaria 

terceros molares de paciente sistémicamente sanos. 

Luego de los procesos de digestión mecánica y enzimática, se obtuvieron las 

primeras poblaciones celulares después de 3 a 5 días (Figura 10, A), las cuales 

migraron desde los explantes de tejido pulpar. A los 10 días de cultivo (Figura 10, 

B), la confluencia celular alcanzaba aproximadamente el 80% alrededor del tejido 

pulpar, por lo que se realizó la primera replicación de cultivo. En ese momento se 

obtuvo una suspensión de células unitarias las que se sembraron a una densidad 

de 150.000 células/cm2 (Figura 10, C), lo que permitió, después de 5 días, tener un 

tapiz celular con aproximadamente 80% de confluencia (Figura 10, D). En este 

estado se volvió a replicar el cultivo. En esas condiciones de cultivo de 2 

dimensiones, las poblaciones celulares presentaron un comportamiento y 

morfología compatible con células progenitoras: capacidad de adherencia al plástico 

y morfología romboidal heterogénea, con extensas prolongaciones citoplasmáticas, 

similar a un fibroblasto.  

Aproximadamente a partir del pasaje de replicación P8, se comenzó a 

evidenciar una disminución en la velocidad de división celular (mayor tiempo para 

alcanzar la confluencia), y un cambio en la morfología de las células cultivadas 

(datos no mostrados).  
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Figura 10. Cultivo primario de células pulpares humanas. Microscopio 

invertido, contraste de fase 

A y B, Poblaciones celulares a P0: A: Migración de células desde explantes 

pulpares 3-5 días después del inicio del cultivo celular. Aspecto de “rayos de sol” 

(Microfotografía 10x).  B: Confluencia de 80% aproximadamente, 10 días después 

de iniciado el cultivo celular. Se observa la formación de cúmulos celulares y 

persistencia del explante pulpar (Microfotografía 5x). C y D: Poblaciones celulares 

en P1: C: Cultivo celular inmediatamente posterior a replicación de cultivo 

(150.000 células /cm2 (Microfotografía 10x). D: Cultivo celular 5 días después de 

replicación, presentando una confluencia celular cercana al 80% (Microfotografía 

10x). 
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RESULTADO 2: LAS POBLACIONES CELULARES OBTENIDAS 
PRESENTAN CARACTERÍSTICAS INMUNOFENOTÍPICAS DE MSC 

RESULTADO 2.1. LAS CÉLULAS OBTENIDAS EN P3 PRESENTAN LA 

MAYOR EXPRESIÓN DE MARCADORES DE MSC 

Luego de tres cultivos independientes se obtuvieron 5 muestras de 

poblaciones celulares a distintos pasajes (entre P1, P3 y P8), en las cuales se 

analizó la expresión de marcadores de superficie de MSC mediante citometría de 

flujo.  

En el cultivo en pasaje 3 (P3) se lograron las mejores condiciones para 

obtener una población celular con características de células madre mesenquimales. 

Las condiciones que permitieron obtener esa población fueron: iniciar el cultivo con 

un 20% de FBS y luego bajar la concentración a 10% de FBS a partir de la primera 

replicación (P1).  

El detalle de los perfiles celulares más representativos, en las distintas 

condiciones de cultivo y replicación, se muestran en las figuras 11 a 14.  

En el perfil de citometría de flujo de la Figura 11, se observó que al mantener 

el 20% de concentración de suero durante todo el cultivo (P1’), el 51,2% del total de 

células viables analizadas, tuvo una expresión positiva de marcadores 

hematopoyéticos (CD14, CD31, CD34 y CD45). Mientras que la población 

hematopoyética negativa (48,8% de células viables), mostró un perfil de expresión 

positiva para marcadores MSC de 99,5% para CD73; 90,0% para CD90; 60,0 % 

para CD105 y 67,9% para CD29. 

Al modificar la concentración de suero al 10% dentro del cultivo, a partir de la 

primera replicación (P1), el perfil de citometría de flujo de las células en P1 (Figura 

12) mostró una caída de células hematopoyéticas (2,7% de células viables 

analizadas). Mientras que la población hematopoyética negativa (97,3% de células 

viables), mostró un perfil de expresión positivo para marcadores MSC del 97.6% 

para CD73; 83% para CD90; 61% para CD105 y 77,8% para CD29. 
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Dados estos resultados, se mantuvo la concentración de suero al 10% en el 

resto de las replicaciones para purificar el cultivo hacia una línea hematopoyética 

negativa. En esas condiciones, se analizó los cultivos en P3 y P8.  

El perfil de citometría de flujo de las células en P3 (Figura 13) mostró una 

caída de células hematopoyéticas (0,3% de células viables analizadas) (Gráfico 1). 

Mientras que la población hematopoyética negativa (99,7% de células viables), 

mostró un perfil de expresión positivo para marcadores MSC del 95.9% para CD73, 

93.2% para CD90, 93.5% para CD105 y 93.3% para CD29.  

Estos resultados muestran que el aumento en la expresión de marcadores 

mesenquimáticos fue la principal diferencia entre el pasaje P1 y P3, los cuales 

fueron ambos cultivados con un 10% de suero.  

En relación a la expresión conjunta de marcadores, se observó que el 100% 

de las células CD90, CD105 y CD29 positivas, expresaban también el marcador 

CD73 (Figura 13 C, D, E, Gráficos de dispersión).  

Finalmente, el perfil de citometría de flujo de las células en el pasaje de cultivo 

P8 (Figura 14), mostró que la población hematopoyética negativa (34,6% de células 

viables) tuvo una pérdida de expresión de marcadores mesenquimáticos, ya que 

sólo hubo un 43.1% de expresión positiva para CD73; 17,9% para CD90; 35,0% de 

CD29 y un 6,7% para CD105.  

Un resumen de los datos cuantitativos es mostrado en la Tabla Nº2. 

En relación a la reproductividad de los resultados, para eliminar la 

contaminación de células hematopoyéticas, se evidenció que en los pasajes P1’ al 

20% y P1 al 10% existió una gran variabilidad en las poblaciones obtenidas (Gráfico 

1, ver desviación estándar), no siendo reproducible el enriquecimiento del cultivo en 

células no hematopoyéticas a ese pasaje (desviación estándar muy amplia). Por el 

contrario, al pasaje 3 (P3), las poblaciones obtenidas presentaron un porcentaje 

homogéneo en el nivel de expresión de marcadores no hematopoyéticos (con una 

desviación estándar de 0.08) (Gráfico 1), logrando de modo reproductible, un cultivo 

enriquecido en células mesenquimáticas (Figura 13) con una expresión promedio 

del 93,8% de marcadores de célula madre mesenquimática (Tabla N°2). 
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Figura 11: Expresión de marcadores mesenquimáticos de una población de celulares 
pulpares cultivadas en 20% de FBS en pasaje 1 (P1) analizadas en citometría de flujo.  
A: Resultados cuantitativos de la expresión de marcadores hematopoyéticos y no 
hematopoyéticos. B: Histograma representativo de células viables hematopoyéticas y no 
hematopoyéticas: 51,2% positivas a marcadores de superficie hematopoyéticos (CD14, CD31, 
CD34 Y CD45) y 48,8% no hematopoyéticas. C, D y E: Población no hematopoyética bajo la 
expresión de marcadores de superficie de célula madre mesenquimática (CD73 y CD90, 
CD105 y CD29). C: Diagrama de dispersión de la expresión conjunta de CD73 y CD90 (Q2, 
90% de expresión). D: Diagrama de dispersión de la expresión conjunta de CD73 y CD105 
(Q2-1, 60,2% de expresión). E: Diagrama de dispersión de la expresión conjunta de CD73 y 
CD29 (Q2-2, 67,9% de expresión). 
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Figura 12: Expresión de marcadores mesenquimáticos de una población de celulares 
pulpares cultivadas en 10% de FBS en pasaje 1 (P1) analizadas en citometría de flujo.  
A: Resultados cuantitativos de la expresión de marcadores hematopoyéticos y no 
hematopoyéticos. B: Histograma representativo de células viables hematopoyéticas y no 
hematopoyéticas: 2,7% positivas a marcadores de superficie hematopoyéticos (CD14, CD31, 
CD34 y CD45) y 97,3% no hematopoyéticas. C, D y E: Población no hematopoyética bajo la 
expresión de marcadores de superficie de célula madre mesenquimática (CD73 y CD90, 
CD105 y CD29). C: Diagrama de dispersión de la expresión conjunta de CD73 y CD90 (Q2, 
83% de expresión). D: Diagrama de dispersión de la expresión conjunta de CD73 y CD105 
(Q2-1, 61% de expresión). E: Diagrama de dispersión de la expresión conjunta de CD73 y 
CD29 (Q2-2, 77,8% de expresión). 
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Figura 13: Expresión de marcadores mesenquimáticos de una población de celulares 
pulpares cultivadas en 10% de FBS en pasaje 3 (P3) analizadas en citometría de flujo.  
A: Resultados cuantitativos de la expresión de marcadores hematopoyéticos y no 
hematopoyéticos. B: Histograma representativo de células viables hematopoyéticas y no 
hematopoyéticas: 0,3% positivas a marcadores de superficie hematopoyéticos (CD14, CD31, 
CD34 Y CD45) y 99,7% no hematopoyéticas. C, D y E: Población no hematopoyética bajo la 
expresión de marcadores de superficie de célula madre mesenquimática (CD73 y CD90, 
CD105 y CD29). C: Diagrama de dispersión de la expresión conjunta de CD73 y CD90 (Q2, 
93,2% de expresión). D: Diagrama de dispersión de la expresión conjunta de CD73 y CD105 
(Q2-1, 93,5% de expresión). E: Diagrama de dispersión de la expresión conjunta de CD73 y 
CD29 (Q2-2, 93,3% de expresión). 
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Figura 14: Expresión de marcadores mesenquimáticos de una población de celulares 
pulpares cultivadas en 10% de FBS en pasaje 8 (P8) analizadas en citometría de flujo.  
A: Resultados cuantitativos de la expresión de marcadores hematopoyéticos y no 
hematopoyéticos. B: Histograma representativo de células viables hematopoyéticas y no 
hematopoyéticas: 65,42% positivas a marcadores de superficie hematopoyéticos (CD14, 
CD31, CD34 Y CD45) y 34,6% no hematopoyéticas. C, D y E: Población no hematopoyética 
bajo la expresión de marcadores de superficie de célula madre mesenquimática (CD73 y 
CD90, CD105 y CD29). C: Diagrama de dispersión de la expresión conjunta de CD73 y CD90 
(Q2, 17,9% de expresión). D: Diagrama de dispersión de la expresión conjunta de CD73 y 
CD105 (Q2-1, 6,7% de expresión). E: Diagrama de dispersión de la expresión conjunta de 
CD73 y CD29 (Q2-2, 35% de expresión). 



 

   

- 50 - 

 

Gráfico 1. 

Contaminación por células hematopoyéticas en los cultivos de células 

pulpares  

 

Células hematopoyéticas positivas (media del % de expresión) al interior de los 

cultivos de células pulpares humanas en las distintas condiciones de cultivo y 

pasajes de replicación (n=5 por cada variable) analizadas en citometría de flujo. 

  
Tabla Nº2 

Expresión de marcadores de superficie de MSC en la población 
hematopoyética negativa de cultivos de células pulpares humanas  
Marcador de 

superficie 
P1 20% 

FBS 
P1 10% 

FBS 
P3 10% 

FBS 
P8 10% 

FBS 

CD73 99,50% 94,60% 94,90% 43,10% 

CD90 90% 83% 93,30% 18,10% 

CD105 60,20% 61% 93,60% 7,10% 

CD29 67,90% 77,80% 93,50% 35,70% 
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RESULTADO 2.2. LAS POBLACIONES CELULARES OBTENIDAS 

PRESENTAN POTENCIAL DE DIFERENCIACIÓN OSTEOGÉNICO Y 

NEURONAL IN VITRO  

Una vez obtenida una población celular que presentaba características de 

MSC, se evaluó la capacidad de diferenciación in vitro a linaje osteogénico y 

neuronal. 

La diferenciación osteogénica se realizó durante 21 días en 2 y 3 

dimensiones (2D y 3D, respectivamente), siendo un análisis fundamental para 

determinar las competencias osteogénicas de una población que sería implantada 

en un constructo tridimensional en la calota de un ratón.  

En 2D, se observó la formación de nódulos de mineralización (Figura 16, A), 

y marcación positiva para coloración de rojo alizarina (Figura 16, B y C). También 

se observó expresión positiva para osteocalcina (Figura 16, E y F) 

Para la diferenciación en 3D se confeccionaron constructos de la misma 

forma y dimensión de los defectos (Figura 17, A). Luego se sembraron las células 

al interior del constructo (Figura 17, B). Finalmente, después de 21 días de inducción 

osteogénica, las células secretaron una matriz positiva para rojo alizarina por 

formación de nódulos de mineralización que se distribuyeron entre las fibras del 

constructo. (Figura 17, C y D).  

Considerando el origen embriológico de las células pulpares, derivadas del 

ectomesénquima de las células de la cresta neural, se realizó la diferenciación en 

2D hacia un fenotipo neurogénico. Luego de 17 días de inducción, las células 

mostraron un marcaje positivo para GFAP y NeuN (Figura 18, C y F, 

respectivamente). 
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Figura 16: Población pulpar inducida a diferenciación osteogénica in vitro, 

dos dimensiones  

A, B y C: Microscopio óptico convencional. A: Se observa formación de núcleo 
de mineralización (10x). B: Marcación positiva de matriz mineralizada con rojo 
alizarina (10x). C:  A mayor aumento es posible observar núcleo celular (flecha 
negra), citoplasma (flecha azul); MEC positiva para tinción de rojo de alizarina, 
compatible con mineralización de la matriz (flecha verde); formación de núcleos 
de mineralización (flecha amarilla) (40x). D, E y F: Microscopio óptico confocal 
(40x). D y F: Poblaciones celulares pulpares positivas para osteocalcina.  E: 
Citoesqueleto evidenciado por F-Actina positivo. D-F. Marcaje del núcleo celular 
con DAPI (azul). 
 

 



 

   

- 53 - 

 

 

Figura 17: Población pulpar inducida a diferenciación osteogénica in vitro, 

tres dimensiones.  

A: Constructo PLA cargado con células pulpares. B, C y D: Microscopio óptico 

invertido. B: Presencia de células (flecha amarilla) entre las fibras del constructo 

(flecha verde). C-D: Coloración positiva con rojo alizarina, indicador de una matriz 

mineralizada (asteriscos).  
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Figura 18: Población pulpar inducida a diferenciación neuronal in vitro, dos 
dimensiones. Microscopio óptico confocal. 40x. 
A y C: Expresión positiva para proteína ácida fibrilar glial (GFAP) (verde) 
distribuida en el citoplasma. D y F: Expresión positiva para la proteína NeuN 
(verde) localizada en el núcleo. B, C, E y F: Marcaje del núcleo celular con DAPI 
(azul). 
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RESULTADO 3. REGENERACIÓN DEL DEFECTO CRITICO 
MEDIANTE IMPLANTACIÓN DE CONSTRUCTO CON CÉLULAS 
MADRE DE PULPA DENTAL HUMANA A 30 DÍAS. 

En el control negativo de defecto critico a 30 días post cirugía (Figura 19, A), 

se observaron los extremos del defecto crítico (Figura 19, B y C), y la presencia de 

un tejido fibroso que cierra el defecto, sin lograr la regeneración del mismo.  

El tejido óseo nativo (línea blanca punteada) se observó mineralizado (tinción 

de color verde) y de morfología laminillar; presentando además zonas de tejido 

osteoide (tinción de color rojo), indicativo de proceso de remodelado óseo (Figura 

19, B y C).  

El tejido neoformado por parte del hospedero en el margen del defecto, 

presentó tejido osteoide (teñido de color rojizo) y vasos sanguíneos, el cual estaba 

en continuidad hacia el centro del defecto con un tejido fibroso, constituido por fibras 

de colágeno tipo I maduras (tinción azul) en relación directa con el tejido encefálico 

(ausencia de matriz osteoide) (Fernández, 2019).  
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Figura 19: Control negativo de defecto crítico a 30 días post cirugía. 

Tricrómico de Masson-Goldner.  

A: Visión general de defecto crítico. En los costados se aprecia los cabos de tejido 

óseo nativo y neoformado. Ambos cabos están unidos por una fina membrana de 

fibras colágenas maduras (verde) (5x). B: Se observa el tejido óseo nativo (cuadro 

blanco punteado) con predominio de tejido osteoide (rojo). Zona de hueso 

neoformado (flecha negra) con zonas de fibras colágenas maduras (verde), vasos 

sanguíneos (círculo blanco). Formación de tejido fibroso hacia el centro del 

defecto (estrella negra) (10x). C: Cabo contralateral presenta características 

similares a las observadas en B (10x).    
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En el grupo experimental, 30 días después de la implantación del constructo 

con células madre pulpares, se observó cierre del defecto crítico mediante un tejido 

de aspecto trabecular (Figura 20, A), en estrecha relación con el tejido óseo de la 

calota y la masa encefálica del animal. A mayor aumento (Figura 20, B y D), los 

cabos del defecto mostraron similares características que en control negativo: hueso 

laminillar nativo continuado con tejido óseo neoformado por el hospedero, de 

características no laminillar (línea blanca punteada).  

Se observó una continuación a través de tejido fibroso/colágeno entre el 

tejido óseo del hospedero y el constructo (Figura 20 B, D; Figura 21, A), y la 

coexistencia de diferentes tipos de tejidos con características fibro-condro-

osteocitaria hacia el centro del defecto (Figura 20, C). 

A mayor aumento, en el límite del hueso neoformado y el constructo se 

observó tejido fibroso (Figura 21, A) y un tejido de aspecto trabecular hacia el centro 

del defecto. En algunos sectores se observaron trabéculas mineralizadas similares 

a un hueso no laminillar, rodeadas de tejido osteoide por madurar (Figura 21, B), y 

en continuidad con un tejido fibroso que, a su vez, constituía trabéculas con una 

matriz colágena continua, abundante e irregular. También se observaron trabéculas 

cartilaginosas hacia el centro del defecto (Figura 20, C; Figura 21, C y D), en 

continuidad con trabéculas fibrosas hacia la periferia, con vasos sanguíneos de 

diverso calibre (Figura 21, E y F). En las trabéculas más periféricas, también se 

identificó mayor predominio de fibras colágenas organizadas y tejido osteoide, en 

estrecha relación con vasos sanguíneos y algunas células multinucleadas (Figura 

21, F). 

Utilizando la técnica de Tricrómico de Masson-Goldner, en una vista 

panorámica, se observó abundantes fibras colágenas maduras, y morfología 

compatible con una matriz provisional, hacia un trabeculado óseo (Figura 22, A). 

A mayor aumento, el límite entre el hueso del hospedero y el constructo 

(Figura 22, B) mostró abundantes zonas de tejido fibroso y presencia de vasos 

sanguíneos (Figura 22, C).  
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Los núcleos de osificación presentes se observaron mayoritariamente con 

hueso no laminillar y con tejido osteoide en su periferia (Figura 22, D). Finalmente, 

las zonas con tejido cartilaginoso se observaron en estrecha relación a tejido óseo 

no laminillar y tejido fibroso (Figura 22, E) 

 

 

Figura 20: Defecto crítico a 30 días post implantación de hDPSCs. Tinción 

de H&E. Microscopio óptico convencional. 

A: Vista panorámica de defecto crítico con constructo de hDPSC delimitado por 

tejido óseo de la calota del hospedero. Masa encefálica en la parte inferior (5x). 

B: Hueso nativo y hueso neoformado por parte del hospedero (línea amarilla) y 

vasos sanguíneos (flecha azul), en estrecha continuación con constructo 

implantado. En zona del constructo se puede apreciar la formación de núcleos de 

osificación (flecha negra) (10x). C: Islotes de cartílago (flecha roja) y núcleos de 

osificación (flecha negra) hacia el centro del defecto. D: Cabo contralateral con 

características similares. 
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Figura 21: Tipos de tejidos encontrados al interior de defecto crítico a 30 

días post implantación de hDPSC. Tinción H&E. 40X 

A: Límite entre tejido óseo neoformado del hospedero y constructo (línea 

punteada). El hueso del hospedero muestra vasos sanguíneos (VS), hueso 

laminillar (HL) y pequeñas zonas de hueso no laminillar (HnL). En la zona del 

defecto se observa tejido fibroso (Tfib) y vasos sanguíneos (VS). B: Trabéculas 

de hueso no laminillar (HnL), rodeado por tejido osteoide (TO) y por tejido fibroso. 

C y D: Trabéculas de tejido cartilaginoso (TC), más hacia el centro del defecto, en 

relación a formación de hueso inmaduro (HnL), vasos sanguíneos (VS) y tejido 

fibroso (Tfib). E: Trabéculas de fibras colágenas organizadas, con presencia de 

vasos sanguíneos. F: Tejido fibroso con gruesos fascículos, tejido osteoide, hueso 

inmaduro y varias células gigantes multinucleadas (CGMN) asociadas. 



 

   

- 60 - 

 

 

Figura 22: Defecto crítico a 30 días post implantación de hDPSC. Tricrómico 

de Masson-Goldner. Microscopio óptico convencional. 40x. 

A: Vista panorámica de defecto crítico con constructo de hDPSC. Abundante 

predominio de fibras colágenas maduras, compatible con tejido óseo en formación 

en toda la extensión del defecto. B: Límite entre tejido óseo neoformado por el 

hospedero y el constructo (línea punteada). En zona de tejido neoformado se 

observa tejido osteoide (TO), vasos sanguíneos (VS) y porciones de tejido óseo 

no laminillar (HnL). C: Núcleo de osificación, con hueso no laminillar (HnL) en 

zona central y tejido osteoide (TO) más periférico; vasos sanguíneos (VS) y fibras 

colágenas maduras. D: Vasos sanguíneos (VS) en relación a zonas de tejido 

fibroso (Tfib) de aspecto trabecular. E: Trabéculas de cartílago (TC) en relación a 

hueso no laminillar (HnL).  
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DISCUSIÓN  

 

La medicina regenerativa es una disciplina que se ha desarrollado 

ampliamente en el mundo, que busca recuperar la función de tejidos u órganos 

perdidos o dañados en consecuencia a traumas, patologías o malformaciones 

congénitas, basándose en tres elementos clave, que son las señales 

morfogenéticas, biomateriales utilizados como andamiaje, y las células madre 

(Akter & Ibanez, 2016; Reddi & Iwasa, 2019). 

Gracias al descubrimiento de las células madre pulpares hace dos décadas 

por parte de Gronthos y colaboradores (Gronthos y cols., 2000), la disciplina 

odontológica se ha convertido en un actor relevante de la investigación en medicina 

regenerativa. En la actualidad se describen diversas metodologías para la 

obtención, purificación, mantención y almacenamiento de las poblaciones celulares, 

lo que se traduce en diferencias importantes al momento de obtener y comparar 

resultados para establecer protocolos reproducibles. Es por esta razón, que diseñar, 

implementar y evaluar protocolos, tanto para la obtención y cultivo de poblaciones 

celulares con propiedades de células madre; así como para el establecimiento de 

modelos in vivo de regeneración ósea es fundamental para iniciar los primeros 

análisis y realizar proyecciones de ensayos clínicos en humanos a largo plazo. 

En este trabajo de investigación se implementó y evaluó un protocolo in vitro 

de obtención y cultivo de poblaciones celulares a partir de la pulpa de terceros 

molares humanos, cuya caracterización nos permite establecer que estamos frente 

a una población de hDPSC. También se implementó un protocolo de implantación 

de las poblaciones celulares obtenidas en un modelo in vivo de regeneración ósea 

de defecto critico de calota de ratón. Para tal objetivo, se recuperaron y analizaron 

muestras después de 30 días de implantadas las células madre pulpares humanas 

al interior del defecto critico en la calota de ratones inmunosuprimidos.  

La primera etapa del protocolo de cultivo in vitro correspondió a la obtención 

y posterior aislamiento de poblaciones celulares desde el tejido pulpar. La evidencia 

existente es categórica respecto a la importancia de la edad del donante en la 

obtención de muestras pulpares, ya que la capacidad de proliferación, migración y 
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potencial de diferenciación de las hDPSCs disminuyen a medida que aumenta la 

edad del donante, afectando las propiedades regenerativas de estas células (Ercal 

y cols., 2018). El criterio de edad establecido para la recuperación de muestras 

establecido en este estudio, es consistente a lo reportado en la literatura (Wu y cols., 

2015), permitiendo aprovechar al máximo el potencial de proliferación y 

diferenciación de las hDPSCs, dadas las características de desarrollo y menor grado 

de madurez del tercer molar respecto al resto de los dientes (Shi y cols., 2020). Sin 

embargo, al tener una expectativa de aplicación terapéutica para un amplio rango 

de la población, es necesario en el futuro, establecer mecanismos de 

almacenamiento del tejido pulpar durante largo periodos, o implementar protocolos 

de purificación y expansión de células obtenidas de paciente de mayor edad, y no 

sólo de pacientes jóvenes. 

El aislamiento de poblaciones celulares desde el tejido pulpar se realizó 

utilizando el método del explante y la digestión enzimática (en adelante método 

mecánico-enzimático). Este método contribuyó a obtener las primeras células 

observables al microscopio en un plazo menor a 5 días, siendo este tiempo igual o 

menor a lo reportado en la literatura (Mushahary y cols., 2018; Viña-Almunia y cols., 

2016). Esto se debe a que la fragmentación mecánica del tejido pulpar permitió 

aumentar su área superficial, para que las enzimas pudieran degradar la MEC, 

y con ello, favorecer la migración de las células hacia la superficie de las 

placas de cultivo. Además, se ha descrito que la conservación de fragmentos del 

tejido pulpar en el cultivo permite la liberación de factores de crecimiento al medio 

de cultivo (Mushahary y cols., 2018) siendo reportado por varios autores como el 

más adaptado para la obtención del cultivo primario (Anitua y cols., 2018; 

Mushahary y cols., 2018).  

Por otro lado, dentro del protocolo, la utilización de suero fetal bovino (FBS) 

como suplemento al medio de cultivo es fundamental para favorecer la adhesión, 

aportar nutrientes y factores de crecimiento a las células en cultivo (van der Valk y 

cols., 2011). La utilización de medio de cultivo primario suplementado con FBS al 

20% en la fase inicial del cultivo realizado en este estudio, pudo contribuir a 

disminuir los tiempos iniciales de cultivo (en conjunto con el método mecánico 
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enzimático), debido a la mayor concentración de factores de crecimiento y 

nutrientes. Sin embargo, la mantención de esta concentración puede favorecer la 

proliferación de poblaciones celulares no deseadas, tal como se observó en el 

análisis de citometría de flujo, donde más de un 50% de las poblaciones celulares 

presentó marcadores de superficie hematopoyéticos. La disminución de 

aproximadamente 18 veces menos células hematopoyéticas se puede asociar a 

concentraciones menores de FBS en el medio de cultivo, y consecuentemente, una 

purificación del cultivo, favoreciendo el fenotipo de MSC. Esa variación de suero no 

alteró los tiempo finales para obtener un número suficiente de células, y además 

implicó una economía en insumos, tal como lo describen algunos autores). En la 

actualidad, dado el origen xenobiótico y el desconocimiento de las concentraciones 

específicas de nutrientes y factores de crecimiento presentes en el FBS, se ha 

planteado la posibilidad de que pueda generar riesgos de contaminación viral, 

bacteriana, fúngica y/o priónica; junto con la posible inducción del rechazo inmune 

de las células trasplantadas al huésped (Qu y cols., 2020), lo que explica la 

tendencia a nivel mundial de desarrollar cultivos en ausencia de suero animal  

El suero humano o el plasma rico en plaquetas han sido postulados como 

posibles alternativas al suero fetal bovino en el cultivo de hDPSCs y otras MSC 

(Xiao y cols., 2018), ya que, además del cultivo, se buscaría acelerar la transición 

de los estudios in vitro a los ensayos clínicos. Sin embargo, el uso de suero humano 

alogénico también puede presentar potenciales riesgos de contaminación con 

patógenos, toxinas u otros agentes inmunogénicos (Xiao y cols., 2018). El uso de 

suero autólogo puede eliminar el riesgo de reacción inmune, no obstante, su uso 

también es problemático, ya que se requiere de tiempo adicional para realizar el 

proceso de obtención y cultivo celular, sumado a la alta cantidad de suero necesario 

para generar un número clínicamente relevante de células madre de un paciente 

(Knuth y cols., 2019).  

Junto con lo señalado anteriormente, estudios realizados con productos 

humanos presentan conclusiones contradictorias respecto a la tasa de proliferación 

celular, en comparación con medios suplementados con FBS (Xiao y cols., 2018), 

al igual que una menor tasa de diferenciación (Ercal y cols., 2018; van der Valk y 
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cols., 2018). Un estudio realizado por Brohlin y colaboradores, utilizando suero 

humano alogénico, mostró una mayor tasa de proliferaron, pero se redujo 

significativamente la expresión del marcador de MSC: CD105 (Brohlin y cols., 2017. 

Por lo tanto, a pesar de todo el esfuerzo y la investigación dedicados a este 

campo, todavía no existe evidencia suficiente que respalde establecer un 

protocolo de cultivo libre de suero de origen animal, que permita que las 

hDPSCs mantengan su capacidad de proliferación y potencial de 

diferenciación sin alteraciones (Qu y cols., 2020). 

Uno de los problemas más importantes con respecto a las hDPSC, y en 

general para todas las células con potencial uso clínico, es el número de pasajes in 

vitro más favorable para obtener un número adecuado de células y paralelamente, 

no perder las propiedades progenitoras (Ledesma-Martínez, y cols., 2011). Se 

observó que cultivos en pasajes celulares muy tempranos (pasaje celular 1) estaban 

muy “contaminados” con otras poblaciones celulares, asociadas a un 

inmunofenotipo hematopoyético. Esto se condice con los resultados obtenidos y lo 

descrito en la literatura (Shi y cols., 2020), ya que en el protocolo presentado en 

este estudio, las poblaciones celulares con mayor expresión de marcadores de MSC 

y, por lo tanto, las utilizadas en los ensayos de diferenciación in vitro y las pruebas 

in vivo, corresponden a células en pasaje 3 (P3) de replicación. Estos resultados 

concuerdan con los de Choi y colaboradores, quienes compararon el efecto 

terapéutico de MSC que habían sufrido 3, 5, 7 y 9 pasajes de cultivo, y que 

presentaban variaciones significativas en la expresión de los marcadores de 

superficie (Choi y cols., 2010), del mismo modo que se señala en otros estudios 

pero con hDPSCs (Chen Y. y cols., 2020; Jahanbin y cols., 2016; Pedroni y cols., 

2019).  

Por lo tanto, en las actuales condiciones de cultivo, las hDPSC en P3 

podrían ser más adecuadas para ensayos in vivo, ya que presentan el 

potencial y el comportamiento biológico óptimo para ser utilizadas en el 

contexto de regeneración ósea (Chen Y. y cols., 2020).  
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Respecto a la caracterización de poblaciones de hDPSCs, se realizó el 

análisis de la expresión de antígenos de la superficie celular, siguiendo los criterios 

de la Sociedad Internacional de Terapia Celular (ISCT) para MSC (Dominici y cols., 

2006), que en líneas generales establece como requisitos presentar una expresión 

positiva ≥ al 95% para los marcadores CD73, CD90 Y CD105; junto con una 

expresión positiva menor al 2% para antígenos de superficie hematopoyéticos.  

Los resultados del análisis de citometría de flujo para el cultivo celular en P3, 

mostraron una baja expresión positiva de los marcadores hematopoyéticos CD14, 

CD31, CD34 y CD45, con un 0,3%; mientras que en el 99,7% con expresión 

hematopoyética negativa, se observó una expresión de 95.9% para CD73, 93.2% 

para CD90, 93.5% para CD105 y 93.3% para CD29.  

El origen embrionario en la cresta neural craneal de las hDPSC podría 

explicar esta discrepancia de valores, pero de igual manera obtener resultados 

favorables en el proceso de regeneración ósea. De hecho, algunos grupos han 

propuesto que las hDPSC pudieran tener una diferencia de inmunofenotipo a la 

descrita para las MSC por el ISCT (Anitua y cols., 2018; Ledesma-Martínez y cols., 

2019).  

Otro factor importante es que las poblaciones de hDPSCs son heterogéneas, 

formadas por subpoblaciones mixtas con diferentes propiedades fenotípicas y 

biológicas, y por consiguiente con potenciales de proliferación y diferenciación 

variables (Shi y cols., 2020) lo que se traduce en hDPSCs con perfiles de expresión 

inmunofenotípica de MSC variables entre estudios, tanto en el tipo de marcador 

como el porcentaje expresado (Chen Y. y cols., 2020; Nakajima y cols., 2018; 

Pedroni y cols., 2019).  

Además de la expresión de antígeno específico propuesta por el ISCT, se 

han estudiado muchos otros marcadores de superficie para la caracterización de 

hDPSCs, tales como CD13, CD44, CD166 y CD29 (Ducret y cols., 2016; Qu y cols., 

2020), siendo este último incluido en el análisis de citometría de flujo, cuya 

expresión del 93.3% en P3 validaría su uso. Sin embargo, es importante destacar 

que en la actualidad, aún no existe un marcador específico para identificar las 

hDPSCs (Yang y cols., 2020). 
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Otro factor que confirmó el análisis de citometría de flujo fue el hecho que, si 

bien se pueden mantener poblaciones en cultivo, el inmunofenotipo de MSC 

comienza a cambiar, y con ello, disminuye sus características de células 

progenitoras. De hecho, varios autores relatan que largo periodos de cultivo 

disminuyen la expresión de CD73, CD90 y CD105 (Ledesma-Martínez y cols., 

2019), del mismo modo como se evidencia en este estudio. Esto impide mantener 

las poblaciones celulares por largo tiempo en cultivo, lo que condiciona la pronta 

utilización de las células para evitar los fenómenos de senescencia celular; o la 

búsqueda de estrategias para su preservación. En este contexto, se han realizado 

un número limitado de estudios sobre la optimización de los métodos de 

criopreservación existentes, tanto de células aisladas como de dientes completos 

(Morsczeck, 2019; Zeitlin, 2020), entregando una oportunidad para el desarrollo de 

futuras investigaciones. 

En relación con los constructos, el ácido poliláctico (PLA) cumple con las 

propiedades básicas necesarias para su uso como andamio: biocompatibilidad, 

biodegradabilidad y resistencia mecánica. Además, la microestructura de este 

biomaterial, permite el intercambio de nutrientes, desechos y la neovascularización 

(Kanczler y cols., 2020). Una de las limitaciones del uso de PLA fue determinar la 

cantidad y distribución de células adheridas al interior del constructo. Ante esto, se 

intentó caracterizar el constructo, evaluando la presencia y distribución de las 

células utilizando un microscopio invertido, demostrando la presencia de células en 

esta matriz tridimensional y su actividad con la formación de núcleos de 

mineralización, aunque una mayor caracterización del constructo sería deseable. 

Las técnicas actuales de preparación y observación implementadas en nuestro 

laboratorio, mediante microscopia óptica convencional, utilizan reactivos que 

disuelven la matriz de ácido poliláctico, impidiendo su análisis detallado (Murariu & 

Dubois, 2016). Ante esto, una alternativa sería polimerizar un constructo con las 

células en su interior, mediante la técnica de bioimpresión 3D, y de ese modo 

determinar con precisión el número de células implantadas y su distribución 

tridimensional al interior del constructo (Chandra y cols., 2020).  
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Es importante destacar que la evidencia actual indica que este material por 

sí solo no es capaz de inducir una neoformación ósea exitosa y que debe ser 

utilizado en combinación con otros biomateriales, fármacos, o señales bioquímicas 

(como por ejemplo ácido poliláctico-co-glicolico, policaprolactona, colágeno, vidrio 

bioactivo, hidroxiapatita, fosfato tricálcico, dexametasona, BMP-2, entre otros), para 

poder generar grados variables de osteoinducción (Alksne y cols., 2020; Amjadian 

y cols., 2016; Bejarano y cols., 2020; Nofar y cols., 2019).  

Sumado a lo anterior, en otros modelos in vivo que han utilizado PLA como 

andamio (puro o combinado) y células madre en la evaluación del potencial de 

regeneración ósea, sus controles negativos (uso de PLA sin células en defecto 

critico) presentan poca o nula formación de tejido osteoide en el área del defecto 

(Habibovic, 2014; Han S.H. y cols., 2020; Schüttler y cols., 2020; Seebach, 2015; 

Tu y cols., 2020; Wang y cols., 2018). Dados estos antecedentes, no se consideró 

necesaria la realización de un control negativo de constructo sin células, 

favoreciendo así la reducción del número de ratones empleados en el modelo in 

vivo. Sin embargo, para dar mayor solidez a los resultados en el contexto del 

protocolo de la FOUCh, se planificó realizar una nueva serie experimental que 

incluyera la realización de dicho control. 

En relación a los tejidos formados al interior del defecto, los resultados 

obtenidos evidenciaron que la implantación de constructo cargado con hDPSC 

favoreció la reparación y cierre del defecto mediante un tejido, en 

comparación al control negativo. En el área del defecto se observó la presencia 

de células distribuidas de modo homogéneo y asociadas a una matriz osteoide con 

las características clásicas de un proceso de regeneración (Kanczler y cols., 2020): 

fibras colágenas distribuidas al azar que forman fascículos más gruesos y presentan 

un proceso de maduración, desarrollando una estructura más organizada, 

favoreciendo así la formación de núcleos de mineralización. Esos resultados son 

compatibles con otros autores (Collignon y cols., 2018; Novais y cols., 2019; Pedroni 

y cols., 2019; Petridis y cols., 2015) que describen patrones de regeneración 

similares al nuestro. 
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Sin embargo, los resultados de este trabajo de investigación no permiten 

determinar si efectivamente las células implantadas se diferencian hacia un linaje 

óseo para posteriormente secretar una MEC favorable con el proceso regenerativo; 

o si dichas células presentan un efecto paracrino con las células del hospedero, 

mediante la secreción de factores de crecimiento y moléculas de señalización.  

Una posibilidad es que células del hospedero hayan sido inducidas a migrar 

desde los cabos del defecto crítico, o por los vasos sanguíneos que se formaron. 

Sin embargo, es importante destacar que la formación de los núcleos de 

mineralización se produce tanto en la periferia como en el centro del defecto crítico, 

y no sólo en la periferia como se observa en el control negativo. Esto sugiere que 

las células pulpares sintetizarían dicho tejido. Sin embargo, es necesario el 

desarrollo de un mayor análisis para confirmar la sobrevida de las células pulpares 

al interior del defecto y el rol que desempeñaron en la formación de la matriz ósea.  

Varios autores relatan una baja tasa de supervivencia de células implantadas 

en defectos críticos (Leyendecker Jr y cols., 2018; Petridis y cols., 2015). Es 

probable que esto se deba a la falta de suministro de sangre y el consiguiente estrés 

ligado al microambiente hostil (tejido isquémico, estrés oxidativo, hipoxia, pérdida 

de nutrientes y de matriz extracelular) que encuentran en el hospedero (Collignon y 

cols., 2018). Además, las células pueden experimentar modificaciones que 

conducen a la senescencia replicativa o diferenciación en un tipo de célula no 

deseable (Pedroni y cols., 2019) 

Dichas interrogantes deben ser tratada antes de transferir estos enfoques 

terapéuticos en el humano, ya que podría ayudar a comprender mejor los 

mecanismos en juego y luego impulsar y estandarizar los ensayos clínicos. 

Otra estructura que se observó en el tejido neoformado fueron vasos 

sanguíneos. La neovascularización es de extrema importancia en la ingeniería de 

tejidos, porque aporta los nutrientes necesarios para la formación del nuevo tejido 

(de Cara y cols., 2019). Numerosos estudios asocian el éxito de los procesos 

regenerativos al establecimiento de una red vascular completamente funcional 

dentro del tejido neoformado para permitir su supervivencia. (Chen Y. y cols., 2020; 

Novais y cols., 2019; Qu y cols., 2020).  
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Se ha reportado en la literatura que las células madre pulpares pueden 

diferenciarse en células similares al endotelio (Chen Y. y cols., 2020). Además, se 

ha planteado que, en condiciones hipóxicas, la actividad angiogénica paracrina de 

estas células podría ser mayor, ya que en estudios in vitro se ha visto una mayor 

expresión de factores de angiogénesis, como VEGF, SDF-1 y PDGF (Dreyer y cols., 

2017; Qu y cols., 2020). También se ha descrito que la estimulación de la formación 

de vasos mediante factores angiogénicos podría aumentar la formación de hueso y 

la curación de fracturas en modelos in vivo (Francois & Yaszemski, 2019). Sin 

embargo, al igual que con el tejido óseo, no se logró establecer qué población 

celular se diferenció o participó en la formación de esos vasos, ya que pudo ser el 

hospedero, la diferenciación de las células pulpares, o una combinación de ambas. 

Otro tejido observado al interior del defecto fue tejido cartilaginoso. La 

evidencia establece que, desde un punto de vista embriológico, las células 

derivadas de la cresta neural contribuyen a la formación de los tejidos de la región 

craneofacial (Pisciotta y cols., 2020). El hueso parietal de la calvaria se forma por 

un proceso óseo intramembranoso y se esperaría que sus defectos se curen a 

través de los mismos mecanismos (Collignon y cols., 2018). Una posibilidad es que 

esta diferenciación condrogénica tenga relación con el microambiente hostil en el 

que se encuentran implantadas las células, ya que se ha descrito que las 

condiciones hipóxicas favorecen la diferenciación hacia condrocitos de varias MSC 

(Bornes y cols., 2015). De este modo el ambiente in vivo puede presentar una mayor 

importancia respecto al patrón u origen embriológico de las células, guiando el 

proceso de regeneración ósea mediante la osificación endocondral. 

La osificación endocondral en ingeniería tisular ha sido considerado como 

prometedor en la formación de hueso, ya que induce naturalmente la 

vascularización en el sitio del implante (Kanczler y cols., 2020; Knuth y cols., 2019). 

Se ha descrito en el proceso de osificación endocondral, que cuando comienza la 

diferenciación hipertrófica, los condrocitos secretan factores como ANG-1, PDGFA 

y VEGF, que ayudarían en el reclutamiento de la vascularización cercana a la 

plantilla del cartílago, lo que finalmente dará como resultado un suministro de 

células pre-osteoblásticas al sitio de la lesión (Han S. y cols., 2020).  
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Se ha planteado además, que células progenitoras diferenciadas en 

condrocitos persistirían dentro de la matriz ósea y contribuirían directamente a la 

formación de hueso al sufrir una transdiferenciación a células similares a los 

osteoblastos (Knuth y cols., 2019). Esta investigación contrasta con la evidencia 

clásica, donde se cree que después de la diferenciación hipertrófica de los 

condrocitos, la apoptosis es su único destino (Gibson y cols., 1995). Por el contrario, 

un subconjunto de ellos sería capaz de transdiferenciarse en osteoblastos o células 

similares a los osteoblastos, ayudando aún más en el proceso de formación ósea. 

Por lo tanto, analizar los procesos que llevan a la presencia de cartílago en el área 

del defecto representa un aporte significativo en la descripción de los mecanismos 

biológicos de regeneración ósea mediada por hDPSC. 

Para finalizar, una limitación de este estudio tiene relación con las 

características inmunológicas del modelo animal seleccionado, ya que la evidencia 

indica que la interacción entre las células del sistema esquelético y el sistema 

inmune es importante para una reparación ósea fisiológica exitosa (Azi y cols., 

2016). Se ha descrito que durante la remodelación ósea, linfocitos T y B infiltrados 

en el sitio de la fractura están involucradas en el proceso de reparación ósea, ya 

que linfocitos Th2 y T reguladores influyen negativamente en la maduración de los 

osteoclastos (Gómez-Barrena y cols., 2015; Schindeler y cols., 2008), sin embargo, 

las células Th17 muestran un efecto positivo sobre la osteoclastogénesis (Vernal & 

Garcia-Sanz, 2008). Otros estudios han informado que ratones que carecen de 

neutrófilos, macrófagos y linfocitos T y B parecen haber acelerado la reparación de 

fracturas en comparación con aquellos con un sistema inmunitario completamente 

competente (Loi y cols., 2016; Rambhia & Ma, 2019). 

Si bien se han realizado numerosos estudios sobre las características 

inmunomoduladoras de las MSC (Demircan y cols., 2011; Ducret y cols., 2016; El-

Hashash, 2020; Z. Li y cols., 2014; Zhang y cols., 2009), la evidencia es 

prácticamente nula respecto a cómo responde un sistema inmune competente a la 

implantación de hDPSC indiferenciadas en el contexto de regeneración ósea. La 

comprensión de las complejas interacciones entre el sistema inmune y las células 

madre brinda oportunidades para optimizar la reparación ósea y otros procesos 
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regenerativos mediante la modulación de la respuesta inflamatoria (Lu y cols., 

2017). Esto podría mejorar potencialmente la calidad de vida en casos de 

traumatismo, infección, osteonecrosis, defectos óseos y otras lesiones 

musculoesqueléticas.  

En base a los resultados presentados en este trabajo, y los antecedentes 

previamente discutidos, es posible confirmar parcialmente la hipótesis de trabajo 

planteada, que establece que “las células pulpares humanas obtenidas mediante 

protocolo desarrollado en el Laboratorio de Histo-Morfología Oral de la FOUCh 

presentaron características de célula madre y participaron en la neoformación tisular 

al interior del defecto critico de calota de ratón”, ya que, por una parte, se demostró 

la validez del protocolo presentado para obtención y cultivo de hDPSCs; y por otra, 

que la utilización del constructo con hDPSCs permite la formación de un nuevo tejido 

que cierra el defecto crítico en el período de estudio, y por el contrario, sin la 

presencia de este constructo, no hay neoformación tisular. Sin embargo, la falta de 

un control negativo de constructo sin células, en el modelo in vivo de regeneración 

ósea, condiciona la certeza de establecer, que las hDPSCs implantadas participan 

en la neoformación tisular al interior del defecto critico de calota de ratón. 
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EXPECTATIVAS  

La reconstrucción de defectos óseos críticos maxilofaciales representa un 

desafío importante en las áreas de odontología y medicina, y son el objetivo principal 

de varios grupos de investigación. Con este objetivo en mente, la pulpa dental es 

una fuente prometedora de poblaciones celulares con características de células 

madre, con una alta capacidad de diferenciación y una técnica de recolección no 

invasiva que se puede realizar después de la extracción dental de rutina. Los 

enfoques actuales buscan facilitar la reparación ósea al proporcionar un 

microambiente adecuado y propicio que no interfiera con los procesos regenerativos 

nativos mientras los acelera sinérgicamente. 

Los resultados in vitro e in vivo, junto con la identificación de las fortalezas y 

limitaciones de este estudio, respaldan la realización de nuevas investigaciones, 

tanto para verificar la presencia de células humanas al interior de los defectos, y el 

origen de especie de los tejidos neoformados; así como para poder identificar en 

detalle los mecanismos celulares y moleculares que median totalmente la 

reparación ósea inducida por hDPSCs. 
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CONCLUSIONES  

 

 

1. El protocolo de cultivo presentado permite la obtención de poblaciones 

celulares con características de hDPSC en la Facultad de Odontología de la 

Universidad de Chile.  

2. La concentración de FBS como suplemento a medio de cultivo basal, y el 

número de pasajes de replicación, puede modificar las poblaciones celulares 

obtenidas. 

3. A partir de los procedimientos efectuados, fue posible la elaboración de 

constructo con hDPSCs, el cual fue implantado exitosamente en modelo in 

vivo en dependencias de la Facultad de Odontología de la Universidad de 

Chile.  

4. La implantación de constructo con hDPSCs en defecto critico de calota de 

ratón, contribuye positivamente en el proceso de regeneración de la lesión. 
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ANEXOS:  

 

ANEXO 1: APROBACIÓN DE PROYECTO CONICYT PAI N° 79160076 
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ANEXO 2: MODELO DE CONSENTIMIENTO INFORMADO.   
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ANEXO 3: AUTORIZACIÓN DE CONSENTIMIENTO INFORMADO 
POR PARTE DE COMITÉ DE ÉTICA CIENTÍFICO. 
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ANEXO 4: PROTOCOLO DE TÉCNICA DE INMUNOFLUORESCENCIA 
PARA EVALUAR DIFERENCIACIÓN OSTEOGENICA EN 
LABORATORIO DE HISTO-MORFOLOGIA ORAL DE LA FOUCH. 

 

• Fijar muestra con paraformaldehido al 4% durante 30 minutos a 4°C 

• Lavar con PBS 1X, 3 veces durante 5 minutos 

• Permeabilizar células con Triton™ X-100 0,2% (Sigma-Aldrich©) en 3.6% de 

formaldehido durante 10 minutos. 

• Bloquear reacción con PBS/BSA al 1% durante 1 hora.  

• Lavar con PBS 1X 2 veces 

• Incubar marcador nuclear 4',6-diamidino-2-fenilindol (DAPI) (Invitrogen D1306) 

durante una hora 

• Incubar anticuerpo primario Osteocalcin Antibody (23418-1-AP) (Invitrogen) 

1:200, durante 10 minutos 

• Lavar con PBS 1X, 2 veces. 

• Incubar con fluoróforo Alexa Fluor® 488 (color verde) (Invitrogen™), a una dilución 

de 1/1000 durante 10 minutos 

• Lavar con PBS 1X, 2 veces. 

• Incubar con 0.5 µg/ml de rodamina-faloidina en PBS durante 15 minutos. 

• Lavar con PBS 1X, 2 veces. 

• Secado y montaje (DAKO®) para su posterior observación en microscopio 

confocal (LSM 880 AiryScan (Zeiss ©). 
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ANEXO 5: PROTOCOLO DE TÉCNICA DE INMUNOFLUORESCENCIA 
PARA EVALUAR DIFERENCIACIÓN NEURONAL EN LABORATORIO 
DE HISTO-MORFOLOGIA ORAL DE LA FOUCH. 

 

• Fijar muestra con paraformaldehido al 4% durante 30 minutos a 4°C 

• Lavar con PBS 1X, 3 veces durante 5 minutos 

• Permeabilizar células con Triton™ X-100 0,2% (Sigma-Aldrich©) en 3.6% de 

formaldehido durante 10 minutos. 

• Bloquear reacción con PBS/BSA al 1% durante 1 hora.  

• Lavar con PBS 1X, 2 veces 

• Incubar marcador nuclear 4',6-diamidino-2-fenilindol (DAPI) DAPI Staining 

Solution (ab228549) Abcam©  

• Incubar anticuerpo primario Anti-NeuN antibody, ab279297, Abcam©; Anti-

GFAP antibody, ab4674, Abcam©) 1:200, durante 10 minutos 

• Lavar con PBS 1X, 2 veces. 

• Incubar con fluoróforo Alexa Fluor® 488 (color verde) (Abcam©), a una dilución 

de 1/1000 durante 10 minutos 

• Lavar con PBS 1X, 2 veces. 

• Secado y montaje (DAKO®) para su posterior observación en microscopio 

confocal (LSM 880 AiryScan (Zeiss ©). 
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ANEXO 6: AUTORIZACIÓN COMITÉ DE INSTITUCIONAL DE 
CUIDADO Y USO DE ANIMALES DE EXPERIMENTACIÓN (CICUA) 
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ANEXO 7: CERTIFICADO DE APROBACIÓN DE COMITÉ 
INSTITUCIONAL DE BIOSEGURIDAD (CIB) 
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ANEXO 8: PROTOCOLO DE SUPERVISIÓN PARA ROEDORES 
MODIFICADO DEL PROTOCOLO PROPUESTO POR MORTON Y 
GRIFFITHS (MORTON & GRIFFITHS, 1985) 

Protocolo de supervisión para roedores de laboratorio 

Variable Rangos Puntuación 

 

Pérdida de peso 

(de 0 a3) 

• Normal (no hay pérdida de peso o el animal crece 

normalmente). 

• Pérdida de peso inferior al 10%. 

• Pérdida de peso entre el 10% y 20%. Posible 

alteración en el aspecto o cantidad de heces. 

• Pérdida de peso superior al 20%, el animal con 

consume agua ni alimento. 

0 

1 

 

2 

 

3 

 

Aspecto 

(de 0 a3) 

• Normal. 

• Pelo en mal estado. 

• Pelo en mal estado y/o presencia de secreciones 

oculares o nasales. 

• Postura anormal. 

0 

1 

2 

 

3 

Comportamiento 

espontáneo 

(de 0 a3) 

• Normal. 

• Pequeños cambios. 

• Inactividad 

• Automutilación, vocalizaciones anormales, animales 

muy inquietos o inmóviles. 

0 

1 

2 

3 

Comportamiento en 

respuesta a 

manipulación 

(de 0 a3) 

• Normal. 

• Pequeños cambios. 

• Cambios moderados 

• Animales agresivo o comatoso 

0 

1 

2 

3 

 

Constantes Vitales 

(de 0 a3) 

• Normal. 

• Pequeños cambios. 

• Cambios en la temperatura corporal de 1-2ºC, 

incremento del 30% en frecuencia Cardiaca o 

respiratoria. 

• Cambios en la temperatura corporal de >2ºC, 

incremento del 50% en frecuencia Cardiaca o 

respiratoria. 

0 

1 

 

2 

 

 

3 

Puntuación Total   

 

Nota: cuando un animal obtiene una puntuación de 3 en más de un parámetro todas las 

3 pasan a 4. 

Las medidas correctoras sugeridas en función de la puntuación obtenida para cada 

animal son las siguientes: 

Puntuación: 

Desde 0-4               normal 

Desde 5-9               supervisar cuidadosamente considerar el uso de analgésicos 

Desde 10-14  sufrimiento intenso: administrar analgésicos (¿eutanasia?) 

Desde 15-20  eutanasia  
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Niveles de Dolor o Aflicción 

A. Mínimo dolor y estrés: Mínima molestia de los animales durante procedimientos NO 

QUIRÚRGICOS. Ejemplos: sujeción para observación o exámenes físicos, toma de 

muestras de sangre, inoculación de sustancias en pequeñas cantidades por vía 

subcutánea, intramuscular, intravenosa, intraperitoneal u oral, pero no intratorácica o 

intracardiaca (Categoría B), estudios agudos sin supervivencia en los cuales los 

animales son completamente anestesiados y no recobran la conciencia, períodos cortos 

de privación de agua y comida (equivalentes a los que podrían ocurrir en condiciones 

naturales) o modificaciones ambientales leves, métodos de eutanasia con rápida 

pérdida de conciencia (sobredosis de anestésicos, decapitación luego de sedación o 

anestesia). 

B. Dolor asistido por medidas apropiadas: Mínima dolor o aflicción debido al uso de 

medicamentos apropiados para disminuir o eliminar las molestias de los animales. Es 

el caso de la mayoría de los procedimientos QUIRÚRGICOS asociados a protocolos 

anestésicos y analgésicos apropiados. Ejemplos: canulación o cateterización de vasos 

sanguíneos o cavidades corporales bajo anestesia; cirugías menores bajo anestesia 

general o local tales como biopsias, laparoscopía; cirugías mayores bajo anestesia 

general con recuperación subsiguiente; sujeción o inmovilización por tiempos cortos 

pero que por observación evidencian leve disconfort o stress del animal; tiempo 

prolongado (varias horas) de inmovilización; inducción de conductas estresantes; 

inducción de anormalidades anatómicas, fisiológicas o enfermedades que ocasionan 

dolor o stress pero que esta aliviado por medidas apropiadas. Procedimientos en esta 

categoría no deberían causar cambios significativos en la apariencia general del animal 

ni en parámetros tales como frecuencia cardiaca, respiratoria, excreción urinaria y fecal, 

o comportamiento social. 

C. Dolor no asistido por medidas apropiadas: Dolor o aflicción sin el uso de 

medicamentos para disminuir o eliminar las molestias de los animales. Si existen 

animales en esta categoría, el investigador debe tener una clara y sólida justificación. 

Ejemplos: exposición a noxas o agentes cuyos efectos son desconocidos; exposición a 

drogas o químicos en niveles que pueden causar la muerte, dolor severo o gran stress; 

estudios de comportamiento en los cuales el nivel de stress producido se desconoce; 

uso de relajantes musculares o drogas que producen parálisis sin usar previa anestesia; 

quemaduras o traumas dolorosos en animales conscientes; y todo otro procedimiento 

que pueda ocasionar stress severo u ocasione dolor intenso que no pueda ser aliviado 

por analgésicos (por ejemplo ensayos de toxicidad o infecciones experimentales en los 

cuales el final del experimento es la muerte del animal). Exposición a drogas o químicos 

en niveles incompatibles con los sistemas fisiológicos y que induzcan un malestar 

crónico sin medidas paliativas. Los estudios asociados a esta categoría no debiesen 

ser muy prolongados o de severo daño clínico para disminuir al máximo el tiempo de 

exposición al dolor y aflicción. El malestar puede detectarse por marcada anormalidad 

en los patrones de comportamiento, ausencia de “acicalamiento”, deshidratación, 

“vocalización” anormal, anorexia prolongada; letargia; trastornos al caminar y moverse, 

o signos clínicos severos de infección local o sistémica.  
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ANEXO 9: PROTOCOLO DE TINCIÓN DE HEMATOXILINA/EOSINA 
DE LABORATORIO DE HISTO-MORFOLOGIA ORAL DE LA FOUCH. 

La Hematoxilina-Eosina (H/E) es una de las técnicas básicas de tinción 

utilizada en histología. La técnica establece la aplicación de hematoxilina, que por 

ser catiónica o básica, tiñe estructuras ácidas (basófilas) en tonos azul y púrpura, 

como por ejemplo los núcleos celulares; y el uso de eosina, que tiñe componentes 

básicos (acidófilos) en tonos de color rosa, gracias a su naturaleza aniónica o ácida, 

tales como el citoplasma (Feldman & Wolfe, 2014). 

 

PROTOCOLO 

• Desparafinar cortes mediante baños de 10 minutos en xileno (2 baños), 

alcohol 100º (2 baños), alcohol 95º (2 baños) y agua destilada (2 baños) de 

forma secuencial.  

• Sumergir muestras desparafinadas en hematoxilina de Harris durante 2 

minutos. 

• Lavar en agua corriente por 3 minutos. 

• Sumergir por 3 minutos en eosina 

• Lavado con agua corriente por 3 minutos 

• Deshidratar los cortes recién teñidos en alcohol en concentraciones 

crecientes 95º y 100º (2 baños de 10 min c/u) y xilol (2 baños de 10 min c/u), 

para su montaje final con cubreobjetos usando el polímero de metacrilato Flo-

Tex (Laboratorios Lerner). 
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ANEXO 10: PROTOCOLO DE TINCIÓN TRICRÓMICO DE MASSON-
GOLDNER DE LABORATORIO DE HISTO-MORFOLOGIA ORAL DE 
LA FOUCH. 

 

La técnica de tricrómico de Masson-Goldner permite observar los núcleos 

celulares de color pardo oscuro a negro; la matriz fibrosa madura (fibra de colágeno 

tipo I del tejido óseo maduro) de color verde azulado; citoplasma, musculatura y 

tejido osteoide de color rojo o marrón claro; y eritrocitos de color anaranjado 

luminoso.  

Para esta tinción se usó el Kit de tinción “Masson-Goldner Merk (Art. 

1.00485.0001)” 

 

PROTOCOLO 

• Desparafinar cortes mediante baños de 10 minutos en xileno (2 baños), 

alcohol 100º (2 baños), alcohol 95º (2 baños) y agua destilada (2 baños) de 

forma secuencial.  

• Sumergir muestras desparafinadas en hematoxilina férrica de Weigert 

durante 5 minutos. 

• Lavar en agua corriente por 3 minutos. 

• Lavar con acido acético 1% durante 30 segundos. 

• Sumergir muestras en azofloxina por 10 minutos. 

• Lavar con ácido acético 1% durante 30 segundos. 

• Sumergir muestras en solución de ácido fosfo-volfrámico (ácido 

fosfotúngstico)-anaranjado G por 1 minuto. 

• Lavar con ácido acético 1% durante 30 segundos 

• Sumergir muestras en Verde luz SF en solución durante 2 minutos 

• Lavar con ácido acético 1% durante 30 segundos 

• Deshidratar los cortes recién teñidos en alcohol en concentraciones 

crecientes 95º y 100º (2 baños de 10 min c/u) y xilol (2 baños de 10 min c/u), 

para su montaje final con cubreobjetos usando el polímero de metacrilato Flo-

Tex (Laboratorios Lerner). 


