
 
Universidad de Concepción 

Dirección de Postgrado 
Facultad de Ciencias Biológicas  

Programa de Doctorado en Biotecnología Molecular 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

DESARROLLO DE UN ADAMIAJE DE MATRIZ 
EXTRACELULAR PARA MODELOS DE CANCER ÓSEO 

 
 
 
 
 
 

Tesis para optar al grado de Doctor en Biotecnología Molecular 
 

 
 
 
 

FRANCISCO JAVIER VERDUGO AVELLO 
CONCEPCIÓN-CHILE 

2024 
 
 
 
 

Profesor Guía: Jorge R. Toledo Alonso 
Dpto. de Fisiopatología, Facultad de Ciencias Biológicas 

Universidad de Concepción



 ii 

 Esta tesis ha sido realizada en el Departamento de Fisiopatología de la Facultad de 
Ciencias Biológicas, Universidad de Concepción. 
 
 
Profesores integrantes Comisión Evaluadora: 
 
      
        
            
      ______________________________ 

Dr. Jorge R. Toledo Alonso 
Profesor Guía de Tesis  
Facultad de Ciencias Biológicas     
 
 
 
_______________________ 

      Dra. Soraya E. Gutiérrez Gallegos 
Facultad de Ciencias Biológicas  
 
 
 
_______________________ 

Dra. Carolina P. Gómez Gaete 

Facultad de Farmacia    
 
 
 
 
_______________________ 

Dr. Juan P. Acevedo Cox 

Profesor Evaluador Externo 

Facultad de Medicina 
Universidad de los Andes 
     
 
 
_______________________ 

Dra. Raquel Montecino Segui 

Directora 
Programa Doctorado en Biotecnología Molecular 
 

 

 



 iii 

No se autoriza la reproducción total o parcial, con fines académicos, por cualquier 

medio o procedimiento, incluyendo la cita bibliográfica del documento.  

  



 iv 

DEDICATORIA 

 Este proyecto de Tesis de doctorado no hubiera sido posible sin el apoyo de mi 

familia, quienes entregaron su apoyo, tiempo de vida y amor durante los momentos más 

arduos para promover el avance durante esta etapa de desarrollo profesional. 

 

AGRADECIMIENTOS 

 Este proyecto fue realizado gracias al apoyo recibido por parte del equipo docente del 

Programa de Doctorado en Biotecnología Molecular, de la Facultad de Ciencias Biológicas 

de la Universidad de Concepción, en especial a mi referente, supervisor y guía Jorge R. 

Toledo, pero también a los profesores Raquel Montecino, Coralia Rivas e Iván González por 

su apoyo durante estos cuatro años.  

As su vez varios docentes de la misma casa de estudios realizaron una contribución 

al proyecto en varios aspectos, destacando la utilización de infraestructura de la Facultad de 

Medicina con la Unidad de Anatomía Patológica a cargo de la Prof. Dra. Carolina Delgado 

Schneider, Facultad de Ingeniería a través del Prof. Dr. Carlos Medina Muñoz, Facultad de 

Ciencias Químicas con el Prof. Dr. Bruno Urbano Cantillana y de la Facultad de Química y 

Farmacia con la Prof. Dra. Carolina Gómez Gaete.  

Finalmente, como todo proyecto de investigación biomédico, se agradece el tiempo y 

colaboración de funcionarios del Hospital Clínico Regional Dr. Guillermo Grant Benavente del 

Servicio Salud Concepción, especialmente a la Unidad Local de Procuramiento, Equipo de 

Coloproctología y Equipo de Cadera del Hospital Traumatológico de Concepción.  

 

  



 v 

TABLA DE CONTENIDOS 

 

TABLA DE CONTENIDOS ..................................................................................... v 

ÍNDICE DE TABLAS………………………………………………………………….vii 

ÍNDICE DE ILUSTRACIONES………………………………………………………viii 

RESUMEN.............................................................................................................. ix 

ABSTRACT………………………………..............................................................xi 

1. INTRODUCCIÓN……………………………………………………………………..1 

2. HIPÓTESIS……………………………………………………………………………6 

3. OBJETIVOS…………………………………………………………………………..7 

 3.1 Objetivo General…………………………………………………………….7 

3.2 Objetivos específicos……………………………………………………….7 

4. MARCO TEÓRICO…………………………………………………………………..8 

 4.1 El tejido óseo………………………………………………………………...8 

4.2 La Matriz extracelular ósea………………………………………………..11 

4.3 Andamiajes celulares para ingeniería de tejidos…………………..……16 

4.4 Biomecánica del andamiaje celular………………………………………19 

4.5 Andamiajes celulares compuestos……………………………………….21 

4.6 Las patologías óseas………………………………………………………24 

4.7 Modelos óseos in vitro……………………………………………………..25 

4.8 El cultivo celular 3D………………………………………………………..27 

4.9 Modelos avanzados de cáncer óseo in vitro…………………………….28 

     V. METOLOGÍA…………………………………………………………………….32 

5.1 Procesamiento de hueso humano……………………………………….32 

5.1.1 Descelularización ósea…………………………………………32 

5.1.2 Procesamiento del hueso……………………………………….32 

5.1.3 Análisis de descelularización…………………………………...33 

5.2 Preparación de hidrogel compuesto……………………………………..34 

5.3 Caracterización físico química……………………………………………35 

5.3.1 Espectroscopía infrarroja transformada de Fourier ………………….35 

5.3.2 Microscopía electrónica de barrido…………………………….35 

5.3.3 Microscopía electrónica de transmisión……………………….35 

5.3.4 Test de hinchamiento……………………………………………36 

  5.3.5 Caracterización reológica………………………………………36 

5.4 Test de impresión 3D de microextrusión………………………………..36 



 vi 

5.5 Cultivo celular………………………………………………………………37 

5.5.1. Células MCF7 y Saos2…………………………………………37 

5.5.2. Cultivo Primario de células madre mesenquimales derivadas 

de tejido adiposo……………………………………………………………….38 

5.6 Evaluación de biocompatibilidad…………………………………………39 

5.6.1. Evaluación de toxicidad in vitro mediante tinción de calceina 

AM etidio homodimero-1………………………………………………………39 

5.6.2 Evaluación de viabilidad in vitro mediante ensayo con medio 

condicionado……………………………………………………………………39 

5.6.3 Morfología de los constructos por histología…………………..40 

5.6.4. Tinción con rojo de alizarina……………………………………41 

5.6.5 Microscopía confocal……………………………………………41 

5.7 Inmunofluorescencia………………………………………………………42 

5.8 Inmunohistoquímica……………………………………………………….44 

5.9 Cuantificación de la rigidez de la matriz…………………………………45 

5.10 Ensayo de citotoxicidad de quimioterapéutico ….……………………45 

VI. RESULTADOS…………………………………………………………………….46 

 6.1 Descelularización………………………………………………………….46 

6.2 Caracterización físico-química……………………………………………47 

6.3 Test de impresión 3D………………………………………………………55 

 6.4 Análisis de biocompatibilidad……………………………………………..56 

6.5 Análisis con microscopia combinada…………………………………….64 

 6.6 Caracterización de mineralización……………………………………….65 

 6.7 Inmunofluorescencia……………………………………………………....68 

 6.8 Análisis reológico…………………………………………………………..70 

6.9 Inmunohistoquímica……………………………………………………….72 

 6.10 Toxicología “drug screening”……………………………………………73 

VII. DISCUSIÓN………………………………………………………………………..76 

VIII. CONCLUSIONES………………………………………………………………..88 

VIII. REFERENCIAS…………………………………………………………………..89 

 

  



 vii 

ÍNDICE DE TABLAS 

 Tabla 1. Signos específicos y características de la matriz extracelular de diferentes 

enfermedades óseas…………………………………………………………………………………11 

Tabla 2. Medio osteogénico…………………………………………………………………43 

 

ÍNDICE DE ILUSTRACIONES 

Figura 1. Representación esquemática de la arquitectura ósea………………………..9 

Figura 2. Imágenes en relación a procesamiento de cabeza femoral humana donada 

por estudio CEC 19-06-42…………………………………………………………………………...46 

Figura 3. Microscopía electrónica de barrido de DBMP por tamiz de 200 m…………47 

Figura 4. Microscopía electrónica de barrido de DBMP por tamiz de 90 µm…………...48 

Figura 5. Gráfico de medición de micropartículas descelularizadas de hueso de mayor 

tamaño…………………………………………………………………………………………………48 

Figura 6. Espectroscopia infrarroja por transformada de Fourier (FT-IR) …………….49 

Figura 7. Test de hinchamiento del hidrogel gelatina metacrilada (GelMA, GM) y 

compuesto BG (BG1 y BG2) 

………………………………………………………………………………………………………….51 

Figura 8. SEM de hidrogeles por criofractura………………………………………….....52 

Figura 9. TEM de nanopartículas obtenidas del ensayo de medio condicionado…….53 

Figura 10. SEM-EDS del hidrogel compuesto con DBMP………………………………54 

Figura 11. Ensayo reológico para evaluación de las propiedades del hidrogel 

compuesto BG………………………………………………………………………………………..55 

Figura 12. Impresión 3D con el hidrogel compuesto…………………………………….56 

Figura 13. Gráficos de ensayo de viabilidad celular según ISO 10993-5……………..57 

Figura 14. Imagen de microscopía de inmunofluorescencia con células MCF7 con 

tinción de Calceina AM………………………………………………………………………………58 



 viii 

Figura 15. Imágenes de microscopía de inmunofluorescencia con ensayo 

LIVE/DEAD…………………………………………………………………………………………59 

Figura 16. Imágenes y gráficos del cultivo celular 3D para biofabricación de un modelo 

in vitro óseo 3D…………………………………………………………………………………….60 

Figura 17. Imágenes de microscopía óptica directa para contrastar la diferencia 

morfológica entre las líneas celulares…………………………………………………………….62 

Figura 18. Gráficos de cuantificación de viabilidad celular a los días 7, 14 y 21 de cultivo 

3D con líneas celulares de cáncer………………………………………………………………...63 

Figura 19. Imágenes de microscopía óptica directa de los montajes histológicos del 

cultivo celular 3D hasta los 21 días……………………………………………………………….64 

Figura 20. Análisis de microscopía óptica asociada a inmunofluorescencia de las 

estructuras celulares de Saos2 mediante tinción con rojo de alizarina y DAPI………………65 

Figura 21. Imágenes de microscopía óptica directa 10x de ensayo de 

osteodiferenciación con medio osteogénico en cultivo por 30 días……………………………66 

Figura 22. Imágenes de citometría de flujo para evaluación de marcadores de células 

madre mesenquimales………………………………………………………………………………67 

Figura 23. Microscopía de inmunofluorescencia confocal para evaluar presencia celular 

en relación con las DBMP en hidrogeles compuestos BG a los 14 días…………………………68 

Figura 24. Microscopía de inmunofluorescencia confocal de células Saos2 (A-C) y 

ADMSCs (D-F) a los 30 días de cultivo celular 3D………………………………………………..69 

Figura 25. Gráficos de ensayos reológicos de los hidrogeles con línea celular 

MCF7…………………………………………………………………………………………………..71 

Figura 26. Microscopía óptica directa de ensayo de inmunohistoquímica de cultivo 

celular 3D con línea celular MCF7………………………………………………………………….72 

Figura 27. Ensayo de IC50 con dos líneas celulares (A) Saos2 y (B) MCF7 con el 

quimioterápico docetaxel a diferentes concentraciones por 72 h……………………………….74 



 ix 

RESUMEN 

Los tumores y las metástasis en el tejido óseo son un problema sanitario relevante 

debido a su impacto en la salud y el bienestar. Los tumores óseos metastásicos y tumores 

malignos con un diagnóstico tardío presentan una tasa de supervivencia reducida, siendo 

inferior a un año para los pacientes metastásicos. Es urgente la necesidad de desarrollar 

medidas complementarias para mejorar la eficacia de las terapias farmacológicas actuales y 

también el reducir la duración del tratamiento para evitar una carga económica creciente en 

los pacientes y en el sistema sanitario. Los modelos óseos tridimensionales in vitro tienen la 

capacidad de simular al microambiente óseo en el laboratorio con la posibilidad de introducir 

células derivadas de pacientes a partir de biopsias de tejido de cáncer óseo para estudiar 

tratamientos personalizados que puedan conducir a terapias más efectivas y personalizadas 

para los pacientes. Sin embargo, para lograr una traslación clínica de los resultados in vitro se 

requiere de un biomaterial que pueda reproducir la fisiopatología del tejido óseo en sus 

propiedades que permita a las células adherirse, sobrevivir, expandirse y generar procesos de 

relación con la matriz extracelular.  

El objetivo de este trabajo fue el desarrollar un andamio tridimensional que simule la 

matriz extracelular ósea con la capacidad de biofabricación de modelos de tejido óseo in vitro 

que simulen patologías tumorales. Para esto se trabajó con células asociadas al cáncer óseo 

y otras relevantes para conformar modelos más complejos, tales como de cáncer de mama 

(MCF7), osteosarcoma (Saos2), pre-osteoblastos (MC3T3-E1) y cultivo primario (células 

madre mesenquimales derivadas de tejido adiposo). El modelo de ingeniería de tejidos se basó 

en un enfoque de hidrogel de gelatina metacrilada con el empleo de un componente biológico, 

en este caso micropartículas descelularizadas de hueso humano como parte de un biomaterial 

compuesto que fue validado mediante caracterización físico-químicas y biológicas.  

Se desarrolló un hidrogel compuesto por gelatina metacrilada y micropartículas óseas 

humanas con comportamiento pseudoplástico. Estas propiedades fueron validadas mediante 
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procedimientos de bioimpresión, mientras que la presencia de micro y nanopartículas óseas 

se confirmó mediante microscopía electrónica. La biocompatibilidad del hidrogel se evaluó a 

través de diversos ensayos para la cuantificación de la citocompatibilidad, incluyendo análisis 

por imágenes y mediciones moleculares. No se registraron efectos tóxicos, lo que indica que 

las células pudieron adherirse y proliferar dentro del andamiaje, manteniendo su viabilidad 

durante un período de hasta 30 días en cultivos celulares tridimensionales. Además, las 

diferentes validaciones demostraron ser compatible con procesos clínicos para distintos tipos 

de análisis celulares y moleculares. El hidrogel compuesto desarrollado en este trabajo 

contribuye a la inovación en la ingeniería de tejidos en el área músculo esqueletal, 

específicamente de biofabricación de tejido óseo y al reemplazo de modelos animales para 

estudios del tejido óseo por la sustitución de modelos in vitro. 
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ABSTRACT 

Bone tissue tumours and metastases are a significant healthcare problem due to their 

impact on health and well-being. Metastatic bone tumours and late-diagnosed malignant 

tumours have a reduced survival rate, being less than one year for metastatic patients. There 

is an urgent need to develop complementary measures to improve the efficacy of current drug 

therapies and also to reduce treatment time to avoid an increasing economic burden on patients 

and the healthcare system. Three-dimensional in vitro bone models can simulate the bone 

microenvironment in the laboratory, offering the possibility of introducing patient-derived cells 

from bone cancer tissue biopsies to study personalized treatments that may lead to more 

effective and personalized therapies for patients. However, achieving clinical translation of in 

vitro results requires a biomaterial that can reproduce the pathophysiology of bone tissue in its 

properties, allowing cells to adhere, survive, expand, and generate processes related to the 

extracellular matrix.  

The objective of this work was to develop a three-dimensional scaffold that simulates 

the bone extracellular matrix and is capable of biofabricating in vitro bone tissue models that 

mimic tumour pathologies. To this end, we worked with cells associated with bone cancer and 

other relevant cells to form more complex models, such as breast cancer (MCF7), 

osteosarcoma (Saos2), pre-osteoblasts (MC3T3-E1), and primary cultures (adipose-derived 

mesenchymal stem cells).  

The tissue engineering model was based on a methacrylated gelatin hydrogel approach 

using a biological component, in this case decellularized human bone microparticles as part of 

a composite biomaterial that was validated through physicochemical and biological 

characterization. A hydrogel composed with pseudoplastic behaviour was developed. These 

properties were validated using bioprinting procedures, while the presence of bone micro- and 

nanoparticles was confirmed by electron microscopy. The hydrogel's biocompatibility was 

evaluated through various cytocompatibility quantification assays, including imaging analysis 



 xii 

and molecular measurements. No toxic effects were recorded, indicating that cells were able 

to adhere and proliferate within the scaffold, maintaining their viability for up to 30 days in three-

dimensional cell cultures. Furthermore, the various validations demonstrated its compatibility 

with clinical processes for various types of cellular and molecular analyses. The composite 

hydrogel developed in this work contributes to innovation in musculoskeletal tissue 

engineering, specifically in the biofabrication of bone tissue, and to the replacement of animal 

models for bone tissue studies with in vitro models.
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I. INTRODUCCIÓN 

Las enfermedades óseas están presentes en todo el mundo y la gran mayoría de ellas 

aún carecen de un tratamiento terapéutico específico. Con frecuencia, la población de mayor 

edad experimenta un dolor considerable y posiblemente una discapacidad, mientras que 

muchas personas más jóvenes a menudo se ven afectadas por enfermedades óseas 

relacionadas con lesiones. Un informe reciente estimó que 1.71 mil millones de personas 

tienen una afección musculoesquelética en el mundo, como cáncer de hueso y osteoporosis, 

entre muchas otras (1). Por ejemplo, la osteoporosis por sí sola está afectando a más de 200 

millones de personas, causando algún grado de discapacidad y predisponiendo a fracturas, 

un contribuyente mayor a la necesidad mundial de rehabilitación. Además, debido a la 

comunicación cruzada permanente del hueso con diferentes células, tejidos y órganos, 

inevitablemente la presencia de afecciones relacionadas con los huesos puede aumentar el 

riesgo clínico de desarrollar enfermedades cardiovasculares y/o mentales asociadas (2). La 

mayoría de estas afecciones óseas aún se tratan sin terapias curativas definitivas y muchas 

de ellas solo tienen indicaciones de suplementos dietéticos o escaleras de tratamiento 

interminables, por ejemplo, con medicamentos antiinflamatorios, que no se dirigen eficazmente 

a las raíces de la enfermedad, sino simplemente a sus síntomas (3). Un ejemplo bien conocido 

de enfermedades óseas son los tumores óseos y las metástasis, estos pueden desequilibrar 

aún más la homeostasis y actualmente existe una falta de efectividad terapéutica debido 

principalmente al producto de la variabilidad biológica interpersonal en contraposición al diseño 

terapéutico enfocado en un paciente estándar o promedio (4). Hoy en día, se sabe que la 

homeostasis ósea mantenida por el componente celular se altera por las interacciones 

producidas por las células cancerosas, lo que suele evidenciarse por una sobreexpresión de 

citocinas que estimulan la resorción ósea (p. ej. cascada RANK-RANKL-OPG en cáncer de 

mama avanzado) (5). Las interacciones tumor-hueso juegan un papel fundamental en el 

diseño terapéutico, pero esta interacción entre componentes celulares varía entre pacientes 
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con la misma enfermedad y la remodelación puede verse afectada por diversos estímulos 

mecánicos y moleculares debido a las diferencias étnicas, el envejecimiento, la menopausia y 

el tipo y duración de su actividad física típica que determinan variaciones en las respuestas a 

diferentes fármacos (6-8). Además, en algunos casos, como en el cáncer de mama avanzado 

con metástasis óseas, hay una transformación de células epiteliales a mesenquimales con 

múltiples mutaciones genéticas desde el primer diagnóstico anatomopatológico (es decir, 

Hipótesis de Goldie-Coldman), lo que provoca una heterogeneidad tumoral dependiente del 

paciente (9). Por lo tanto, la variabilidad entre pacientes influye en el pronóstico del cáncer, 

por lo que es obligatorio adaptar las terapias a las características individuales de los pacientes 

para mejorar la efectividad general. 

En el proceso de desarrollo de fármacos, más de la mitad de todos los fármacos 

fracasan en los ensayos clínicos de Fase II y Fase III debido a la falta de eficacia, y alrededor 

de otro tercio fracasan debido a problemas de bioseguridad, con un promedio de inversión que 

oscila entre $161 millones y $4,54 mil millones y entre $944 millones y $4,54 mil millones para 

fármacos contra el cáncer (10-12). La industria biotecnológica ha mejorado varias técnicas una 

vez que se ha demostrado la eficacia de un nuevo compuesto in vivo, generalmente con 

modelos de roedores (13-15), sin embargo, es difícil homologar la misma acción en pacientes 

debido a la variabilidad en las vías intracelulares del segundo mensajero, así como a las 

respuestas inmunológicas drásticamente diferentes en roedores en comparación con los 

humanos (16, 17). Las técnicas de cribado de alto rendimiento (HTS) existentes se basan 

principalmente en cultivos celulares en monocapa (2D), que difieren en gran medida de la 

matriz extracelular (MEC) humana tridimensional (3D) (18, 19). Los ensayos bioquímicos y de 

expresión génica en 2D no logran predicciones adecuadas cuando se emplean en la función 

de los genes a nivel posterior de un tejido u órgano (13). La necesidad de mejorar los métodos 

actuales de desarrollo de nuevos fármacos contra enfermedades óseas, como por ejemplo 
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tumores óseos y metástasis, es imperativa, ya que los modelos in vivo e in vitro actuales no 

han demostrado la efectividad necesaria para los pacientes de hoy (17). 

Los sistemas innovadores de plataformas basadas en células y tejidos que pueden 

asemejarse mejor al comportamiento fisiológico humano, junto con las tecnologías de ensayos 

emergentes, han dado como resultado modelos mejorados que pueden cambiar el proceso de 

descubrimiento/desarrollo de fármacos. El empleo simultáneo de células derivadas de 

pacientes, modelos de cultivo celular en 3D, bioimpresión, dispositivos microfluídicos, 

automatización, entre otros, puede brindar nuevas oportunidades para tener éxito en el 

descubrimiento de fármacos asociados a enfermedades óseas (18).  

Los tumores óseos y las metástasis pueden plantear importantes problemas sanitarios 

debido a su impacto en la salud y el bienestar general de los pacientes. Los tumores óseos 

primarios, originados en el propio hueso, en general son de baja incidencia comparado con la 

enfermedad ósea metastásica (tumores secundarios), en la que el cáncer se propaga a los 

huesos desde otros tejidos u órganos provienen principalmente de otros cánceres comunes 

como el de mama, pulmón, próstata (19). El cáncer óseo puede provocar diversas 

complicaciones, tales como dolor óseo, pérdida de masa ósea, fracturas, daño a los nervios e 

incluso parálisis si afectan a la médula espinal (20-22). El cáncer de huesos es relativamente 

poco común en comparación con otros tipos de cáncer,  las tasas de incidencia en los Estados 

Unidos estiman que en el año 2024 se diagnosticarán alrededor de 3970 casos nuevos de 

cáncer de huesos primario, con aproximadamente 2270 casos en hombres y 1700 en mujeres 

(23), representando menos del 1 % de todos los cánceres diagnosticados anualmente. Por 

ejemplo en el Reino Unido, el osteosarcoma representa menos del 1% de todos los casos 

nuevos de cáncer, con alrededor de 600 casos nuevos diagnosticados cada año (24). Esto 

contrasta con la situación de la metástasis ósea que es mucho más común, lo que representa 

un problema de salud importante, el 5,1% de los pacientes con cáncer en los Estados Unidos 
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son diagnosticados con metástasis ósea, lo que se traduce en alrededor de 18,8 casos por 

cada 100.000 personas al año (25). 

La probabilidad de desarrollar metástasis óseas varía significativamente según el tipo 

de cáncer, el cáncer de próstata tiene una incidencia muy alta, con estimaciones que varían 

del 18% al 29%(26). El cáncer de mama muestra una incidencia acumulada de 

aproximadamente el 64% en casos metastásicos (27). El cáncer de pulmón tiene una 

prevalencia de aproximadamente el 35% para aquellos con enfermedad metastásica (26, 27). 

En Chile, la prevalencia de metástasis óseas ha sido evidenciada ser particularmente común 

entre pacientes con cáncer de mama. Según un estudio de Lobos et al. (28) que incluyó a 822 

pacientes con diagnóstico de cáncer de mama, aproximadamente el 8,88% presentó 

metástasis ósea. Esta condición impacta significativamente la mortalidad de los pacientes, con 

una tasa de mortalidad del 74% observada en aquellos con metástasis ósea en comparación 

con el 16,69% en aquellos sin ella. El cáncer de mama es una de las principales causas de 

muerte por cáncer entre las mujeres en Chile, y el hueso se identifica como el sitio primario de 

metástasis en el 26-50% de los casos. Además, alrededor del 75% de los pacientes que 

mueren por cáncer de mama tienen metástasis óseas al momento de la muerte (28). 

El desarrollo de una plataforma óseo in vitro para estudiar el cáncer y la metástasis es 

relevante debido a su potencial para proporcionar conocimientos más profundos sobre los 

mecanismos de la enfermedad. Existen interacciones directas entre las células tumorales y el 

microambiente óseo que los modelos in vitro, en particular los sistemas tridimensionales (3D), 

pueden replicar, permitiendo a los investigadores estudiar cómo las células cancerosas 

invaden el tejido óseo, interactúan con las células óseas e influyen en los procesos de 

remodelación ósea (29, 30). Los modelos in vitro 3D pueden imitar la arquitectura y la 

composición de la MEC del tejido óseo, lo que proporciona una representación más precisa 

del microambiente tumoral (31, 32). Además, son fundamentales los modelos para el 

desarrollo y selección de fármacos, ya que con estos modelos se realizan las pruebas de 
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eficacia de los nuevos candidatos farmacéuticos a través de la selección de alto rendimiento 

de agentes quimioterapéuticos en un entorno controlado. Este enfoque puede generar datos 

preclínicos más confiables que predicen mejor los resultados clínicos (29, 33). Por otro lado, 

al utilizar células derivadas de pacientes en estos modelos, los investigadores pueden adaptar 

las pruebas de fármacos a los perfiles de cada paciente, lo que mejora la probabilidad de 

identificar tratamientos efectivos y minimiza los efectos adversos a modo de enfoque de 

medicina personalizada (30, 33). 

 El estudio de las enfermedades oncológicas que afectan al tejido óseo son de gran 

relevancia debido a su alta prevalencia en la población actual. Por ello, es crucial disponer de 

plataformas para realizar estudios fisiopatológicos óseos in vitro, que permitan generar tanto 

conocimiento básico (por ejemplo, a nivel molecular) como aplicado (por ejemplo, en el 

desarrollo de nuevas terapias y diagnósticos). A pesar de los avances en ingeniería de tejidos, 

aún no se dispone del biomaterial ideal que cumpla con todas las características deseables a 

modo de que su uso como modelo in vitro 3D y biofabricación de tejido óseo, pueda generar 

las mismas interacciones que el tejido óseo humano, lo que resalta la necesidad de una nueva 

propuesta que pueda integrarse con las tecnologías actuales. Es por esto que se estableció 

como objetivo el desarrollar un nuevo andamiaje celular 3D para modelamiento in vitro de 

cáncer óseo en base al diseño de un biomaterial costo-eficiente utilizando los avances y 

conceptos de la ingeniería de tejidos con visión de biomimética y escalabilidad. Para esto se 

desarrolló un hidrogel en base a la ciencia de descelularización, en este caso de tejido óseo 

para ser parte de un compuesto mixto con características de biotinta de impresión 3D. El 

hidrogel cual fue caracterizado como MEC o andamiaje celular. A continuación, se detalla 

cómo se realizó este desarrollo en dos secciones; la primera contiene la información de la 

fabricación y caracterización del hidrogel para después continuar con la siguiente sección de 

validaciones biológicas in vitro.  
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II. HIPÓTESIS 

En base a la información bibliográfica revisada, se identificó la necesidad de desarrollar 

nuevos modelos de tejido óseo para estudios fisiopatológicos y para desarrollar nuevas 

terapias basadas en ingeniería de tejidos, se propone el diseñar y producir un andamiaje 

celular 3D basado en un principio activo biológico que simule la matriz extracelular ósea 

utilizando hueso humano donado y procesado para poder ser utilizado como una plataforma 

de automatización de cultivos celulares 3D en líneas de investigación biomédica del área 

musculo-esqueletal.  

Con el anterior desafío, aparecen varias preguntas de investigación tales como; ¿Es 

posible la producción de micropartículas óseas descelularizadas? ¿Son las microparticulas 

óseas descelularizadas potencialmente combinables con un polímero con propiedades 

pseudoplásticas? ¿Qué características fisicoquímicas y estructurales tienen las 

micropartículas óseas descelularizadas al ser combinadas con un polímero biocompatible? 

¿Es posible realizar manufactura aditiva con un hidrogel compuesto con microparticulas óseas 

descelularizadas? ¿Son las microparticulas óseas descelularizadas biocompatibles para la 

biofabricación de un modelo óseo in vitro? ¿Qué procesos a nivel celular soporta y produce 

esta combinación, y a qué nivel se pueden hacer mediciones de esta?  

Estas preguntas definen la siguiente hipótesis de investigación: Es posible desarrollar 

un andamiaje celular 3D basado en un hidrogel de matriz ósea humana descelularizada que 

proporcione un microambiente biomimético, favoreciendo la viabilidad celular, la adhesión y la 

proliferación en modelos in vitro de tejido óseo para estudios de cáncer óseo. 
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III. OBJETIVOS 

La ingeniería de tejidos busca desarrollar soluciones innovadoras para la generación 

de modelos de tejidos humanos. En este contexto, el presente proyecto tiene como objetivo 

desarrollar y validar un nuevo hidrogel como andamiaje celular 3D, elaborado a partir de 

componentes derivados de hueso humano, con propiedades óptimas para su aplicación en el 

desarrollo de modelos in vitro más representativos del microambiente natural del tejido. Este 

andamiaje celular se plantea como una herramienta biocompatible y funcional, que promueve 

la proliferación, adhesión y diferenciación celular, ofreciendo un modelo alternativo que cumple 

con los principios de las 3R en investigación biomédica y abre nuevas oportunidades para el 

estudio de enfermedades óseas y el ensayo de terapias regenerativas. 

 

3.1 Objetivo General 

Desarrollar un andamiaje celular 3D basado en un hidrogel de matriz ósea humana 

descelularizada que proporcione un microambiente biomimético, optimizando la viabilidad, 

adhesión y proliferación celular para la biofabricación de modelos in vitro de tejido óseo 

aplicables a estudios de cáncer óseo. 

 

3.2 Objetivos específicos  

1. Diseñar la composición del hidrogel compuesto por micropartículas de tejido óseo humano 

descelularizado. 

2. Caracterizar el hidrogel compuesto mediante evaluación físico-químicas. 

3. Evaluar la biocompatibilidad del hidrogel compuesto en líneas celulares humanas 

tumorales y no tumorales.  

4. Analizar las interacciones entre los componentes celulares y andamiaje del hidrogel. 
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IV. MARCO TEORICO 

4.1.- El tejido óseo 

El hueso es un tejido conectivo derivado de dos capas germinales primarias del 

desarrollo embrionario, la bóveda craneofacial y la cara derivan de la cresta neural del 

ectodermo y el resto de huesos largos provienen del mesodermo, lo que resulta en una 

diferencia en su proceso de formación y mineralización por la presencia (huesos largos) o 

ausencia (craneofacial) de cartílago. El tejido óseo se caracteriza por tener una estructura 

altamente jerárquica compuesta por ensambles de proteína orgánica y matriz mineralizada de 

colágeno principalmente tipo I con fase de nanopartículas minerales de cristales de 

hidroxiapatita a base de fosfato de calcio (34). La composición de diferentes matrices y su 

estructura anatómica varía dependiendo del sitio esquelético, edad, sexo, función fisiológica y 

carga mecánica (35) debido a que tiene una capacidad de adaptación modelada por su entorno 

mecánico que causa un reordenamiento fluctuante de sus bloques de construcción básicos 

internos (36) o como partes unitarias de la jerarquía, p. ej. osteón.   

El hueso tiene dos divisiones principales de matriz histológica separadas por función, 

mientras que el hueso esponjoso es menos compacto y con formas irregulares que contienen 

médula ósea y células progenitoras, el hueso cortical tiene propiedades mecánicas superiores 

y es responsable del soporte del cuerpo debido a su disposición mecánica que le permite 

soportar ciertas cantidades de rigidez. Esto produce altas variaciones en el módulo de 

elasticidad y la resistencia última (resistencia entre 5.3-193 MPa y elasticidad 0.4-17 MPa) (37-

39). La médula o hueso trabecular se encuentra dentro de las áreas corticales y su unidad 

funcional es la trabécula que se alinea de acuerdo a la carga mecánica (40). La médula es 

altamente vascular compuesta de médula grasa inactiva amarilla y médula hematopoyética 

activa roja que proporciona poblaciones de células madre para propósitos hematopoyéticos, 

estromales (tejido conectivo) y endoteliales (41). (Fig. 1A). 
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Figura 1. Representación esquemática de la arquitectura ósea. A. Niveles de jerarquía del 

tejido óseo. Creado con BioRender.com. B. Resolución espacial a nanoescala de imágenes 

de sincrotrón de hueso y reconstrucción 3D de imágenes para la red lacunocanalicular en 

análisis tridimensional (33). Modificado de: © 2021 John Wiley & sons, Inc. 

 

El hueso cortical está cubierto en su superficie externa por el periostio, una membrana 

fibrosa inervada e irrigada, y en la cara interna por el endostio que da a la médula ósea. La 

unidad funcional básica del tejido óseo es la osteona, es decir, el sistema de Havers, una 

estructura de entre 100 y 200 mm (34, 40) orientada en una disposición “similar a un fractal” 

de muchas capas de láminas concéntricas (3-7 µm de espesor) que rodean a las células 

residentes osteocitos (90% de las células óseas totales y alrededor de 25.000 osteocitos por 

mm3 de hueso cortical) (Fig. 1). Los osteocitos son células residentes en el hueso que están 

interconectadas por canales, es decir, canalículos, estas células pueden vivir hasta alrededor 
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de 25 años y supervisan la regulación mineral de la MEC. La forma circular de las osteonas 

secundarias (remodeladas), de alrededor de 50 a 90 µm de diámetro, se encuentran en orden 

de disposición de los vasos sanguíneos que se ubican concéntricamente a un canal vascular 

central. Este suministro de nutrientes se complementa con los canales de Volkmann que 

interconectan los vasos principales (36). La osteona (Fig. 1) en un solo caso de una sola 

sección de hueso cortical tiene áreas dentro que son altamente variables (42) y el tamaño de 

los canales de Havers es mucho más variable que el tamaño de la osteona, aunque varias 

mediciones en humanos han estimado un diámetro del ostión de 200 a 260µm (43). 

En la jerarquía del hueso (Fig. 1), los bloques de construcción comienzan en la nano 

escala con fibrillas de colágeno mineralizadas (100 nm de diámetro y 5 - 10 µm de longitud) 

(44, 45). Estas fibrillas están compuestas por varias moléculas de colágeno que se 

autoensamblan en fibrillas ordenadas para posteriormente ser recubiertas y compiladas entre 

sí con hidroxiapatita (espesor de 1,5–4,5 nm), causando el crecimiento y mineralización de las 

fibrillas en un "patrón repetido y escalonado". La disposición osteona de los bloques de 

construcción en diferentes escalas de longitud forma una estructura jerárquica que controla 

sus propiedades mecánicas (46-48) y se correlaciona con diferentes mecanismos de 

resistencia a la fractura: la nanoestructura ósea permite el desenrollado molecular de las 

moléculas de colágeno, las fibrillas de colágeno mineralizadas se deslizan para proporcionar 

puentes de fibras de colágeno y, a microescala, la unión de ligamentos y la torsión de deflexión 

de grietas por osteonas en la interface ósteo/matriz.  

El hueso tiene una capacidad de auto-reparación bien conocida que es eficiente en la 

remoción y reemplazo de material dañado (49, 50) debido a su contenido celular en un periodo 

que dura 120-200 días en el caso del hueso cortical (51). Las fuentes celulares en el hueso 

son células osteoprogenitoras, osteoblastos, osteoclastos y osteocitos (52). La matriz mineral 

rodea a las células osteocitos, mientras que los osteoblastos y osteoclastos se encuentran en 

zonas de remodelación ósea que permiten la adaptación estructural a los requerimientos 
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externos funcionales y la reparación (36, 49, 50). Los osteoblastos son derivados de células 

madre mesenquimales (MSCs) o precursores y responsables de la deposición de matriz 

mineralizada. Una vez que se han encontrado rodeados de matriz, se convierten en osteocitos 

en un espacio llamado “lagunas”. La eliminación del hueso “dañado o viejo” es mantenida por 

osteoclastos derivados de precursores hematopoyéticos de células multinucleadas con 

resorción ósea mineralizada (53). Todas estas fuentes celulares mantienen la homeostasis 

ósea mediante una comunicación activa regulada por dos proteínas, el ligando del activador 

del receptor para el factor nuclear KB (RANKL) y la osteoprotegerina (OPG) (54). El proceso 

dinámico de remodelación, orquestado por los componentes celulares, cambia dependiendo 

de la carga mecánica inducida por la tensión y el flujo de fluido intersticial (55) que causa una 

microestructura de crecimiento jerárquico adaptable para optimizar su estructura bajo 

funciones específicas (56-58). 

 

4.2.- La matriz extracelular ósea 

La MEC ósea ha sido objeto de una investigación activa en los últimos años por su 

relevancia en los campos de la regeneración tisular y el modelado de enfermedades que han 

empleado nuevas estrategias de diseño biomimético y biofabricación (59). Sin embargo, los 

diferentes estados del hueso lo convierten en un tejido dinámico con varias características 

diferentes dependiendo de las características de la persona y la enfermedad (Tabla 1).  

 

Tabla 1. Signos específicos y características de la MEC de diferentes enfermedades óseas. 

Enfermedad Descripción Características de la MEC Ref. 

Osteopenia Baja masa ósea y baja 

densidad mineral ósea. 

 

Mayor riesgo de 

desarrollar 

osteoporosis. 

La porosidad intracortical aumenta con la 

edad y la edad avanzada está fuertemente 

correlacionada con una disminución de la 

densidad lacunar de osteocitos (menos 

células óseas). 

(46, 47) 
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Osteoporosis Trastorno esquelético 

caracterizado por una 

disminución de la 

resistencia ósea que 

conduce a un mayor 

riesgo de fractura. 

 

Reducción de la masa 

ósea y alteración de la 

arquitectura ósea. 

La mineralización de la matriz ósea 

trabecular se reduce, se producen 

alteraciones en la alineación del colágeno. 

 

El aumento de la edad provoca una 

disminución de los niveles de fosforilación 

de proteínas totales, aproximadamente un 

20% para las proteínas de la matriz ósea y 

aproximadamente un 30% para la 

osteopontina. 

 

Reducción de la matriz ósea con zonas de 

trabéculas más delgadas, microfisuras, 

agrandamiento de los espacios medulares 

del hueso y aumento de la degeneración 

adiposa de la médula. 

(48-51) 

Osteogenesis 

imperfecta 

La “enfermedad de los 

huesos de cristal”, 

trastorno genético 

caracterizado por una 

disminución de la 

densidad ósea con un 

mayor riesgo de 

fracturas óseas. 

 

Las mutaciones en los 

genes COL1A1 o 

COL1A2 se asocian 

con anomalías en la 

síntesis y/o 

procesamiento del 

colágeno tipo I, por lo 

tanto en la arquitectura 

ósea. 

La mineralización está aumentada, 

aunque hay una formación y estructura 

alterada de la MEC ósea. Las láminas 

están presentes con una organización 

irregular y una apariencia de malla. 

 

Hay cristales de apatita significativamente 

más pequeños, altamente compactados y 

desorientados. 

 

MEC con menor rigidez y elasticidad. 

 

La histopatología muestra un gran 

aumento en la porosidad cortical, el 

diámetro del canal y la conectividad. 

(52-55) 

Osteosarcoma Transformación 

neoplásica de las 

células óseas. 

Comúnmente, subtipo 

Transformación de la MEC con una matriz 

robusta con osteoide patógena 

 
(56-58) 
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derivado de 

osteoblastos. 

 

Esto conduce 

a una disminución de la 

resistencia ósea y 

puede causar fractura 

patológica por un 

traumatismo menor. 

La MEC del osteosarcoma es un 

andamiaje para la rápida progresión 

tumoral, rápida resorción ósea y 

deposición. 

 

Presenta una alineación desorganizada y 

una isotropía aumentada en la porosidad y 

las fibras de colágeno. 

 

Muchas proteínas de la matriz 

extracelular, como los colágenos I, III, IV y 

V, la fibronectina y la laminina. Otros 

proteoglicanos están aumentados en la 

MEC. 

Secondary 

bone 

metastasis 

Dependiendo del tumor 

primario, por ejemplo, 

de mama y próstata, 

entre otros. 

 

Comúnmente provoca 

un dolor repentino y 

notorio y puede 

predisponer a fracturas 

óseas. 

Existe un fenotipo esquelético de 

microarquitectura de colágeno 

desorganizada, disposición anormal de 

osteoblastos y cristales de apatita 

 

La mayor actividad osteolítica producida 

por tumores secundarios provoca un 

recambio óseo acelerado con menor 

rigidez (módulo de Young 14% menor) y 

más frágil que el hueso laminar normal. 

(60, 61) 

 

La MEC ósea es un material compuesto de proteínas y minerales rígidos, que en su 

configuración otorgan un sistema ligero pero resistente, flexible y adaptable con la capacidad 

de soportar diversos grados de tensiones mecánicas manteniendo un cierto grado de 

elasticidad y capacidad de remodelación. La deposición y remodelación del hueso permiten 

una flexibilidad en su estructura, ya sea engrosando o eliminando material calcificado para 

facilitar las necesidades funcionales biomecánicas. Este modelado sirve para adaptarse a las 

necesidades de cada individuo y se produce como resultado de la actividad del componente 

celular que lo habita, los osteoclastos que reabsorben hueso y los osteoblastos que sintetizan 

y/o depositan hueso. Los osteoclastos se originan a partir de células madre hematopoyéticas 
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en una vía similar a los macrófagos y excretan ácidos desmineralizantes y proteasas de matriz 

para eliminar activamente la matriz ósea mineralizada de la superficie del hueso en las 

llamadas fosas osteoclásticas (60). Por su parte, los osteoblastos se originan a partir de las 

células madre mesenquimales y tienen la función principal de producir tejido conectivo 

mineralizado en respuesta a factores de reabsorción o cicatrización. Estos dos tipos de células 

funcionan en respuesta a las señales del factor de crecimiento del tipo endocrino y paracrino 

de otros tipos de células, y también son fundamentales las interacciones entre los dos tipos 

para producir hueso nuevo (61, 62). 

 El tejido conjuntivo biológico, derivación del mesodermo que a su vez forma el 

tejido mesénquimal, se compone principalmente de fibrillas de colágeno tipo I, junto con una 

multitud de diferentes proteínas conectivas no colágenas que incluyen osteocalcina, 

osteopontina, fibronectina, laminina, ácido hialurónico y sialoproteína ósea (63-65). Los 

constituyentes de esta MEC ósea pueden direccionar la naturaleza bioquímica del hueso 

producido, influyendo en la migración, unión, el comportamiento y la diferenciación de las 

células osteogénicas y los osteoclastos y, además, la presencia de estas moléculas determina 

la producción y remodelación ósea (66). Esto es causado por diferentes moléculas de MEC 

que otorgan propiedades adhesivas y reguladoras de la actividad celular (67, 68). Dos de estas 

proteínas, la osteopontina y la osteocalcina, son las proteínas no colágenas más abundantes 

presentes en la MEC y se ha establecido que ambas proteínas están involucradas en los 

procesos de mineralización y reabsorción pueden servir no solo para la quimiotaxis y unión de 

las células óseas, sino también para interconectar la red de proteínas y mejorar la dureza de 

la MEC (69). Algunas proteínas adicionales de MEC no colágenas, como la laminina o la 

fibronectina, determinan la actividad celular a través de interacciones específicas con las 

integrinas de la membrana celular (70) y la posterior señalización (71) puede conducir efectos 

en la viabilidad celular, formación de hueso nuevo y apoptosis (72, 73).  
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Esta MEC orgánica está unida a la hidroxiapatita, una forma de mineral de calcio 

carbonatado, que los osteoblastos depositan cuando producen la nueva matriz orgánica y son 

depositadas en formas de teselas (74). Posteriormente, la hidroxiapatita se recambia 

enzimáticamente por una isoenzima no específica llamada fosfatasa alcalina (ALP) (75, 76), 

que es una variante con unión a membrana presente en múltiples tipos de tejidos, incluidos 

hígado, hueso y riñón, pero que se expresa en gran medida en osteoblastos con capacidad 

mineralizante. Si bien esta proteína está unida a la membrana celular son esenciales para la 

formación de tejido mineralizado, para esto el osteoblasto la libera en vesículas formadoras de 

matriz que actúan como sitios de activantes para la mineralización MEC (77). Hasta hoy, no 

se comprende a completamente el mecanismo completo por el cual funciona esta enzima ALP, 

pero si se sabe con certeza que la enzima trabaja para aumentar la concentración local de 

iones de fosfato, que se unen posteriormente a la red de proteína/hidroxiapatita para poder 

producir un tejido mineralizado denso y rígido (76, 78). Las propiedades mecánicas del hueso 

también están influenciadas por la concentración, modificación y orden de las proteínas de la 

MEC. 

La MEC produce una señalización extracelular y mecano-señalización a las células 

residentes que a su vez producen señales intracelulares determinando la deposición, 

degradación y modificación de la matriz ósea, lo que es conocido como mecanotransducción 

(79). Esta MEC ósea en cierta forma determina la diferenciación de células multipotentes para 

la renovación del tejido. En primera instancia se conoció que la especificación del linaje de 

células madre mesenquimales (MSC) no diferenciadas o “naive” puede ser inducida por 

estímulos solubles (80), pero más tarde se evidenció una fuerte influencia de la rigidez del 

microambiente en la especificación de las células madre (81). En este estudio realizado por 

Engler et al. se ratificó que las MSC “naive” no expresan niveles basales de marcadores 

específicos de linaje, a diferencia de las células ya comprometidas (osteoblastos), y que 

responden dramáticamente tanto en morfología como en linaje a la matriz presente. El osteoide 
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es el componente orgánico sin mineralizar de la matriz ósea, es secretado por osteoblastos y 

es la matriz sobre la cual las MSCs experimentan una transición a preosteoblastos (82-84) y 

tiene una rigidez de 27 ± 10 kPa (25-40 kPa). 

 

4.3.- Andamiajes celulares para Ingeniería de Tejidos 

La disciplina de la ingeniería de tejidos, también conocida como medicina regenerativa, 

es un nuevo campo interdisciplinar que aplica los principios de las ciencias biológicas y de la 

ingeniería con el objetivo de generar construcciones de tejidos y órganos para el desarrollo de 

nuevas opciones terapéuticas y para el estudio de diferentes procesos fisiopatológicos 

mediante la creación de modelos in vitro que se asemejan de mejor manera al cuerpo humano. 

Desde su primera definición y publicación en el año 1993 por los investigadores Langer y 

Vacanti (85), esta disciplina innovadora ha combinado diferentes desarrollos tecnológicos 

estableciendo convergencias para la generación de constructos viables a través de las 

diferentes ciencias que la componen, tal es el caso con las ciencias de la ingeniería de los 

biomateriales, con la cual se entrega el soporte celular necesario a modo de andamiaje a las 

células inmersas en él y que son obtenidas desde el área biológica, ya sea cultivo primario o 

desde líneas celulares, para efectos de biofabricación de diferentes tejidos y órganos. Durante 

los últimos años, se han logrado enormes avances, tales como el desarrollo de nuevas fuentes 

celulares (e.g. células madre mesenquimales y pluripotenciales inducidas), el desarrollo de 

nuevos biomateriales con propiedades para su aplicación al área de la impresión 3D o mejor 

llamada “bioimpresión” y los grandes avances en la vascularización, la cual es considerada 

como uno de los hitos más críticos para lograr una construcción biológica exitosa (86). 

En el cultivo celular 3D, la combinación de una MEC, o andamio, con una fuente de 

células enfocada en el hueso en un sistema estático (p. ej. matraces T) o dinámico (p. ej. 

biorreactor) durante un período de tiempo bajo temperatura y humedad fisiológicas es la 

estrategia más común para bioingeniería ósea o para crear hueso artificialmente in vitro, ya 
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que el biomaterial apoya la diferenciación, proliferación y migración celular emulando las 

condiciones in vivo hasta cierto punto (87). Aunque, para lograr un modelo óseo traslacional, 

el andamio seleccionado debe tratar de imitar la MEC ósea, cumpliendo con lo siguiente: (i) 

biocompatibilidad, (ii) facilitar la diferenciación y proliferación celular, (iii) cerca de la 

biomecánica natural, (iv) una estructura porosa que permita la reorganización celular 

promoviendo la angiogénesis y (v) biodegradabilidad adecuada para promover la 

remodelación (88, 89).  

La biocompatibilidad es la característica fundamental para el soporte de la actividad de 

celular ósea y está estimado que no debe ser menor a un 70% comparado con su control 

positivo según el ISO 10993-5(90). Las células óseas, como los osteocitos residentes, se 

adhieren a un andamio de colágeno u otras proteínas de matriz mediante receptores de 

membrana llamados integrinas, particularmente aquellas que se unen a motivos de arginina – 

glicina - ácido aspártico (RGD) presentes en las proteínas de la MEC. La MEC ósea contiene 

al menos ocho glicoproteínas que contienen RGD (el principal colágeno, trombospondina, 

fibronectina, vitronectina, fibrilina, osteoadherina, osteopontina y sialoproteína ósea) (37). 

Estos péptidos permiten que los osteocitos se adhieran al andamio si tienen motivos RGD y 

promueven la unión a través de la unión de integrinas. Se pueden agregar diferentes proteínas 

y péptidos que son reconocidos por los receptores de la superficie celular al andamio para 

mejorar las interacciones célula-sustrato (91-93), como péptidos (RGD) que se unen a los 

receptores de integrinas en la superficie celular permitiendo la adhesión célula-MEC. Esta 

secuencia de motivo de adhesión celular está presente en varias proteínas que forman parte 

de la MEC, incluido el colágeno tipo I, la gelatina, la laminina y la fibronectina (94). Los péptidos 

RGD son moléculas bien conocidas que se utilizan para mejorar la adherencia inicial de las 

células osteoblásticas y las líneas celulares (p. ej., SaOS-2 y MC3T3-E1) en matrices de 

ingeniería tisular basadas en polímeros sintéticos degradables. Por ejemplo, se realizó un 

estudio comparativo entre RGD y RGE (péptido de control en experimentos que involucran 
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RGD debido a que no se une a las integrinas) para evaluar el potencial de diferenciación 

osteogénica en un cultivo celular 3D con MSC. En este estudio se demostró que los hidrogeles 

con RGD fueron muy superiores en la adhesión celular, la viabilidad y la diferenciación 

osteogénica que el grupo de hidrogeles RGE (95). Por lo tanto, esta secuencia peptídica es 

fundamental en lo que se refiere a la capacidad de facilitar el crecimiento óseo, influyendo 

positivamente en la adhesión celular, la proliferación y la deposición de MEC ósea (96, 97).  

La potencia de osteoinductividad es esencial para promover la diferenciación ósea de 

las células óseas, como las líneas celulares relacionadas con osteoblastos, células 

osteoprogenitoras, MSC, entre otras, incrustadas en ella por la interacción célula-MEC que 

puede desencadenar la osteodiferenciación (98). Al mismo tiempo, se requiere un diseño 

apropiado de un andamio con las mismas señales mecanotransduccionales del hueso (99, 

100). La biodegradabilidad juega un papel clave en la ingeniería ósea y su tasa debe ser 

inversamente proporcional a la tasa de deposición ósea para imitar la fisiología ósea natural 

(101), esta tasa depende de las características del andamiaje (p. ej. composición química, 

microarquitectura y propiedades mecánicas), del microambiente fisicoquímico (p. ej. 

temperatura, pH, O2 y CO2) y de factores biológicos (fuente celular y medio de cultivo 

empleado) (17, 102-104). La porosidad del hueso esponjoso es del 50 al 90% y en el hueso 

cortical está en el rango del 3 al 12%, esta baja porosidad en una disposición de osteonas 

hace que el hueso cortical sea mucho más resistente (104-109). Se ha descrito previamente 

que se requiere un tamaño de poro mínimo de 120 a 325 μm de diámetro para inducir la 

osificación y el posterior suministro de oxígeno en condiciones hipóxicas (105, 110). 

Se han testeado diferentes componentes naturales y sintéticos para conformar 

andamiajes celulares: (i) biomateriales naturales como fibrina, ácido hialurónico, tejido óseo 

desmineralizado y componentes de MEC descelularizados; (ii) biopolímeros que se pueden 

subdividir en polímeros naturales como gelatina, gelatina metacrilada (GelMA), alginato, 

fibrina, colágeno, quitosano, ácido hialurónico y polímeros sintéticos como poli-(láctido) (PL), 
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poli-(glicólido) (PG), poli-(láctida-co-glicólida) (PLG), poli-(láctida-co-láctida) (PLL), poli-

(caprolactona) (PCL); (iii) biocerámicos como bioglass, calcio (apatita), fosfatos bicálcicos y 

tricálcicos y algunos corales; (iv) metales y sus aleaciones tales como aleaciones de cobalto-

cromo, acero inoxidable, aleaciones de aluminio y titanio y; (v) combinaciones de diferentes 

grupos de materiales como polímeros/cerámicas naturales, polímeros/cerámicas sintéticas o 

metal/cerámica (111).  

 

4.4.- Biomecánica del Andamiaje Celular 

La rigidez mecánica del andamiaje celular debe intentar imitar la rigidez ósea humana 

y la arquitectura de la matriz para asemejarse al hueso, esto varía según el proceso que se 

vaya a imitar, ya que difieren los usos para reemplazo óseo, donde se debe tener una matriz 

rígida, versus el tejido en formación osteoide de la reparación y regeneración ósea, ya que 

presenta una matriz menos rígida. En el año 2006, Engler et al. (81) identificaron un rango de 

la elasticidad del microambiente de la matriz como un regulador clave para el linaje del destino 

de las MSC y proporcionaron evidencia de que cuando ocurren cambios en la rigidez del 

sustrato, las MSC podrían ser diferenciadas hacia linajes óseos. Utilizando microscopía de 

fuerza atómica, midieron la deposición de la matriz de osteoblastos humanos después de 7 

días de cultivo in vitro, lo que resultó en una rigidez de 27 ± 10 kPa. Ese rango se simuló más 

tarde con geles de poliacrilamida (rigidez de ~34 kPa) como sustrato para MSC que pudieron 

expresar linaje óseo al regular positivamente la osteocalcina y el factor de transcripción 

temprana RUNX2 (es decir, CBFa1). Por lo tanto, parece que el nicho de células madre es 

crucial para la diferenciación del linaje osteogénico de las MSC a través de la rigidez y la 

topografía del sustrato. En un estudio de Li y colegas (112), se combinaron estas tres 

características para evaluar las respuestas de las células madre mesenquimales de la médula 

ósea (BM-MSC) en diferentes geometría topográfica en geles de poliacrilamida. Informaron 

que un sustrato 3D específico es crucial para guiar la diferenciación osteogénica de las BM-
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MSC, estableciendo que la rigidez del sustrato era la característica más relevante que la 

topografía de los geles para la proliferación y la diferenciación, específicamente en el linaje 

osteogénico observaron una mayor expresión de RUNX2 y β3-tubulina cuando los geles 

estaban en el rango de rigidez de 25-40 kPa. 

Las características de resistencia a la compresión, rigidez y elasticidad varían 

significativamente entre el hueso esponjoso (medular) y el cortical (compacto), y estas cambian 

durante las fases de reparación y remodelación. En términos de diferencias biomecánicas, se 

ha informado que el hueso cortical de las cabezas femorales tiene un módulo elástico de 18 ± 

1,8 GPa y 153,5 ± 21,6 GPa de tensión última medida por carga de compresión (109). Por otro 

lado, el hueso esponjoso es mucho más difícil de estimar, ya que es mucho más activo y 

depende de factores individuales y externos (es decir, se informaron valores de módulo 

elástico en el rango de 1 - 22,3 GPa) (113). Huebsch et al. (114) cultivaron MSC murinas en 

hidrogeles compuestos hechos de alginato, agarosa y péptidos con módulo elástico en el rango 

de 2 a 110 kPa y encontraron que el mejor compromiso osteogénico estaba presente en 

hidrogeles con módulos entre 11 y 30 kPa. Además, Olivares-Navarrete et al. (115) 

demostraron que las MSC son capaces de diferenciación osteogénica dependiendo de la 

rigidez del sustrato. Sin factores de crecimiento exógenos, cultivaron MSC humanas en la 

superficie de acrilato de metilo y metacrilato de metilo reticulados con hidrogeles de 

poli(etilenglicol) dimetacrilato (PEGDMA) al 10%. Compararon las respuestas de las hMSC 

con osteoblastos humanos y encontraron que los niveles más altos de RUNX2 en la expresión 

génica se observaron en superficies más blandas (es decir, 0,8 ± 0,1 MPa) en ambos tipos de 

células y que las MSC eran más sensibles a la rigidez que los osteoblastos. 

Sorprendentemente, este estudio reveló que las rigideces en el rango de 40 MPa fueron 

mejores para inducir la diferenciación osteogénica de las MSC, muy por debajo de la rigidez 

máxima de 72 MPa probada. Zhang et al. (116) imprimieron construcciones de ingeniería 

similares a huesos en 3D cargadas de células mediante la combinación de hidrogeles de 
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alginato y gelatina con hMSC en una densidad de 5 millones de células por 1 ml de solución 

de tinta en dos formulaciones principales (módulo elástico de 1,8% de alginato: 750 ± 81 Pa y 

0,8% de alginato: 484 ± 46 Pa). Después de un cultivo tridimensional en medios osteogénicos 

durante 42 días, sus hallazgos fueron significativamente diferentes a los de la mayoría de los 

demás estudios, es decir, que los andamios más blandos indujeron una mejor proliferación de 

hMSC, una mayor diferenciación osteogénica y una formación de minerales similares a la 

hidroxiapatita significativamente mayor en comparación con los andamios más rígidos. Esto 

se explicó probablemente porque los andamios más blandos permitieron una mayor 

propagación celular y facilitaron una degradación mediada por células más fácil para lograr 

mayores grados de propagación celular.  

 

4.5.- Andamiajes Celulares Compuestos 

Desde el inicio del concepto de ingeniería de tejidos, los hidrogeles se han utilizado 

ampliamente como andamiajes celulares para biofabricación ósea y para investigar la 

formación de tumores debido a sus propiedades biofísicas y mecánicas ajustables, facilidad 

de síntesis y reproducibilidad (114). Estos independiente de su origen tienen la propiedad de 

formar estructuras que retienen una gran cantidad de agua, facilitando la comunicación 

intercelular y por sus propiedades poliméricas a modo de biomaterial es capaz de soportar su 

crecimiento y expansión. 

 Una estrategia innovadora es el uso de MEC derivado de tejido óseo para cultivos 3D 

con o sin otros biomateriales para modelar las interacciones fisiopatológicas. Para modelar las 

interacciones entre mieloma y la MEC de la médula ósea, de la Puente et al. (113) crearon un 

biomaterial llamado 3DTEBM: una médula ósea creada por ingeniería de tejidos derivada de 

sobrenadantes de pacientes con mieloma. En este estudio se utilizaron explantes de medula 

ósea para la obtención de células de mieloma, células estromales y células endoteliales, lo 

que permitió gradientes de oxígeno y fármacos in vitro, favoreció la proliferación de células 
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tumorales e indujo más resistencia a los fármacos que los sistemas de cultivo de tejidos 2D o 

3D comerciales. A su vez, otro equipo utilizó fragmentos de tejido extraídos del hueso sin más 

procesamiento y co-cultivados con células de cáncer de mama para investigar la migración, la 

colonización y la proliferación de células cancerosas, demostrando la posibilidad de mantener 

la viabilidad celular por un tiempo de cultivo corto (48 a 72 h) (117). Esto demostró la factibilidad 

de utilizar MEC derivada de tejido óseo como plataforma de investigación en modelos 

preclínicos. Otro gran avance fueron las investigaciones realizadas con matriz ósea 

descelularizada, el grupo de Richardson et al. utilizaron una técnica de descelularización para 

generar nuevos andamiajes que promocionaban la osteoinducción en MSCs (118). A su vez, 

otro grupo utilizó matriz mineralizada descelularizada de osteoblastos humanos para crear 

modelos in vitro de cáncer de próstata 3D, donde se evidenció la presencia de osteocalcina, 

osteonectina y osteopontina, tres proteínas de MEC ósea que pueden ser un factor relevante 

para imitar la fisiopatología de la metástasis ósea (119). 

Los andamios celulares óseos sintéticos disponibles aún no han demostrado una 

formación ósea adecuada en la clínica y carecen del microambiente que imite las cualidades 

del hueso nativo. Es por esto que los materiales biológicos todavía se consideran los más 

efectivos y los más ampliamente utilizados como alternativa para simular la MEC ósea (120). 

Para obtener una MEC ósea con las cualidades innatas del hueso se pueden emplear 

tecnologías de descelularización para eliminar todas las células y los componentes 

inmunogénicos (121), obteniéndose una MEC con las propiedades microambientales del tejido 

nativo (122). En primer lugar, se debe obtener una MEC ósea biocompatible y con ausencia 

de contaminantes biológicos. Los métodos de esterilización por lavado múltiple constituyen un 

nuevo método de limpieza que utilizan centrifugación mecánica para eliminar físicamente la 

médula ósea y lavados químicos para esterilizar la matriz, desnaturalizar ADN, partículas 

virales y proteínas solubles, lo que causa la “descelularización” del material (122, 123). Estos 

métodos a menudo incluyen una gran cantidad de detergentes químicos, enjuagues y potentes 
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agentes oxidantes (124). Lavados simples de hueso congelado han demostrado una mejora 

en la biocompatibilidad (125). Además, se ha demostrado que estas técnicas de lavado 

compuesto disminuyen los agentes infecciosos virales y bacterianos, ya que al eliminar el tejido 

blando permite que la acción de agentes químicos destruya los componentes biológicos 

remanentes. El método de esterilización por ácido acético, paso de la descelularización ósea 

propuesta, ha demostrado ser eficiente en eliminar todos los virus y bacterias en pruebas de 

carga bacteriana o “bioburden” (126). Además, los resultados de varios estudios que utilizan 

estos productos químicos en los métodos de lavado no han registrado ninguna alteración en 

la biocompatibilidad, la capacidad osteoinductora o las propiedades mecánicas del hueso 

(127-130) y, por lo tanto, sugieren que la esterilización química es menos dañina que la 

radiación gamma (131, 132).  

Existe un tipo de procesamiento de tejido óseo para la producción de andamiajes 

celulares de forma que puedan imitar de mejor manera la ECM. Este proceso conocido como 

descelularización genera una conservación estructural del tejido procesado, que lo hace 

biocompatible y le permite soportar la adhesión y proliferación celular (118) (133). Inicialmente 

se comenzó a producir desde tejidos biológicos de tejidos blandos, tales como intestino 

delgado porcino, hígado y tejido cardiaco entre otros. Más tarde, este concepto fue aplicado al 

tejido óseo, el cual confirmó sus propiedades de biocompatibilidad y osteoinductividad (118), 

cumpliendo así con los criterios de un andamiaje de MEC óseo. La técnica de descelularización 

ósea como complemento al tejido óseo donado comenzó alrededor del año 2000 (Yorkshire 

Regional Tissue Bank, National Blood Service) (134), donde se evidenció la capacidad de 

remoción de proteínas y hemoglobina en un 98% tras un proceso de dos días. Este protocolo 

fue modificado y perfeccionado, por la NHS Blood and Transplant Tissue Services, con la 

adición de etapas logrando una eliminación 99.85% de proteínas, 99.95% de ADN y 100% de 

hemoglobina, demostrando también una excelente biocompatibilidad y ausencia de 

crecimiento bacteriano (135). Posteriormente, se realizó una caracterización del injerto óseo 
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descelularizado cultivado con células madre mesenquimales derivadas de médula ósea, 

demostrando potencial de generar una osteodiferenciación de las células madre (118), 

confirmando la capacidad osteodiferenciadora del andamio para estrategias de bioingeniería 

ósea.  

Actualmente, un diseño de un nuevo andamiaje óseo requiere no solo de las 

capacidades de biocompatibilidad para su utilización acorde a las últimas tendencias 

biotecnológicas y biomédicas, sino que también de capacidades de funcionamiento para 

análisis de alto rendimiento que requieren de propiedades biomecánicas acorde a su mecánica 

de fluidos para poder ser inyectada. Esta capacidad pseudoplástica de fluir ante presión y 

recuperación de su estructura una vez terminada la aplicación de la fuerza permiten su 

integración a sistemas de bioimpresión y cultivos en sistemas microfisiológicos o llamados 

órgano en un chip (organ-on-chip, OOC). Con estos antecedentes, sería lógico diseñar un 

hidrogel compuesto en base a un polímero de alta retención de agua y que por sus 

características biológicas presente adhesiones celulares en conjunto con una MEC ósea 

descelularizada y microparticulada a modo de poder fluir y después ser el soporte para el 

crecimiento de un tejido artificial a modo de biofabricación dentro del campo científico de la 

bioingeniería.  

 

4.6.- Las patologías óseas 

La matriz ósea es un tejido dinámico capaz de producir diferentes tipos de estructuras 

óseas con modificaciones en la longitud cortical y medular, minerales, densidad celular y fases 

de actividad biológica dependiendo de las características ambientales e individuales (37). Con 

el proceso de envejecimiento, los cambios en la MEC ósea causan y mantienen varias 

enfermedades con implicaciones locales profundas que pueden causar fragilidad y fracturas 

óseas, siendo la fractura femoral altamente asociada a la edad (46-50). Además, existen varias 

patologías óseas comunes (47-53) que han reportado cambios en la MEC con implicación 
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clínica, tal es el caso de la metástasis ósea secundaria de cáncer de mama y próstata que 

usualmente se caracterizan por un estado alterado y aumentado del proceso de remodelación 

ósea con una pérdida ósea reemplazada por células tumorales malignas aumentando las 

probabilidades de fracturas patológicas, entre ellas.  

Los tumores tienen múltiples efectos sobre el tejido óseo, todos ellos mediados por 

células tumorales que alteran el comportamiento de las células óseas y causan interrupciones 

en el proceso normal de remodelación ósea. Estos efectos sobre las células óseas son 

causados por el aumento de la producción de péptidos desde los tumores, algunos de los 

cuales actúan a corta distancia y otros a larga distancia (factores sistémicos u hormonales), 

que posteriormente modulan la actividad de las células óseas(136). Es posible que las células 

tumorales también interactúen directamente con las células óseas por contacto célula-célula, 

o directamente con la matriz ósea mineralizada sin la intervención de las células óseas, pero 

la importancia biológica o clínica de estos efectos aún no está clara (37). 

 

4.7.- Modelos óseos in vitro 

Las células y los tejidos pueden estudiarse para la regeneración tisular, la medicina de 

precisión y los nuevos biomarcadores para adquirir nuevos y mejorados modelos preclínicos 

que se asemejen a la biología humana. La reproducibilidad de los modelos in vitro mediante 

ingeniería tisular es un avance importante que puede permitir una mejor tasa de éxito en el 

desarrollo farmacéutico y los diagnósticos in vitro (137-139). Por lo tanto, la fuente celular 

seleccionada debe comportarse como en el cuerpo humano, y es necesario proporcionar las 

señales mecánicas apropiadas de la MEC para lograr la reproducibilidad crítica de los 

experimentos in vivo. El grupo de Bissell en la década de 1980 estableció la importancia de 

los componentes de la MEC en el comportamiento celular y hoy en día es bien sabido que el 

cultivo celular 3D imita el tejido de una manera que es mucho más representativa del entorno 

in vivo que los cultivos 2D tradicionales (140, 141). Aunque el método estándar sigue siendo 
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el más utilizado para los ensayos HTS, el cultivo celular 3D se está empleando cada vez más 

(142-145). Los protocolos que involucran cultivos celulares en 3D permiten la formación de 

tejidos multicelulares con mejores interacciones célula-célula y célula-ECM que pueden imitar 

los procesos fisiológicos de expansión, función y diferenciación tisular. El uso de modelos 

celulares en 3D para el estudio de la progresión de enfermedades in vitro es particularmente 

útil cuando existen organizaciones tisulares anormales con cambios en la composición de la 

ECM (p. ej. fibrosis, cánceres sólidos u osteoporosis) (146-148). Por ejemplo, hay cambios 

morfológicos importantes que ocurren cuando las células (tanto primarias como de líneas 

celulares) se cultivan en 2D vs. 3D (149) y cuando se utilizan diferentes andamiajes 3D para 

imitar la MEC. Estos pueden resultar en varias vías moleculares modificadas con impacto en 

la osteoconductividad y la capacidad de mineralización (150). 

Un modelo ideal de cultivo celular en 3D es aquel que genera un microambiente 

fisiológico y/o patofisiológico de un tejido específico adaptado a una enfermedad específica y, 

por lo tanto, permite que las células proliferen, se agreguen y se diferencien de una manera 

específica para su nicho. Estos modelos en 3D permiten interacciones célula-célula-ECM, 

otorgando una rigidez específica con gradientes de oxígeno, nutrientes y desechos 

metabólicos típicos del tejido a estudiar (151). Cuando se utilizan organizaciones "esferoides" 

sin andamiaje, no cumplen los criterios de una ECM sin imitar la polaridad específica de la 

célula y el tejido, pero pueden desarrollar gradientes metabólicos que crean poblaciones 

celulares heterogéneas con interacciones célula a célula, y son más fáciles de producir y 

manipular para HTS. Este enfoque de fácil manejo se ha empleado para estudios de desarrollo 

óseo (152, 153) y curación ósea, especialmente cuando se utilizan células endoteliales de 

vena umbilical humana (HUVEC) en un entorno de co-cultivo, (154-157) demostrando una 

plataforma útil para replicar procesos fisiológicos. A diferencia de los modelos 3D con 

andamios u "organoides" que imitan mejor las condiciones in vivo gracias al uso de un 

biomaterial o andamio donde se encapsulan las células, proporcionando un microambiente 
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adecuado para su polaridad, migración, crecimiento e interacción para lograr mini-órganos o 

mini-tejidos.  

 

4.8.- El cultivo Celular 3D 

Durante años, el cultivo celular en 3D se centró en el uso de hidrogeles derivados de 

extracciones de membrana basal de origen animal (p. ej. Matrigel derivado de células de 

sarcoma de ratón Engelbreth-Holm-Swarm), lo que permite el crecimiento de células que de 

otro modo serían difíciles de cultivar, como las células primarias. Aunque tienen propiedades 

relativamente estables, tienen una composición muy variable de lote a lote, lo que dificulta la 

reproducibilidad de los ensayos y, a menudo, los hace inestables (158). Para superar este 

obstáculo, se propusieron biomateriales sintéticos como una solución para la reproducibilidad 

precisa de lote a lote y la posible personalización (159). Sin embargo, la mayoría de los 

andamios puramente sintéticos carecen de proteínas ECM, lo que limita la relevancia 

fisiológica de los sustratos de un solo componente sintético a nivel de anclaje e interacción 

celular (18). Las células cultivadas en hidrogeles inertes o andamios puramente sintéticos 

pueden crecer con baja adherencia, y lo hacen a través de la secreción de proteínas ECM 

endógenas o debido a mutaciones oncogénicas que confieren independencia de anclaje (160). 

Por lo tanto, la estrategia de utilizar matrices híbridas que combinan biomateriales sintéticos y 

orgánicos para mejorar la adhesión celular y los estímulos mecánicos se ha expandido (161, 

162), así como el uso de estas plataformas con diferentes tipos de células como osteoblastos 

y células osteoprogenitoras que sintetizan nueva MEC (163-165). 

En general, las estrategias de cultivo celular 3D para diseñar nuevos modelos 

preclínicos relacionados con el hueso deben considerar los desafíos asociados con los altos 

costos de los biomateriales de andamiaje (p. ej. Matrigel) (166), ensayos que requieren 

penetración e interacciones de marcadores en el gel (p. ej. tinción de anticuerpos), ajustes en 

la viscosidad y gelificación que es sensible a la temperatura causando dificultades en el manejo 
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automatizado para HTS (167, 168). Sin embargo, la integración de diferentes estrategias de 

diseño complementadas con HTS y tecnologías de automatización (p. ej. bioimpresión y 

manejo de líquidos instrumentado) pueden generar ensayos mejorados con mayor 

reproducibilidad y similitud fisiológica (169-171). 

 

4.9.- Modelos avanzados de cáncer óseo in vitro 

El tejido óseo es uno de los sitios de metástasis tumorales más comunes, 

especialmente en el cáncer de mama, próstata y pulmón. Entre estos, el 65-75% de los 

pacientes con metástasis de mama y próstata pueden presentar lesiones esqueléticas, ya que 

ambos representan más del 80% de todos los casos de enfermedad ósea metastásica (172). 

Por lo tanto, la metástasis del cáncer es uno de los mayores desafíos en la investigación del 

cáncer, ya que es un proceso que se ve alterado por múltiples factores, como las células del 

estroma, la MEC y las propias células tumorales (173).  

Hasta la fecha, los modelos tradicionales de metástasis óseas de cáncer in vitro 

contienen limitaciones inherentes en cuanto a la reproducibilidad y adaptabilidad de diseño. Si 

bien los modelos de cultivo celular 2D convencionales han proporcionado una mejor 

comprensión de la capacidad de las células tumorales para crecer, no pueden proporcionar 

información fidedigna sobre las interacciones complejas entre las células cancerosas y el 

entorno fisicoquímico que existe dentro del entorno tumoral (174). Dichas limitaciones pueden 

generar datos menos confiables, lo que conduce a restricciones para la traslación clínica. La 

generación de nuevos modelos in vitro basados en cultivos celulares 3D se encuentra entre la 

convergencia de la patología y la ingeniería de tejidos al proporcionar una alternativa 

importante a las limitaciones del cultivo 2D (175). Desde que surgieron los avances en las 

técnicas de cultivo en la ingeniería de tejidos, se han propuesto varios métodos de cultivo 

celular 3D (176, 177) con el empleo de varios biomateriales que se destinaron en un principio 
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para la medicina regenerativa de cartílago y/o hueso (178-180) también se han utilizado para 

cultivar células cancerosas (181, 182).  

Actualmente, se le ha otorgado un mayor énfasis a los andamios celulares en base a  

hidrogeles, estos andamios son redes poliméricas hidrófilos que imitan de cerca las 

propiedades de los tejidos en sus propiedades viscoelásticas. Pueden estar hechos de 

polímeros naturales (como ácido hialurónico, colágeno, seda, alginato o quitosano), polímeros 

sintéticos o una combinación de ambos (183). También pueden reforzarse con otros 

materiales, tales como micropartículas para mejorar su resistencia (184). Los hidrogeles se 

han utilizado ampliamente para investigar la formación de tumores debido a sus propiedades 

biofísicas y mecánicas fácilmente ajustables, facilidad de síntesis y reproducibilidad. Por 

ejemplo, Jeon et al. (185) desarrollaron un modelo que permite el estudio de la extravasación 

de células de cáncer de mama metastásico humano utilizando andamios en base a solución 

de fibrinógeno para crear un gel de fibrina. Houshmand y col (186) cultivaron células 

leucémicas en un dispositivo microfluídico 3D en base a hueso desmineralizado en geles de 

colágeno demostrando una tasa de proliferación significativamente mayor en condiciones de 

cultivo 3D en comparación con el cultivo 2D. Ahn et al. (173) cultivaron células tumorales en 

un compuesto óseo mimético tridimensional de hidroxiapatita y fibrina. Otros grupos también 

han utilizado plataformas de hidrogeles como Matrigel (187, 188) para evaluar características 

de la metástasis óseas del cáncer de mama.  

En 2014, Bersini et al. (187) realizaron un enfoque temprano para estudiar la metástasis 

del cáncer, uno de los primeros modelos OOC utilizando una matriz ósea compuesta de 

Matrigel más ECM depositada por BM-MSC diferenciadas osteogénicas (es decir, demostrado 

por tinción con rojo de alizarina de la deposición de calcio en Matrigel®). Analizaron la 

migración/extravasación transendotelial de células de cáncer de mama altamente 

metastásicas (línea celular triple negativa) desde los canales endoteliales hacia la matriz ósea. 

Esta extravasación se vio potenciada por la presencia de osteoblastos en comparación con 
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los controles solo con andamiaje, lo que demostró los principales roles del receptor de células 

de cáncer de mama CXCR2 y la quimiocina secretada por el hueso CXCL5 y dilucidó una 

interacción específica entre células cancerosas y células óseas. Aunque el modelo carecía de 

perfusión, fue un punto de partida para el modelado de metástasis en ECM similar al hueso. A 

continuación, para evaluar las células cancerosas en un modelo óseo perfundido, se observó 

que la estimulación mecánica puede disminuir la osteólisis inducida por metástasis de las 

células de cáncer de mama en un modelo in vitro desarrollado por Marturano-Kruit et al. en el 

año 2018 (189). Este grupo informó una disminución de 4 veces en la tasa de crecimiento de 

células de cáncer de mama en cultivos 3D bajo perfusión. Además, también encontraron que 

el flujo intersticial fisiológico causó una disminución en la colonización del nicho del cáncer 

después de una optimización de las velocidades del flujo intersticial y las fuerzas de corte con 

la ayuda de la dinámica de fluidos computacional. Se han encontrado asociaciones entre un 

mayor estimulo mecánico y su efecto en el pronóstico del cáncer, tanto a nivel animal en los 

experimentos in vivo y también clínicos con algunos subtipos moleculares de cáncer de mama 

(190). Este resultado es de alguna manera contrario al de Verbruggen et al. (172), donde los 

autores evaluaron la influencia de la carga mecánica en la forma de imitar el ejercicio físico de 

carga y sus efectos sobre los osteocitos. Demostraron que el medio condicionado derivado de 

la señalización paracrina de los osteocitos generalmente inhibe el crecimiento de tumores de 

cáncer de mama metastásico, la misma línea celular triple negativa que en el estudio anterior, 

aunque después de la carga mecánica (i.e. flujo de fluido oscilatorio) provocó una mayor 

invasión de células de cáncer de mama y próstata. Estos dos ejemplos abren el camino para 

que los estudios OOC exploren factores in vivo críticos, como el impacto de los estímulos 

mecánicos en la metástasis ósea del cáncer de mama. 

En la perspectiva de asemejar el hueso con el andamio de la MEC y cómo afecta el 

comportamiento de las células cancerosas, Ahn et al. destacaron la importancia de la rigidez 

de la matriz en la respuesta celular del cáncer cuando se emplean células OOC (173). 
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Evaluaron dos líneas de células cancerosas (SW620 y MKN72) que pueden hacer metástasis 

en el hueso, y las cultivaron en una serie de compuestos de HA/fibrina. El mayor porcentaje 

de HA resultó en un aumento en la rigidez del andamio, que posteriormente ha causado una 

respuesta inhibidora en la migración de células cancerosas. Esta asociación también se 

observó con esferoides de células tumorales-estromales vascularizadas, lo que destaca la 

relevancia del diseño del andamio en los efectos de los modelos de células de cáncer óseo. 

Housemand et al. apuntaron a imitar el nicho de la médula ósea para estudiar la leucemia 

mieloide aguda mediante la aplicación de un compuesto hecho de aloinjerto esponjoso de 

matriz ósea desmineralizada recubierto con colágeno tipo I (186). Esta plataforma permitió la 

detección in vitro de fármacos relevantes como la citarabina y la azacitidina en líneas celulares 

derivadas de la médula ósea eritroleucémica (TF-1), lo que estableció un sistema sólido para 

comparar los efectos de diferentes fármacos y estudiar el comportamiento de las células 

cancerosas. También demostró que el uso de un nicho 3D puede influir significativamente en 

la capacidad de resistencia a fármacos de las células cancerosas eritroleucémicas. 

En general, varios de los estudios para la generación de modelos óseos se basan en 

hidrogeles compuestos con alguna adición del componente óseo, ya sea con hueso 

desmineralizada o con sustitutos óseos como la hidroxiapatita y/o fosfato tricálcico. Sin 

embargo, estos no poseen las mismas características del hueso humano, por lo que aún es 

deseable el desarrollo de un nuevo enfoque de hidrogel en base a conceptos biomiméticos 

que puedan generar las mismas interacciones fisiológicas célula-MEC del in vivo.  
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V. METOLOGÍA 

5.1 Procesamiento de hueso humano 

5.1.1 Descelularización ósea 

Este estudio fue aprobado por el Comité Científico Ético del Servicio Salud Concepción. 

Los huesos fueron donados por pacientes del Hospital de Traumatología de Concepción de 

Chile bajo consentimiento informado y almacenados en refrigeración a -80ºC hasta su uso. 

Para el procesamiento se aplicó el protocolo descrito por Smith et al. (118). Brevemente, las 

cabezas femorales se descongelaron gradualmente hasta que alcanzaron 25ºC y 

posteriormente se cortaron a la mitad y posteriormente en trozos más pequeños y se separó 

la cortical del hueso medular para establecer dos tipos de andamiajes óseos. Los trozos de 

hueso se sumergieron en agua destilada (estéril) precalentada a 60°C y se sonicaron durante 

15 min. Posteriormente, se lavaron en 300 ml de agua destilada precalentada a 60°C y se 

mantuvieron en un agitador orbital a 200 rpm durante 5 min. Las muestras se lavaron en 3 

etapas, cada una seguida de una centrifugación a 1850 g/15 min a 25ºC. Para la esterilización, 

las muestras se sonicaron durante 10 min a 60 °C en 300 ml con la solución esterilizante que 

contenía peróxido de hidrógeno al 3% v/v y ácido peroxiacético al 0,02%. Posteriormente, el 

hueso se transfirió a 300 ml de etanol al 70% v/v en agua destilada y se sonicó durante 10 min 

a 21°C. Se realizó un lavado final dos veces en 300 ml de agua destilada y agitación a 200 

rpm durante 10 min a 60 °C para una centrifugación final a 1850 g/15 min a 25ºC. 

 

5.1.2 Procesamiento del hueso 

Una vez descelularizado el hueso se procesó mecánicamente para obtener 

micropartículas descelularizadas óseas (DBMP). Para ello, los trozos de hueso fresados con 

Titanium Bone Crincher (Salvin), ya sea medular o cortical, se depositaron en matraces 

Erlenmeyer de 250 ml en la solución esterilizante y se molieron con el homogeneizador OV5 

(VELP Scientifica) hasta obtener una solución homogénea de color blanco. Posteriormente, la 
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solución se centrifugó a 1850g/15 min a 25ºC, se retiró la solución y se realizaron dos lavados 

en 300 ml de agua destilada a 25ºC y agitación a 200 rpm durante 10 min. y se realizó una 

centrifugación a 1850g/15 min a 25ºC para la eliminación bruta de agua. Finalmente, el hueso 

se liofilizó durante 48 h, se pasó por un tamiz de 200 µm, se pesó y se almacenó a -80°C hasta 

su uso. 

 

5.1.3 Análisis de descelularización 

Se evaluaron muestras en busca de contaminantes medulares inmunogénicos, para 

esto se realizaron análisis cuantitativos de contenido de proteínas y ARN. Para cuantificar el 

ARN presente en las etapas de centrifugación del protocolo, primero se depositó 300ul de 

reactivo Trizol por muestra en tubos eppendorf, después se combinó con cloroformo 60 ul, se 

agito 10 veces y se esperó 5 min. Las muestras fueron trasladadas a centrifugación a 12.000 

g por 15 min. a 4ºC. Esto generó la separación en dos fases (acuosa superior y orgánica 

inferior), se tomaron muestras de 60 ul y se depositaron en un tubo eppendorf. A continuación, 

las muestras se combinaron con 150 ul de isopropanol y se dejaron 10 min a 4ºC en hielo para 

después centrifugar 12.000 g por 10 min, se removió el líquido y se agregó etanol 75% para 

realizar una nueva centrifugación a 7.500 g por 5 min a 4ºC. Posteriormente, se removió el 

etanol y se dejan los tubos secando de manera invertida por 8 min en ambiente. Finalmente, 

se resuspendió el pellet en 20 µl de agua de grado molecular y se dejaron las muestras en 

hielo hasta su medición y cuantificación de ácidos nucleicos por el espectofotómetro 

(Synergy™ HTX Multi-Mode Microplate Reader). Además, se realizó una corrida de ARN en 

gel de agarosa para confirmar integridad y calidad del ARN y su disminución en las etapas de 

descelularización.  

La cuantificación de proteínas se realizó mediante el ensayo de Bradford, realizado de 

acuerdo con el protocolo del fabricante. Primero, se preparó una solución madre de BSA 

(albúmina de suero bovino) (2000 mg/ml) disolviendo 2000 mg de BSA (A9418; Sigma-Aldrich) 
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en 1 ml de dH2O, y se utilizó una dilución en serie para crear una curva estándar de alta 

concentración de ocho puntos con valores de 1000, 500, 250, 125, 62,5, 31,25, 15,625 y 7,81 

mg/ml (concentración correcta después de la adición del reactivo de Bradford). Las muestras 

se diluyeron según fuera necesario utilizando dH2O. Se cargó una alícuota de 50 μl de cada 

muestra por triplicado en una placa de incubación transparente de 96 pocillos (3860-096 

(Iwaki); Thermo Scientific, Hemel Hempstead, Reino Unido) antes de añadir 50 μl de reactivo 

de Bradford a todos los pocillos. A continuación, las placas se incubaron durante cinco min a 

21 °C antes de leerlas a 595 nm (Synergy™ HTX Multi-Mode Microplate Reader). Se elaboró 

una curva estándar y se utilizó la ecuación de su línea de tendencia para convertir los datos 

brutos en valores de proteína en mg/ml. 

 

5.2 Preparación de hidrogel compuesto 

Para obtener lotes de 10 p/v% de GelMA, los hidrogeles se prepararon disolviendo 1 g de 

GelMA liofilizado (60 grados de sustitución, Sigma-Aldrich) en 9,5 ml de agua desionizada a 

50°C bajo agitación magnética. Posteriormente, las soluciones se enfriaron a 37°C y se agregó 

0,5% de fenil-2,4,6-trimetilbenzoilfosfinato de litio (LAP, sigma-Aldrich). Las soluciones se 

mantuvieron a 37°C hasta que se filtraron de manera estéril con un filtro de membrana de 0,22 

CA. Para producir geles óseos (BG), se agregó DBMP al hidrogel para alcanzar 1% p/v. En 

primer lugar, las micropartículas se descongelaron en la cabina de seguridad y se añadió una 

solución de alcohol polivinílico al 15% (Sigma-Aldrich, código P8136-250G) a la cantidad de 

hueso para hacer un 1%, se agitó en vórtex durante 20 s y posteriormente se centrifugó a 500 

g x 5 min para eliminar el exceso de polímero dejando el hueso cubierto y posteriormente se 

combinó con la solución GelMA. 
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5.3 Caracterización fisicoquímica 

5.3.1 Espectroscopía Infrarroja Transformada de Fourier (FTIR) 

Las muestras, hueso descelularizado donado por humanos, GelMA y BG, se 

caracterizaron mediante espectroscopia infrarroja por transformada de Fourier (FT-IR) 

utilizando un espectrofotómetro Nicolet Nexus. Para la preparación de los pellets, la muestra 

se mezcló con bromuro de potasio (KBr) en una proporción aproximada de 1-2% en peso. La 

mezcla resultante se prensó a 8-10 toneladas para formar discos transparentes y homogéneos. 

Durante el proceso de preparación y medición, se controló la exposición a la humedad para 

evitar la absorción de agua por parte del KBr, que podría interferir con los resultados 

espectrales. Los espectros se registraron en un rango de 4000 a 500 cm⁻¹ con una resolución 

de 4 cm⁻¹, y cada muestra se escaneó 64 veces para mejorar la relación señal-ruido. 

 

5.3.2 Microscopía electrónica de barrido (SEM) 

Las microparticulas óseas descelularizadas y los hidrogeles se depositaron en placas de 96 

pocillos y posteriormente se liofilizaron para obtener imágenes de la superficie y del interior 

mediante SEM (VEGA3 EASYPROBE SBU, TESCAN) y microscopía SEM/EDS (ZEISS 

GeminiSEM 360). Los hidrogeles se cortaron en trozos pequeños (aproximadamente 6 mm de 

diámetro) y se depositó una fina capa conductora de oro (10 nm) sobre los hidrogeles secos 

utilizando un pulverizador catódico. Además, se realizó una fractura en los hidrogeles 

sumergiendo las esponjas en nitrógeno líquido y posteriormente se trituraron para evaluar su 

interior. Se tomaron fotografías de las vistas de la superficie y las vistas transversales de los 

hidrogeles mediante el software SmartSEM 

 

5.3.3 Microscopía electrónica de transmisión (TEM) 

Se dejaron los hidrogeles en medio MEMa 5x el peso del hidrogel en tubos Falcon de 

50 ml, se dejaron bajo agitación orbital por 72 h a 200 rpm a 37ºC. Posteriormente, se recogió 
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el medio y se pasó por un filtro 0,22 µm  y se depositó la muestra en tubos de centrifugación 

con con etanol absoluto en una relación 1:10 resp. Las muestras fueron analizadas por TEM 

utilizando un microscopio JEM1200 E (JEOL, Tokio, Japón) a un voltaje de aceleración de 200 

kV. Se prepararon las muestras colocando una gota de cada muestra sobre una rejilla de cobre 

recubierta de carbono de 200 mallas. 

 

5.3.4 Test de hinchamiento 

Las muestras de hidrogel (100 µL) se fotopolimerizaron en placas de 12 pocillos y se 

añadió 1 ml de medio estándar. Las muestras se incubaron a 37 °C durante diferentes días y 

se retiró el medio y se pesó el peso hinchado (Wwet) de la muestra de hidrogel. 

Posteriormente, las muestras se congelaron a -80 °C, se liofilizaron y se registró el peso seco 

(Wdry). La relación de hinchamiento se calculó como Wwet/Wdry. 

 

5.3.5 Caracterización reológica 

Las propiedades reológicas de los hidrogeles compuestos se probaron incubando 

muestras de hidrogel en intervalos de diferentes días utilizando un reómetro (TA Instrument, 

DHR-3, EE. UU.). Los módulos de almacenamiento (G′) y pérdida (G′′) se determinaron 

realizando barridos de deformación oscilatoria utilizando placas paralelas con una geometría 

de 8 mm y un rango de deformación de 0,01% a 500% a 37 °C. 

 

5.4 Test de impresión 3D de microextrusión 

Para evaluar el potencial de sistematización de ensayos con el hidrogel y para validar 

su reproductibilidad, se realizó una prueba de impresión 3D con bioimpresora (GENESYSTM, 

3D Biotechnology Solutions) acoplada con luz UV 365 nm utilizando el hidrogel GelMA y 

compuesto BG en jeringas de 3 ml con punta roma para jeringa lock 23G 1,5´´. El primero paso 

es la calibración de la cama de impresión donde va insertada la placa, se puso un nivel para 
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asegurar que se encuentre nivelada y se deja el posicionador de placa de cultivo. 

Posteriormente, se conecta el PC con la impresora 3D y se inicia el open-source software 

Pronterface (GNU General Public License, v.3), para asegurar una impresión precisa, se debe 

llevar el extrusor a la posición “Home”. Se prepararon 2 jeringas con hidrogel GelMA y 

compuesto BG calentando los hidrogeles termoregulado a 37ºC y después esperando su 

enfriamiento a 25ºC.  Después, se ingresaron las jeringas en la extrusora de calor (izquierda) 

con su respectivo soporte, ajuste girando la jeringa en la ranura del soporte y posicionamiento 

mediante el cierre del extrusor y apriete del calentador. Se ajusta la jeringa en sentido inferior 

a la posición de impresión mediante la rosca del soporte llegando al borde de la cama. Una 

vez firme la aguja y con una leve separación (1/2 mm), se ajusta el extrusor con ayuda de los 

controles “Extrude” y “Reverse” donde posteriormente se realizó una prueba de extrusión para 

comprobar el flujo del material. Confirmado el ajuste de la jeringa y salida de hidrogel, se debe 

cargar el archivo “.gcode” del diseño de 4 discos en la pantalla de simulación del software y se 

ingresó la placa de cultivo 24 pocillos en el soporte para placas de la cama. Se visualizaron 

las impresiones en microscopía óptica directa (OLYMPUS BX43F, Tokyio, Japan) 

 

5.5 Cultivo celular 

5.5.1. Células MCF7 y Saos2 

Las células de cáncer de mama humano triple positivo (MCF7) y las células de 

osteosarcoma humano (Saos2) se cultivaron en medio estándar; compuesto por MEM α 

(DMEM, LZBE12-604Q, Gibco™) suplementado con suero bovino fetal al 10 % (FBS, 

10270106, Gibco), solución antibiótica/antimicótica al 1 % (15070-063, Gibco) y ácido 

ascórbico (H0887, Sigma Aldrich). Los cultivos se mantuvieron en una incubadora 

humidificada a 37°C con 5 % de CO2. Al 70-90 % de confluencia, se recolectaron las células 

hasta el pase y se combinaron en hidrogel para experimentos posteriores. El Comité de 

Bioética y Bioseguridad de la Facultad aprobó los protocolos de bioseguridad del estudio. 



 38 

 

5.5.2. Cultivo Primario de células madre mesenquimales derivadas de tejido adiposo 

Para la obtención de MSCs derivados de tejido adiposo, se trasladará con un tubo Falcon 50ml 

con HBSS, combinación antibiótica/antimicótica. Posteriormente se debe picar la grasa y 

remover todo tejido fibroso manualmente con bisturí y trasladar a tubo Falcon de 50 ml con 15 

ml de solución de colagenasa (2mg/ml de colagenasa tipo I y 2mM de cloruro de calcio pasado 

por filtrado estéril) e incubar en agitación a 37°C por 2 h. Después se debe pasar la solución 

por filtro de 70μm y neutralizar con 15ml de medio estándar para después centrifugar a 500g 

por 5 min. Posteriormente se debe aspirar el sobrenadante dejando 5ml y se añade 7ml de 

medio estándar para ser cultivados en frasco de cultivo celular y se cambiará el medio a los 5 

días, finalmente se dejarán expandirse hasta llegar a confluencia entre 70-90% en frascos de 

cultivo celular de 75cm2 a 37°C al 5% CO2. La proliferación celular fue analizada diariamente 

en microscopio óptico invertido (Motic, AE2000TRI). Se realizó la confirmación del potencial 

multipotente (madre) de las MSC derivadas del tejido adiposo de acuerdo con las 

recomendaciones realizadas por la “International Society for Cellular Therapy (ISCT)”89. Se 

realizó un ensayo de citometría de flujo (BD LSRFortessa™ X-20) después de que las células 

alcanzaron el 70-80% de confluencia en el tercer pase para el perfil de marcadores de 

antígenos específicos de las MSC con el “BD Stemflow™ hMSC Analysis Kit” (BD Biosciences) 

para cócteles de anticuerpos conjugados con fluorescencia positivos (CD90-FITC, CD44-PE, 

CD105-PerCP-Cy5.5 y CD73-APC) y negativos (CD45/CD34/CD11b/CD19/HLA-DR-PE). El 

perfil de CD se analizó con el software FlowJo V.10. 
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5.6 Evaluación de biocompatibilidad 

5.6.1. Evaluación de toxicidad in vitro mediante tinción de Calceina AM 

etidio homodimero-1. 

Se evaluó la viabilidad de las células en la superficie del andamio, se cultivaron los 

andamios en diferentes intervalos de días. Para la tinción de las células, se lavaron en PBS y 

posteriormente se incubaron durante 30 min en la oscuridad con solución LIVE/DEAD (Cat Nº 

L3224, ThermoFisher Scientific) en PBS que consiste en 0,2% de homodímero de etidio-2 

(EthD-1) y 0,05% de acetoximetil calceína (calceína AM). El análisis se realizó mediante un 

microscopio de fluorescencia (OLYMPUS BX43 Fluorescence Light Source Olympus U-

LH100HG) donde las células vivas se marcan en verde con calceína AM, fluorescencia verde 

de excitación/emisión ~495 nm/~515 nm, y las células muertas permiten que el homodímero 

de etidio-1 EthD-1 tenga una fluorescencia roja brillante en las células muertas 

(excitación/emisión ~495 nm/~635 nm) para unirse al ADN en los núcleos marcados en rojo. 

Además, la fluorescencia de calceína AM se midió en el espectrofotómetro Synergy™ HTX 

Multi-Mode Microplate Reader y el porcentaje de reducción se calculó según la siguiente 

fórmula: ((valor del experimento – control negativo) / (control positivo – control negativo))*100. 

Las imágenes planares se procesaron con el software ImageJ (Fiji). 

 

5.6.2 Evaluación de viabilidad in vitro mediante ensayo con medio condicionado  

Se realizó un ensayo de biocompatibilidad de tres líneas celulares con el medio 

condicionado obtenido según descripción del punto 2.3.3, se fabricaron dos hidrogeles con 

DBMP según hueso cortical y otro con medular para realizar el ensayo según el ISO 10993-5: 

"Biological evaluation of medical devices - Part 5: Tests for in vitro cytotoxicity. Se cultivaron 

líneas celulares en placas de 96 pocillos por 48 h, para posteriormente hacer un recambio del 

medio por el medio condicionado obtenido previamente, dejando los hidrogeles en incubación 

por 48 h en agitación constante, filtrado 0,2 µm del medio condicionado y precalentado a 37ºC. 
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Una vez cumplido el tiempo de incubación, se tomaron muestras y se analizó la viabilidad 

celular versus control (sin recambio de medio) de los medios condicionados de GelMA y BG 

en el cultivo celular a las 24 y 48 h.   

El análisis cuantitativo de viabilidad celular se obtuvo con solución alamarBlueTM (Cat 

Nº DAL1025, Invitrogen) al 5% en condiciones de oscuridad para incubar durante 2,5 h a 37 

°C, 5% CO2. Posteriormente, se pasaron muestras de 100 μL del medio de cada muestra y 

solución de trabajo (control) a una placa de 96 pocillos por triplicado para la detección de 

fluorescencia de la actividad celular (excitación 360/40nm, emisión 460/40nm) con el lector de 

microplacas multimodo Synergy™ HTX. 

 

5.6.3 Morfología de los constructos por histología 

Después del intervalo de los diferentes días, las muestras se fijaron con formalina al 

4% durante un mínimo de 3 h. Posteriormente, las muestras fueron colocadas en un casete y 

etiquetadas entre dos esponjas de biopsia para posteriormente descalcificarlas utilizando el 

KOS Microwave HistoStation (Biosystems Switzerland AG) durante 16 h a 37ºC con agitación 

constante. El casete fue transferido al procesador de tejidos LEICA ASP300 y se dejó en 

formalina en stand-by hasta que comenzaron los siguientes pasos consecutivos de vacío: 

primero los pasos de alcohol (6 fases) durante 1 hora cada fase, 3 fases en solución HistoClear 

(National diagnostics), 3 fases en parafina durante 1 hora a 60ºC. Posteriormente, las muestras 

fueron incluidas en cera al equipo ThermoFisher HistoStar para agregar, que posteriormente 

fue enfriada para generar los cortes en el micrótomo Thermo HM325 de 3 μm de espesor. Las 

secciones se dejaron en baño maría a 45ºC y se montaron en portaobjetos que se llevaron al 

equipo de tinción DAKO CoverStainer (Agilent Technologies) para los siguientes pasos 

consecutivos: secado a 65ºC durante 15 min, desparafinación con HistoClair, deshidratación 

con etanol, hidratación con agua, tinción con hematoxilina, lavado con agua, azulado, lavado, 

tinción con eosina, deshidratación con etanol, enjuague con HistoClair y finalmente montaje y 
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visualización al microscopio óptico (OLYMPUS BX43F, Tokio, Japón). Las imágenes planares 

se procesaron con el software ImageJ (Fiji). 

 

5.6.4. Tinción con rojo de alizarina 

La tinción con rojo de alizarina se utilizó para determinar visualmente el estado de 

mineralización de los constructos después del cultivo en medio estándar. Los constructos de 

tejido se fijaron en formalina tamponada neutra al 4% durante un mínimo de una hora, 

posteriormente se lavaron tres veces en PBS y se enjuagaron en agua para eliminar todos los 

restos de fijador. Los constructos fijados se incubaron en la solución de rojo de alizarina 

(código 2003999, Merck EMD Millipore Corp. EE. UU.) durante un minuto. La solución se retiró 

y se enjuagó bien con agua destilada para eliminar el exceso de colorante, posteriormente se 

secó al aire. Las imágenes se tomaron utilizando un microscopio óptico (OLYMPUS BX43F, 

Tokio, Japón). Las imágenes planares se procesaron con el software ImageJ (Fiji). 

 

5.6.5 Microscopía confocal 

La microscopía de fluorescencia se realizó en el Centro de Microscopía Avanzada 

(CMA-BioBio) de la Universidad de Concepción. Las muestras de cultivo 3D se fijaron con 

paraformaldehído al 4% y se dejaron en hielo durante 30 min. Posteriormente, las muestras 

se lavaron en solución salina tamponada con Triton X-100 1x (TERGITOL15-s-9) al 0,1% (Tris 

20 mM, pH aprox. 7,4 y NaCl 0,9%), se lavaron en Tris 1x y se hidrataron con albúmina al 1% 

en Tris durante 30 min a 25ºC para bloquear los sitios antigénicos no específicos. A 

continuación, las muestras se incubaron con anticuerpo monoclonal de ratón anti-fosfatasa 

alcalina IgG2A (código sc-271431, Santa Cruz Biotechnology) durante 4 h a 25ºC y 2 h con 

anticuerpo secundario (AffiniPure™ Donkey Anti-Mouse IgG, H+L, código: 715-165-150, 

Jackson ImmunoResearch Europe Ltd.). A continuación, las muestras se incubaron con Alexa 
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Fluor 488-phalloidin en 1% BSA durante 30 min a 25ºC. Posteriormente, las muestras se 

lavaron 3 veces en Tris, se aplicó DAPI y un paso final de lavado con Tris. 

Para adquirir fluorescencia multicanal, se empleó un microscopio confocal LSM780 

NLO (Axio Observer.Z1; CarlZeiss, Oberkochen, Alemania) equipado con el software ZEN 

2011 v8.0 (Carl Zeiss). Las imágenes de microscopía confocal se adquirieron con láseres de 

excitación de 405 nm (Hoechst), 561 nm (rojo de alizarina) y con objetivos EC Plan-Neofluar 

20× NA 0.5, WD 2.0mm o Plan-Apochromat 63× oil DIC, NA 1.4, WD 0.19mm. Para obtener 

las reconstrucciones tridimensionales y los videos que se muestran en la Información 

complementaria, utilizamos la herramienta de animación del software Imaris (Bitplane, Zurich, 

Suiza). Las imágenes planares se procesaron con el software ImageJ (Fiji). 

 

5.7.- Inmunofluorescencia 

Es conocido que algunos tipos celulares tienen la capacidad de síntesis de MEC 

calcificada, tales como las líneas derivadas de células madre mesenquimales diferenciadas a 

osteoblastos y osteosarcoma. Por lo que se emplearon ambas para un ensayo de 

osteodiferenciación y cultivo a 30 días con medio osteogénico (OST) (Tabla 2) en monocapa 

en placas de 6 pocillos dejando el primer pocillo de ambos tipos celulares cultivados con medio 

estándar. El medio se cambió cada 2-3 días. Posteriormente cumplido los días de cultivo, se 

realizó una tinción con Alizarin red.  
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Tabla 2. Medio osteogénico 

Reactivo Cantidad 
añadida 

Concentración 
final 

Concentración de 
stock 

Notas 

Suero bovino 
fetal 

50ml 10% v/v - Sin inactivación o filtrado 
 

Antibioticos 5ml 100 u/ml 
pen,100µg/ml 
strep,0.25µg/ml 
amfotericina 

10,000 u/ml  
penicilina,10,000 
µg/ml 
streptomicina 
25µg.ml 
amfotericina 

Se suministra como stock 100X en 
botellas de 100 ml. Se almacena en 
el congelador en el cajón de 
existencias de la sala de cultivo 
celular. 

 

(Sigma A5955-
100ml) 

 

Asc-2-phos 5ml 100µM 10mM 
  

(Sigma A8960) Preparar 10 mM de hidrato de sal de 
sesquimagnusium, ácido L-
ascórbico 2-fosfato, esterilizar por 
filtración, dividir en alícuotas de 5 ml 
y almacenar a -20 °C. Sigma A8960                                                                                               

 

Dexametasona 1ml 1 x10-7M 5 x 10-5M  Se suministra como polvo de 1 mg. 
Disolver en 1 ml de etanol ABS, 
añadir 49 ml de α MEM para una 
solución madre de 5 x 10-5 M. 

 

(Sigma D8893) Almacenar a 4º – 8ºC 
 

β glycerol-2-
phosphate 

5ml 10mM 1M 
  

 (necesario para 
mineralisación)  

Preparar una solución 1M, filtrar, 
esterilizar y alícuotar en cantidades 
de 5 ml, posteriormente congelar. 

 

(Sigma G9891) 
 

  
 

Glutamax 5ml 1X 100X Almacenado a 25ºC en el laboratorio 
de carga. 

 

(Life 
Technologies 
35050038) 
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5.8 Inmunohistoquímica 

Para evaluar la expresión de proteínas de las células cancerosas en los constructos, 

las muestras se procesaron histológicamente como se menciona en 2.5.4. y se recogieron del 

paso de baño de agua a 45ºC y se montaron en portaobjetos cargados y se incubaron a 60ºC 

durante 2 h. Posteriormente, las muestras se llevaron a DAKO PTLink para desparafinación y 

recuperación de antígeno con EnVision FLEX Target Retrieval Solution, High pH (Agilent) a 

65ºC, un ciclo de 96ºC durante 20 min y posteriormente se enfriaron a 65°C. Las muestras se 

llevan posteriormente al DAKO Autostainer Link 48 (Agilent) para la tinción mediante los 

siguientes pasos consecutivos: lavado en tampón DAKO durante 2 min., bloqueo de antígenos 

no específicos con el reactivo bloqueador de peroxidasa SM801 durante 5 min, lavado, adición 

de anticuerpos primarios x 30 min con anticuerpo monoclonal de ratón GATA3 (L50-823, Bio 

SB) dilución 1:300, monoclonal de ratón anti-CD34 humano dilución 1:800, Clone QBEnd-10 

y con monoclonal de ratón anti-citoqueratina humana Clones AE1/AE3 (DAKO) dilución 1:600, 

dos lavados, aplicación del LINKER EnVision FLEX+ Mouse (SM804, Agilent) durante 15 min, 

dos lavados, aplicación del reactivo de detección de polímeros Dako EnVision FLEX /HRP 

(SM802, Agilent), dos lavados, aplicación del Kit de cromógeno EnVision FLEX DAB+ 

(DM827), solución concentrada de 100 ml de agua, solución de diaminobencidina (DAB) y 

tampón de sustrato EnVision FLEX (SM803) que contiene peróxido de hidrógeno durante 5 

min, lavado con agua destilada, teñido con hematoxilina durante 2 min, lavado en agua durante 

5 min, deshidratado, enjuagado y finalmente montado. 
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5.9 Cuantificación de la rigidez de la matriz 

Se realizó un cultivo celular 3D con células MCF7 durante 7, 14 y 21 días para evaluar 

la rigidez de la MEC y las variaciones en tiempo real. Las propiedades reológicas de los 

hidrogeles compuestos se probaron incubando muestras de hidrogel en intervalos de 

diferentes días utilizando un reómetro (TA Instrument, DHR-3, EE. UU.). Los módulos de 

almacenamiento (G') y pérdida (G'') se determinaron realizando barridos de deformación 

oscilatoria utilizando placas paralelas con una geometría de 8 mm y un rango de deformación 

de 0,01% a 500% a 37°C. 

 

5.10 Ensayo de citotoxicidad de quimioterapéutico 

Para evaluar las diferencias en la supervivencia, se cultivaron 1000 células/pocillo de 

ambas líneas celulares en placas de 12 pocillos. Después de 48 h, se retiró el medio de cultivo 

y se complementó con diferentes concentraciones de docetaxel (0, 0,001, 0,01, 0,1, 10 y 100 

μM). Después de 24 h, hasta 78 h, se cuantificó la viabilidad de las construcciones de tejido 

mediante cultivo con medio con solución de azul de alamarBlueTM al 5% durante 3 h y se 

cuantificó como se mencionó y se midió la fluorescencia a 560/590 nm. Como complemento, 

se tomaron imágenes utilizando microscopía de inmunofluorescencia (OLYMPUS BX43 

Fluorescence Light Source Olympus U-LH100HG) y las imágenes de las muestras teñidas con 

DAPI asociadas se procesaron con el software ImageJ (Fiji). 
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VI. RESULTADOS 

 6.1 Descelularización 

Se recibieron 3 cabezas femorales bajo firma de consentimiento informado, estas 

fueron trasladadas al laboratorio y congeladas a -80ºC hasta su uso. Posteriormente, a una de 

las cabezas femorales se les realizó el proceso de descelularización y microparticulado. Las 

micropartículas óseas descelularizadas se analizaron para una cuantificación de eliminación 

de contenido biológico (Fig. 2), el cual, en ambos ensayos, fue disminuyendo gradualmente 

en cada paso del proceso. Después de cada paso de descelularización, el último contenido de 

proteína se redujo hasta un 78% y el último contenido de ARN se midió en 55 ng/μl.  

 

Figura 2. Imágenes en relación a procesamiento de cabeza femoral humana donada por 

estudio CEC 19-06-42. A. Cabeza femoral seccionada sagitalmente para la obtención de 

segmentos óseos para el proceso de descelularización y acorde al tamaño de tubos centrifuga 

Sorval (ThermoFisher). B. Tejido óseo descelularizado post proceso de molienda. C. 

Cuantificación de proteínas mediante ensayo de Bradford. C. Cuantificación de ARN obtenido 

de las muestras en las etapas de descelularización. D. Corrida de ARN en gel de agarosa. 
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6.2 Caracterización fisicoquímica 

Una vez descelularizado y micropulverizado el tejido óseo (DBMP), el tamaño y las 

formas de las micropartículas se visualizaron mediante SEM (Fig. 3 y 4), lo que evidenció un 

polimorfismo con segmentos muy pequeños 1 m hasta unos 200-300 m y demuestra una 

morfología geométrica de tipo cerámico con formas geométricas tipo rectángulos con bordes 

en general definidos. Dependiendo del tamiz utilizado (90 y/o 200 m) la diferencia en el rango 

de tamaño promedio (Fig.3 y 4) varió siendo 111 m para el proceso pasado por tamiz de 90 

m y un tamaño aproximado de 138 m para el tamiz de 200 (Fig. 5) al medir los bloques más 

presentativos de la muestra siendo la diferencia en su tamaño estadísticamente significativo 

(P= 0,0287). En las micropartículas molidas y pasadas por el tamiz de 90 m simula formas o 

restos de laminillas intersticiales a modo de segmentos de estas en capas paralelas. 

 

Figura 3. Microscopía electrónica de barrido de DBMP por tamiz de 200 m. Imágenes A.1-

A.6. Escala 100 m.  
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Figura 4. Microscopía electrónica de barrido de DBMP por tamiz de 90 µm. Imágenes B.1-B6. 

Escala 100 m.  

 

Figura 5. Gráfico de medición de micropartículas descelularizadas de hueso de mayor tamaño. 

Rojo: mediciones del proceso tamizado a 200 m. Azul. mediciones del proceso tamizado a 

90 m. Se encontró una diferencia significativa en el promedio de las mediciones.  
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Una vez sintetizado, el hidrogel compuesto, basado en GelMA en combinación con 

micropartículas óseas descelularizadas y el fotoiniciador 2-Hydroxy-4′-(2-hydroxyethoxy)-2-

methylpropiophenone, se analizó mediante FTIR, SEM y reometría. En los análisis de 

espectroscopía FTIR se confirmó su composición química final, para chequeo del proceso de 

entrecruzamiento y para analizar las características estructurales de los hidrogeles 

modificados con hueso.  

 

Figura 6. Espectroscopia infrarroja transformada de Fourier (FT-IR). Hidrogel compuesto (BG), 

GelMA y DBMP.  

 

En la evaluación mediante FTIR (Fig. 6), el espectro azul (GelMA) presenta los picos 

característicos del polímero de gelatina, con una banda de absorción prominente alrededor de 

3342 cm−1 correspondiente a las vibraciones de estiramiento O-H y N-H. Los picos en el rango 

de 2800–3100 cm−1 indican vibraciones de estiramiento C-H. La estructura principal de la 

gelatina se caracteriza por bandas de absorción a 1738 y 1641 cm−1 (estiramiento C=O, 
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ésteres y amida I), 1548 cm−1 (flexión N-H acoplada con estiramiento C-H, amida II), y 1250 

cm−1 (estiramiento C-N y flexión N-H, amida III) el pico alrededor de 1640 cm−1 en el espectro 

GelMA (GM), asociado con el estiramiento C=C de los grupos metacrilato, está muy cerca del 

pico de estiramiento C=O de la amida I. Esta proximidad hace que sea difícil detectar y 

confirmar su desaparición después de la reticulación, indicada por su ausencia en el espectro 

BG. El espectro rojo, que representa el hueso, revela señales características del tejido óseo, 

que comprende aproximadamente un 30% de fracciones orgánicas y un 70% de minerales 

inorgánicos en peso. La matriz orgánica se compone predominantemente de colágeno, 

proteínas no colágenas y lípidos, mientras que la fase inorgánica es principalmente 

hidroxiapatita carbonatada mineralizada. El principal componente orgánico incluye amida I 

(alrededor de 1641 cm−1) y amida II (alrededor de 1536 cm−1). Para la porción inorgánica, 

aparecen señales clave para fosfato y carbonato. El componente de fosfato, principalmente 

debido a la hidroxiapatita (Ca10(PO4)6(OH)2), está representado en dos regiones espectrales: 

1200–900 y 650–500 cm−1. La amplia banda de absorción a 1200–900 cm−1 surge 

principalmente de los modos vibracionales de los iones de fosfato (PO4
3−). Además, las bandas 

entre 650 y 500 cm−1 están vinculadas al modo de flexión de PO4
3−. Debido a la sustitución de 

algunos aniones de hidroxiapatita por carbonato, también se observaron iones de carbonato 

(CO3
2-) entre 1600 y 1300 cm−1, superponiéndose parcialmente con la región amida II. El 

espectro negro de GelMA-BG confirma firmemente la reacción de entrecruzamiento. Esto se 

evidencia por la mayor aparición de picos en la región de 2800-3100 cm−1, que se atribuyen al 

estiramiento C-H de los grupos terciarios -CH2 y -CH formados durante la reticulación. 

Después fue analizada la capacidad de hinchamiento del hidrogel al cultivar muestras 

del hidrogel compuesto con medio de cultivo para evaluar su capacidad de retención de agua 

donde se pudo comprobar que puede absorber agua del medio hasta 15 veces su peso seco 

y que la adición de DBMP disminuyen esa capacidad (Fig. 7). Los hidrogeles tendieron a 
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mantener la capacidad de hinchamiento después de 96 h y hubo una correlación inversa entre 

la incorporación de DBMP que disminuyó la relación por debajo del 10%. 

 

 

Figura 7. Test de hinchamiento del hidrogel GelMA (GM) y compuesto BG (BG1 y BG2). Se 

aprecia una constancia en los 3 hidrogeles por sobre las 5 veces su tamaño en retención de 

medio hubo diferencias significativas de los dos geles BG (BG1, P= 0,0017 y BG2, P=0,0045) 

versus el gel solo GM. (ANOVA. P= 0,05). 

 

Las imágenes SEM de los hidrogeles revelaron una microestructura de hidrogel porosa, 

y el análisis del tamaño de poro mostró un tamaño de poro entre 188 y 265 m (Fig.8). 

Posteriormente, en base al ISO 10993-5: "Biological evaluation of medical devices - Part 5: 

Tests for in vitro cytotoxicity, por lo que se evaluaron los hidrogeles en una incubación por 48h 

en agitación constante, se tomaron muestras y se analizaron los medios condicionados de 

GelMA y BG bajo TEM para evaluar la presencia de nanopartículas, las cuales se pudieron 

identificar como estructuras geométricas características tipo cuadrados y rectangulares con 

diversos tamaños menores a 1 µm hasta 50 nm. Algunas mediciones llegaron al tamaño de 

los 5 nm (Fig. 9).  
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Figura 8. SEM de hidrogeles por criofractura. Se pueden observar las estructuras del hidrogel 

funcionando como una estructura tipo matriz posterior a la liofilización con presencia de 

porosidad. Escalas en la esquina inferior izquierda (1mm – 100 m).  
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Figura 9. TEM de nanopartículas obtenidas desde el ensayo de medio condicionado. Se 

pueden observar estructuras geométricas en concordancia con los minerales de hidroxiapatita 

en todas las imágenes, los tamaños varían desde los 1000 hasta los 5 nm.  A.1-A.2 Escala 1 

m, B.1-B.2 escala 200 nm y C.1-C.3 escala a 50 nm. En C.3 se pueden apreciar 

nanopartículas de 5 nm aproximadamente (Flecha roja).  

 

Con la caracterización química de una muestra una vez fracturado el hidrogel, fue 

posible observar la presencia de poros y con presencia de zonas de calcio dentro de los poros 

del hidrogel con microscopía SEM-EDS (Fig. 10). En las DBMP se apreciaron dos grandes 

picos en el análisis de calcio, fosforo y carbono, ya que estos son componentes químicos y 

estructurales del ordenamiento del colágeno, alto en carbono, con los cristales de 

hidroxiapatita (Ca5(PO4)3(OH) ). El calcio también se apreció en menor cantidad en la superficie 

del hidrogel y dentro de su interior en relación con algunos poros (Fig 10. D.1 y D.2). 
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Figura 10. SEM-EDS del hidrogel compuesto con DBMP. A1) Imagen de microscopía SEM 

para análisis de composición química, donde se puede apreciar (A.2) un pick intenso de calcio 

(Ca) y fosforo (P). B.1 Superficie liofilizada del hidrogel compuesto BG y (B.2) su análisis por 

EDS. C.1 Imagen del interior del hidrogel compuesto BG con la presencia de calcio (naranjo) 

en su espesor y paredes de los poros. D.1 Imagen magnificada (x10) de uno de los poros del 

hidrogel compuesto BG con presencia de DBMP y (C.2-D.2) análisis EDS con el calcio en 

naranjo.  

 

La prueba para evaluar el comportamiento mecánico del hidrogel compuesto BG 

demostró un comportamiento pseudoplástico del hidrogel y que tiene la capacidad de fluir a 

una deformación de aproximadamente el 42% con un módulo de almacenamiento G´ entre 

1500-2000 Pa. Pruebas mecánicas posteriores en una rampa de temperatura revelaron una 
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disminución de la rigidez del hidrogel entre 20 y 25ºC o su mejor capacidad de fluir. 

 

Figura 11. Ensayo reológico para evaluación de las propiedades del hidrogel compuesto BG. 

A. Imagen del hidrogel para los ensayos en contacto con el hidrogel posterior a su 

hinchamiento en medio de cultivo. B. Ensayo de medición de rigidez en rampa de temperatura 

donde se determina que la temperatura ideal para ser inyectado es entre los 20º a los 24ºC. 

C. Ensayo de amplitud y D. Ensayo de frecuencia para cálculo de rigidez.  E. Módulo de 

almacenamiento entre los 1500 a los 2000 PA.  

 

6.3 Test de impresión 3D 

Conocidas ya las características pseudoplásticas y de su capacidad de fluir a través de 

presión, como es el caso de una inyección, se realizó una prueba de impresión de 

microextrusión con el hidrogel compuesto y GelMA de un diseño de disco con 4 capas (Fig. 

12). Una vez cargado los hidrogeles en jeringas de 3 ml se procedió a imprimir en placa de 24 

pocillos donde se apreció una correcta impresión reproduciendo el diseño asistido por 

computador (CAD). Una vez fotopolimerizado, se procedió al análisis microscópico donde se 

pudo observar la presencia de las DBMP a través de las líneas y dentro del espesor de los 

hidrogeles. 
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Figura 12. Impresión 3D con el hidrogel compuesto. A. Bioimpresora GENESIS (3DBS), donde 

se aprecia la cama y los dos extrusores. B. Proceso de fotopolimerización con luz UV 365 nm 

durante 1 min por pocillo para generar el entrecruzamiento del hidrogel C. Impresión de 

GeLMA e hidrogel compuesto BG en placa de 24 pocillos. D1-D3. Imágenes microscopía 

óptica directa aumento 5x de las impresiónes del GelMA. E.1-E.3. Imágenes microscopía 

óptica directa aumento 5x de las impresiónes con hidrogel compuesto BG. Escalas 1 mm. F. 

Imagen aumentada de un disco donde se aprecian las DBMP con escala 200 µm.  

 

 6.4 Análisis de biocompatibilidad 

El primer conjunto de análisis examinados para evaluar la biocompatibilidad del 

hidrogel óseo mediante la prueba de medio condicionado con tres líneas celulares (MCF7, 

Saos2, HDF) donde se cultivaron durante 48 h para la evaluación de la toxicidad mediante el 

reactivo de alamarBlueTM (Fig. 13). Se descartó alguna reacción de citotoxicidad aguda en las 

células a las 24 h con la mayoría de las muestras con presencia de viabilidad sin diferencias 

significativas ambos ensayos. A las 48 h de cultivo celular en el medio condicionado se 
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evidenció un aumento en la viabilidad de todas las líneas en comparación con el control, sin 

diferencias significativas entre los grupos.  

  

Figura 13. Gráfico del ensayo de viabilidad celular según ISO 10993-5. A. 24 y B. 48 h de 

cultivo con el medio condicionado y análisis por medio del reactivo alamarBlueTM. No se 

encontraron diferencias significativas entre los grupos. Cada grupo/barra son 3 experimentos 

independientes (n=9) (Test ANOVA. P=0,05) 

 

Posteriormente, se realizaron ensayos de citotoxicidad por contacto y en cultivo celular 

3D con líneas celulares acordes a validar un modelo óseo 3D biocompatible y con la capacidad 

de ser un andamio celular 3D generando el atache y división celular necesario para células 

con una correlación clínica con el tejido óseo, en este caso se emplearon células de 

osteosarcoma (Saos2), cáncer de mama triple (+) (MCF7) y pre-osteoblastos (MC3T3-E1). En 

los diferentes intervalos de tiempo analizados, entre el 1 – 21 días, se evidenció una 

correlación positiva entre los días y la viabilidad medida por los ensayos LIVE/DEAD y 
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alamarBlueTM, junto con diferencias en la forma dependiendo de la línea celular, donde MCF7 

presentó una organización más conglomerada con forma de organoide en comparación con la 

disposición más unitaria de las células Saos2. En relación a la exploración de las muestras 

una vez montadas inmediatamente posterior a la tinción con LIVE/DEAD, existe un espesor 

que al enfocar las células genera un desenfoque en las continuas por diferencia en profundidad 

y que además es posible enfocar las DBMP para diferenciar de las morfologías celulares (Fig. 

14). 

 

 

Figura 14. Imagen de microscopía de inmunofluoresencia con células MCF7 con 

tinción de Calceina AM. A. Imagen enfocada en uno de los organoides a través del espesor 

del hidrogel cercano a borde externo de la muestra. B. Imagen enfocada en las DBMP lo que 

generó un desenfoque de las estructuras celulares. Escalas en 200 µm.  

 

 Hubo una correlación positiva significativa entre el tiempo y la fluorescencia verde de 

las células vivas que fueron visibles en todas las muestras del intervalo de tiempo con una 

menor proporción de fluorescencia roja que indica una baja muerte celular (Fig. 15). La 

diferencia entre los grupos de hidrogel óseo y GelMA en Saos2 fue significativa en las primeras 

24 h, siendo mejor para las construcciones GelMA, sin embargo, con el tiempo esta diferencia 

disminuyó y no fue significativa con un aumento en la viabilidad a partir de las 48 h.  
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Figura 15. Imágenes de microscopía de inmunofluorescencia con ensayo LIVE/DEAD. Líneas 

celulares MCF7 (A, B y C) y Saos2 (D, E y F) contra su control + (GM) para evaluación de 

biocompatibilidad. Cada intervalo de tiempo (24-72 h) se presenta con dos imágenes 

experimentales del hidrogel compuesto BG (BG) y control GelMA (GM). A y D. imágenes de 

células vivas con calceina AM. B y E. imágenes de canal para visualizar el etidio o células 

muertas. C y F. Imágenes combinadas (merge). Extremo derecho. Se muestran los gráfico de 

cuantificación de viabilidad celular (porcentaje de reducción) a las 24 h (G), 48 h (H) y 72 h 

(JI). Cada grupo/barra son 3 experimentos independientes (n=9). Escalas en 100 µm.  

 

Para evaluar la capacidad de ser un modelo óseo combinando las DBMP y células del 

tejido óseo, tales como pre-osteoblastos, se realizó un cultivo celular 3D con GeLMA e hidrogel 

compuesto BG (GelMA 6% LAP 0.25% DBMP 3%) y se evaluó la biocompatibilidad por 

medición de LIVE/DEAD y cuantificación por medio de reactivo alamrBlueTM (Fig. 16).  
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Figura 16. Imágenes y gráficos del cultivo celular 3D para biofabricación de un modelo in vitro 

óseo 3D. Se combinaron pre-osteoblastos (MC3T3-E1) en el hidrogel compuesto BG y GelMA 

desde el día 1 hasta el día 21. Verde: células vivas (calceina AM), rojo: muerte celular (bromuro 

de etidio),. A.1-A.4. Cultivo celular con hidrogel compuesto cortical y medular B.1-4. D1-4. 

Gráficos de medición de la viabilidad celular en los diferentes intervalos de tiempo (1-21 días), 

cada grupo/barra 3 son experimentos independientes (n=9). En asterisco las diferencias 

significativas entre los grupos. P=0,05. Cultivo celular con GelMA. Todas las imágenes son 

unión de ambos canales. Escala en 1mm. D1-4. Gráficos de medición de viabilidad celular.  

 

Se evidenció una buena biocompatibilidad desde el primer día con un aumento 

paulatino de la actividad/metabolismo celular, comenzando con una mejor actividad del grupo 

con GelMA que alcanzó su más alta medición el día 7, a diferencia de los grupos con DBMP 

que fueron aumentando su actividad desde el día 3 el compuesto con hueso medular y el 
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cortical desde el día 7 que más tarde alcanzó valores similares al grupo con GelMA a los 21. 

Los tres compuestos tuvieron resultados similares a los 21 días de cultivo versus su control 

positivo (ISO 10993-5,21 días; BGcortical: 102% Bgmedular: 75%), demostrando una 

biocompatibilidad del hidrogel compuesto BG con la línea preosteoblástica.  

 

Para evaluar las construcciones como un tejido tumoral artificial, se fijaron y analizaron 

muestras de hidrogel con y sin (- control) células Saos2 y MCF7, de manera similar a un 

procedimiento de biopsia con un flujo de trabajo de patología anatómica (Fig. 17). En todas las 

muestras negativas no se identificaron células y confirmamos la capacidad de las 

construcciones de tejido tumoral artificial para fijarse y teñirse para una inspección 

microscópica detallada. Se observó una clara diferenciación de DBMP de las organizaciones 

celulares, vale la pena señalar que también hubo diferencias en la organización según la línea 

celular, donde MCF7 tuvo una tendencia a presentar disposiciones tipo organoides versus 

Saos2 con menor agrupación celular en todos los intervalos analizados. La eosina produjo una 

tinción rosada-violeta del hidrogel, observándose rosa anaranjado o rosado estructuras 

celulares como el citoplasma, el colágeno, el tejido conjuntivo y otras estructuras que rodean 

y sostienen la célula, siendo más oscura la tinción en la presencia de material genético y/o 

núcleo. En las muestras con hidrogel compuesto BG se pudo observar segmentos laminillares 

de tejido óseo en relación con las células.  

 

De las imágenes desde el día 14, se puede observar un organoide con un tamaño de 

diámetro de más de 100 µm con varias células que conforman estructuras redondeadas y con 

una clara polarización (Fig 17). Curiosamente, también se observó una interacción significativa 

de células y DBMP, donde se observaron varias células entre el tejido óseo. Los resultados de 

viabilidad celular en correlación con las imágenes, como se muestra en las Fig. 18 y 19, indican 
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que varias muestras tenían una correlación positiva significativa de baja citotoxicidad en 

comparación con control.  

 

Figura 17. Imágenes de microscopía óptica directa para contrastar la diferencia morfológica 

entre las líneas celulares. A. MCF7 con organización tipo organoide y B. Saos2 organizaciones 

de menor tamaño, ambas imágenes a los 14 días de cultivo. Escala 100 µm.  

 

 

Figura 18. Gráficos de cuantificación de viabilidad celular a los días 7, 14 y 21 de cultivo 3D 

con líneas celulares de cáncer. Medición con reactivo alamarBlueTM con hidrogel compuesto 

BG y GelMA. Se presentan los valores como la media de cada grupo con 3 experimentos 

independientes (n=9), analizados mediante test ANOVA, las diferencias significativas se 

muestran en cada gráfico con asteriscos (Test ANOVA. p=0,05). 
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Un análisis de viabilidad adicional demostró una variación no significativa entre las 

muestras a los días 14 y 21; sin embargo, las células MCF7 en hidrogeles óseos presentaron 

más viabilidad que las construcciones en GelMA en el día 21, este es un resultado interesante 

en contraposición a los resultados del ensayo de superficie mencionados anteriormente. Estos 

resultados de biocompatibilidad (ISO 10993-5: BG MCF7: 117%, BG Saos2: 88%) indican que 

los hidrogeles óseos pueden generar adhesión y viabilidad celular con grados de variabilidad 

dependiendo de la célula cultivada. 

 

Figura 19. Imágenes de microscopía óptica directa de los montajes histológicos del cultivo 

celular 3D hasta los 21 días. Cultivos celulares 3D con línea celular MCF7 (B), línea celular 

Saos2 (C) y controles (-). (1) Grupo (GelMA), (2) grupo BG con hidrogel compuesto cortical y 

(3) el hidrogel compuesto con hueso medular. El hueso se puede observar cómo estructuras 

laminillares con diversos fragmentos eosinófilos (rosado) más aclarados que el rosado violeta 

del GelMA. Se registraron 3 imágenes en cada grupo con 3 experimentos independientes 

(n=9). Escalas en 100 µm.  
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6.5 Análisis con microscopia combinada 

La siguiente sección de la caracterización biológica se centró en el objetivo de 

diferenciar las estructuras celulares de las micropartículas óseas que pueden generar sesgos 

en los análisis microscópicos. Para ello, se empleó una solución de rojo de alizarina para la 

visualización del calcio en el tejido mineralizado presentando imágenes en color naranja a rojo 

que se combinó con 4',6-diamidino-2-fenilindol, 4',6-diamidinofenil-indol (DAPI) para la 

visualización del núcleo celular.  

En las imágenes de la (Fig. 20) fue posible distinguir entre el hueso y las células, 

mientras que la tinción roja oscura o intensa era visible alrededor de las micropartículas óseas. 

La combinación con DAPI fue útil para distinguir y localizar las estructuras celulares entre el 

hueso en el hidrogel óseo en todas las muestras analizadas. 

 

Un análisis posterior de la microscopía con rojo de alizarina únicamente mediante 

microscopía óptica reveló que los hidrogeles óseos fueron mucho más intensos en la tinción 

roja que las construcciones de GelMA únicamente, ya sea con MCF7 y Saos2 (Fig. 20). La 

correlación entre los valores de color rojo del histograma y la combinación con hidrogeles 

óseos es interesante porque hubo una correlación significativa con las células Saos2 

cultivadas en hidrogeles óseos que causaron un color rojo más intenso en la microscopía 

óptica o intensificación de la calcificación. Lo que surge de los resultados informados aquí es 

una validación de la biocompatibilidad del compuesto que presentó varios contenidos de calcio 

y que las estructuras celulares se pueden identificar claramente entre los depósitos óseos. 

 

 



 65 

 

Figura 20. Análisis de microscopía óptica asociada a inmunofluorescencia de las estructuras 

celulares de Saos2 mediante tinción con rojo de alizarina y DAPI. A. Inmunofluorescencia con 

DAPI y tinción con rojo de alizarina de los hidrogeles sin células o control (-). B. Imágenes de 

las estructuras celulares cultivadas en 3D en GelMA. Compuesto BG (C.1 y C.2). D. 

Microscopía óptica directa con tinción de alizarin red, DBMP en color negro. Todas . Escala en 

100 µm. G. Gráfico histograma de medición de intensidad de color rojo que muestra diferencia 

significativa de mayor intensidad en cultivo DBMP y Saos2. Se registraron 3 imágenes en cada 

grupo con 3 experimentos independientes (n=9). Escalas a 100 µm. 

 

 6.6 Caracterización de mineralización  

Para comparar la diferencia entre la capacidad de mineralización de las células Saos2 

y AD-MSCs, se validaron sus capacidades de mineralización en cultivo monocapa estándar 

en placa de cultivo y se mantuvieron en cultivo con medio osteogénico por 30 días (Fig. 21). A 

cada cultivo primario se les realizó citometría de flujo resultando en que las muestras biológicas 

fueron altamente positivas para la expresión fenotípica de CD73, CD90, CD44 y CD105, y 

altamente negativas para el antígeno de superficie específico del cóctel negativo (CD45, 



 66 

CD34, CD11b, CD19 y HLA-DR PE). La unión no específica, anticuerpo unido pero sin existir 

un epítopo específico, se descartó en un 100%, tanto en el cóctel de control de isotipo positivo 

como negativo. 

 

 

Figura 21. Imágenes de microscopía óptica directa 10x de ensayo de osteodiferenciación con 

medio osteogénico en cultivo por 30 días. A.1-A-4. Saos2. B.1-B.4. AD-MSCs. A.1 y B.1 

Control de las células cultivadas con medio estándar. A2-4 y B.2-4. Cultivo con medio OST 

donde se aprecian los depósitos calcificados en rojo. Escalas a 200 µm.  

 

Se analizaron células AD-MSCs cultivadas en el hidrogel BG a 30 días para su 

observación mediante microscopía confocal con tinciones de inmunofluorescencia con DAPI y 

alizarin red para evaluar a nivel unicelular la relación de cercanía celular con las partículas 

DBMP (Fig. 23). En el ensayo se pudo encontrar células viables muy cercanas a los segmentos 

óseos de las DBMP. Posteriormente, se realizó un escaneo de un espesor del hidrogel para 

tener una visión de la presencia celular a nivel tridimensional.  
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Figura 22. Imágenes de citometría de flujo para evaluación de marcadores de células madre 

mesenquimales. Se analizó un alto porcentaje, 89% (A), de la población de la muestra. Se 

observó una alta presencia de marcadores positivos (CD90, CD105, CD73) con el pico en el 

lado derecho del histograma (D, E y F). Se encontró lo contrario para el cóctel negativo (CD45, 

CD34, CD11b, CD19, CD45 y HLA-DR) como lo demuestra un pico en el lado izquierdo del 

gráfico (C). n=2. 

 

 



 68 

 

Figura 23. Microscopía de inmunofluorescencia para evaluar presencia celular en relación a 

las DBMP en hidrogeles compuestos BG a los 14 días. A y B muestra el análisis a nivel 

unicelular de una AD-MSC en cercanía con bloques de DBMP. C. Imagen de una 

reconstrucción 3D de varios planos escaneados por el microscopio en un área de 160 x 250 

µm del constructo, rojo: DBMP, azul: Núcleo. Escalas en 50 µm.  

 

6.7 Inmunofluorescencia 

Posteriormente, se realizó una microscopía confocal de inmunofluorescencia 

añadiendo un anticuerpo para visualizar la presencia de fosfatasa alcalina después de 30 días 

de cultivo celular (Fig. 24). Se pudieron confirmar varias zonas con presencia de células en las 

muestras y fue común encontrarlas entre las micropartículas óseas.  
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Figura 24. Microscopía de inmunofluorescencia confocal de células Saos2 (A-C) y ADMSCs 

(D-F) a los 30 días de cultivo celular 3D. A y D. Muestras de ensayos con GelMA, B, E, C y F 

con hidrogel compuesto BG. 1. Escala de grises, 2. Azul: DAPI, 3.Rojo: fosfatasa alcalina y 4. 

Merge. Escalas en 50 µm.  
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En general, las micropartículas óseas estaban muy teñidas con DAPI y parece que el 

hueso retiene diferentes compuestos fluorescentes, lo que dificulta la realización de algunas 

mediciones. Esto también estaba presente con la fosfatasa alcalina, que era muy intensa en 

las micropartículas óseas y en las células Saos2. Sin embargo, cuando examinamos un área 

de la muestra sin presencia cercana de micropartículas óseas, cultivos en GelMA, las células 

estaban muy marcadas con DAPI en una disposición de cultivo 3D común con mucha más 

presencia de color que la fosfatasa alcalina, lo que indica una presencia moderada de esta 

enzima en las muestras no óseas. 

 

6.8 Análisis Reológico 

Es crucial el disponer de una plataforma para estudiar los cambios en la MEC y las 

interacciones célula-MEC a lo largo del tiempo, a modo de poder tener bases estructurales 

medibles que se puedan correlacionar con otros indicadores moleculares y celulares. Para 

disponer de una base para realizar ensayos biomecánicos de un cultivo tipo tumor artificial, se 

compararon las diferencias biomecánicas entre las construcciones según hidrogel empleado 

a lo largo del tiempo, se sembraron MCF7 en grupos de hidrogeles de control (-), GelMA y 

compuesto BG para evaluar la rigidez después de 1, 14 y 28 días de cultivo celular mediante 

geometría con ensayos de frecuencia y amplitud (Fig. 25).  
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Figura 25. Gráficos de ensayos reológicos de los hidrogeles con línea celular MCF7. Cultivos 

a los días 1 (A.1-3), 14 (B.1-3) y 28 (C.1-3). Se estimó el módulo de almacenamiento o rigidez 

del hidrogel en los diferentes grupos, siendo el del control (-) con valores más altos de rigidez, 

pero con un aumento paulatina hasta llegar a los 2000 Pa aprox. Al día 28. Asteriscos muestran 

la diferencia estadística positiva. (Test ANOVA. p=0,05,****: <0,0001).  

 

En el gráfico anterior (Fig. 25) se puede ver que los hidrogeles GelMA sin células siguen 

siendo significativamente más rígidos que los hidrogeles con células, siendo el módulo de 

almacenamiento de 4000 Pa el que aumenta con el tiempo alrededor de 8000. Hubo evidencia 

de que los hidrogeles con células tienen una influencia significativa en la rigidez general, lo 

que provoca una disminución en todas las muestras. Sin embargo, el tiempo produce un 

aumento sucesivo en la rigidez del módulo de almacenamiento, que es superior a 100 Pa el 

día 14 y aumenta hasta 2000 Pa el día 28. En conjunto, estos resultados proporcionan 
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información medible sobre la elasticidad de la matriz a lo largo del tiempo cuando las 

construcciones de células 3D se combinan con células de cáncer de mama y que, en general, 

la rigidez tiende a aumentar con el tiempo, especialmente en la formulación con hueso cortical. 

 

6.9 Inmunohistoquímica 

Para evaluar el comportamiento de la célula-MEC en los hidrogeles se realizó un cultivo 

3D con las células MCF7 a 7 días, posterior a esto fueron fijadas y trasladadas a la unidad de 

histología para evaluar mediante inmunohistoquímica con 3 proteínas diferentes asociadas 

con el cáncer de mama (Fig. 26).  

 

Figura 26. Microscopía óptica directa de ensayo de inmunohistoquímica de cultivo celular 3D 

con línea celular MCF7. A. controles positivos para H&E (A.1), tejido glándula mamaria (A.2), 

piel (AE1/AE3) y (A.4) células indiferenciadas (CD34). B. Cultivos en GelMA, C y D cultivos en 

compuesto BG. En color café: presencia de proteína marcada (A.2-D.2) tejido de origen 

mamario, (A.3-D.3) presencia de citoqueratinas y (A.4-D.4). Escalas en 100 µm.  

 

A partir de las imágenes ópticas, se puede ver que, con diferencia, la mayor formación 

de tipo organoides fue para las construcciones GelMA, se contó mucha más organización 
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celular en ausencia de componentes óseos y siendo altamente positivo para el factor de 

transcripción GATA3, gen asociado con células epiteliales mamarias. Esto también fue positivo 

para la presencia del anticuerpo AE1/AE3 que identifica dos epítopos presentes en la mayoría 

de las citoqueratinas epiteliales y que fue visible en varios sitios de las muestras. En general, 

los hidrogeles óseos no presentaron la misma intensidad que los hidrogeles GelMA en el punto 

final del ensayo y el anticuerpo fue positivo para las mismas proteínas y el cóctel resp. pero 

con menor intensidad, ya que la formación de organoides también disminuyó. La combinación 

de células MCF7 con micropartículas óseas no produjo un aumento en la expresión de 

proteínas, pero estas también fueron visibles en todas las muestras correlacionadas con el 

número de organoides presentes en las muestras de H&E. Como construcciones basadas en 

GelMA, la combinación GATA3 y AE1/AE3 estaba presente en los hidrogeles óseos, aunque 

la presencia del marcador CD34 era ligeramente visible en algunas pocas muestras en 

construcciones GelMA. En conjunto, estos resultados sugieren que es adecuado identificar 

características similares de biopsias de cáncer con organoides. 

 

6.10 Toxicología “drug screening” 

Para verificar la capacidad del hidrogel para comparar una respuesta toxicológica entre 

un cultivo celular en monocapa y en 3D, se realizó un ensayo de toxicidad IC50 con ambas 

líneas celulares bajo diferentes concentraciones de un quimioterapéutico común (docetaxel) 

que demostró resultados muy diferentes (Fig. 27). Se realizaron dos ensayos por línea celular 

para verificar la viabilidad después de 72 h de cultivo que mostraron una respuesta variable 

con concentraciones más altas.  
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Figura 27. Ensayo de IC50 con dos líneas celulares (A) Saos2 y (B) MCF7 con el 

quimioterapéutico docetaxel a diferentes concentraciones por 72 h. A.1 y A.2 Gráficos de IC50 

en células Saos2. B.1 y B.2 Gráficos de IC50 en células MCF7. Se presentan los valores como 

la media de cada grupo con 6 experimentos independientes (n=18). Más abajo se muestran 
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imágenes de inmunofluorescencia con DAPI de Saos2 (A.1-C6) a diferentes concentraciones 

y los mismo en lado derecho (D.1-F6) con MCF7. Escalas en 100 µm.  

 

Las construcciones celulares 3D demuestran una variabilidad en los resultados de 

viabilidad celular con el uso del quimioterapéutico, siendo mayor la capacidad de sobrevida en 

las células de cáncer de mama que evidenciaron un aumento en su viabilidad desde la 

concentración de 1 µM en ambos grupos de cultivo celular 3D, tanto en la formulación con 

tejido óseo como en su control positivo con GelMA. Esto no coincidió con los resultados del 

cultivo con Saos2, donde se evidenció un aumento en la viabilidad en la concentración 10-100 

µM, a diferencia del grupo cultivado en GelMA y monocapa. Finalmente, se pudo observar que 

la presencia de hueso descelularizado tuvo un efecto protector en las líneas celulares contra 

el fármaco empleado. Este efecto protector también fue evidenciado en la línea de MCF7 con 

GelMA, no así para las células Saos2.  
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VII. DISCUSIÓN 

 

En este trabajo se diseñó y fabricó un nuevo hidrogel compuesto con aplicaciones como 

andamiaje celular para biofabricar modelos de investigación in vitro de cáncer óseo en un 

entorno tridimensional. Este se desarrolló a través de un método innovador para fabricar 

andamios porosos 3D con hueso descelularizado y microparticulado de origen humano, con 

potencial de ser usado como plataforma de alto rendimiento y/o como biotinta de bioimpresión. 

El componente biológico de microparticulas óseas se obtuvo a partir de cabezas femorales 

donadas voluntariamente por pacientes del Hospital Regional de la Ciudad de Concepción 

para garantizar la representatividad de la MEC del hueso humano. Se trabajó con diferentes 

zonas anatómicas óseas, cortical y medular, con el fin de evaluar su biocompatibilidad. Los 

andamios fabricados mostraron excelente biocompatibilidad, y su forma y estructura 

favorecieron la adhesión y proliferación celular. La evaluación de la viabilidad de distintos tipos 

celulares en los andamios tipo hidrogel, realizada en distintos intervalos de tiempo, demostró 

que los compuestos basados en DBMP y GelMA mantienen una buena compatibilidad celular 

hasta las 4 semanas de cultivo. 

El tratamiento exitoso del cáncer de hueso y su metástasis sigue siendo un desafío 

importante para la atención médica nacional y mundial debido a la complejidad de la biología 

tumoral, especialmente una vez que se ha extendido por metástasis al tejido óseo. Una vez 

en el hueso, las células tumorales presentan alteraciones genéticas que mejoran la 

adaptabilidad, la invasividad y la supervivencia en el entorno óseo; y también cambios 

proteómicos que facilitan la degradación ósea, la evasión inmunológica y la interacción con las 

células residentes en el hueso. Este estudio tuvo como objetivo desarrollar y caracterizar un 

nuevo andamiaje celular que imite a la MEC ósea y que tenga la capacidad de ser imprimible 

en 3D, compuesta de GelMA mezclado con DBMP derivadas de hueso humano y diseñada 
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para crear una plataforma para cultivar células tumorales óseas que repliquen la mayor parte 

de las características morfologías y funcionales del entorno in vivo.  

El hueso humano descelularizado, como un tipo de injerto óseo, es un material 

biológico que todavía se considera como la alternativa más efectiva y ampliamente utilizada 

para simular la matriz MEC ósea (120). Para obtener este tipo de matriz con las cualidades 

innatas del hueso, se pueden utilizar tecnologías de descelularización para eliminar todas las 

células y componentes inmunogénicos, obteniendo una matriz MEC con las propiedades 

microambientales del tejido nativo (135). Ya se ha reportado previamente que el injerto óseo 

descelularizado cultivado con células madre mesenquimales derivadas de médula ósea, tiene 

el potencial para generar osteodiferenciación (191), confirmando la capacidad de osteogénica 

del andamio descelularizado para estrategias de bioingeniería ósea (118). En este estudio, se 

realizó la combinación de hueso descelularizado con GelMA para desarrollar un andamio que 

pueda ser imprimible y adecuado para ensayos sistematizados, como bioimpresión, lo cual se 

logró mediante micropulverizado del hueso procesado y, posteriormente, las micropartículas 

se emulsionaron con alcohol polivinílico como agente estabilizador para mejorar la dispersión 

de las micropartículas en el hidrogel.  

Múltiples enfoques similares de biotintas han sido empleados en distintos estudios 

recientemente. Özenler et al. (189) utilizaron una mezcla de gelatina y hueso descelularizado 

obtenido del fémur de conejo. Por su parte, Marturano-Kruik et al. (186) diseñaron un andamio 

tridimensional de poliestireno que incorporaba hueso descelularizado proveniente de los 

cóndilos metacarpianos de pantorrilla. Además, Parthiban et al. (190) desarrollaron un nuevo 

enfoque basado en hueso humano descelularizado y desmineralizado, logrando 

posteriormente un metacrilato de la matriz ósea. En este contexto, esta es la primera vez que 

se propone una biotinta basada en micropartículas de hueso humano descelularizado. Sin 

embargo, existen antecedentes en los que se ha empleado hueso descelularizado de distintas 

especies, como vaca (191), cerdo (192) y ratón (193).  
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El procesamiento del tejido óseo hasta la obtención de micropartículas genera, a su 

vez, componentes en el rango nanométrico (de 1000 nm a 5 nm). En la estructura molecular 

del tejido óseo, los cristales de hidroxiapatita se encuentran tanto dentro como entre las fibrillas 

de colágeno. Estas fibrillas mineralizadas presentan un diámetro característico de entre 50 y 

200 nm y una longitud aproximada de 1000 nm. La integración de placas minerales de 

hidroxiapatita en la estructura de las fibrillas de colágeno mineralizadas contribuye 

significativamente a las propiedades mecánicas del hueso (194). Hasta la fecha, solo se ha 

identificado un estudio previo relacionado con la obtención de nanopartículas a partir de tejido 

óseo. Sin embargo, dicho estudio empleó material biológico obtenido de ceniza ósea, lo que 

difiere del enfoque utilizado en el presente trabajo, ya que la materia prima fue sometida a un 

proceso térmico a 1100 °C antes de su molienda (195). Según la revisión de la literatura, este 

estudio representa el primer reporte de nanopartículas aisladas mediante un procesamiento 

mecánico de la MEC. Además, estas nanopartículas presentan una morfología congruente con 

los cristales de hidroxiapatita, lo que refleja el ordenamiento jerárquico característico del tejido 

óseo humano. 

La combinación de DBMP con PVA permite que el compuesto mejore la dispersión 

homogénea asegurando una cantidad similar de hueso en cada muestra y el empleo de GelMA 

brinda la capacidad de ser impreso sistemáticamente en cualquier placa de cultivo celular de 

muestreo estándar. La formulación final del hidrogel presentó una composición química 

estable después de ser mezclado y capacidades óptimas de impresión. Además, se confirmó 

la reacción de reticulación (picos en la región de 2800–3100 cm−1) por estiramiento C-H de los 

grupos terciarios -CH2 y -CH. Estos datos son relevantes para la formación de enlaces que 

tienen influencia en las propiedades mecánicas del hidrogel, incluyendo su rigidez, elasticidad 

y estabilidad. Con los datos reológicos obtenidos se pudo determinar la temperatura ideal para 

que este andamio sea inyectado o impreso entre 20 a 23ºC, una 25ºC común. En este estudio, 

se encontró que la adición de DBMP causa una disminución en la capacidad de hinchamiento 
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del hidrogel. Además, y contrariamente a las expectativas, se identificó una diferencia 

significativa en la rigidez entre GelMA y compuestos BG. Se puede inferir que la adición de 

DBMP en GelMa disminuye el proceso de reticulación, disminuyendo a su vez su capacidad 

de formar cadenas poliméricas para retener agua y provoca una menor rigidez reduciendo su 

comportamiento pseudoplástico de adelgazamiento por cizallamiento. Aunque se encontró una 

disminución en la viscosidad una vez que se agregó las DBMP en el hidrogel, los resultados 

generales demuestran que disponemos de un andamio más rígido que el reportado 

recientemente por Özenler et al. (192). Este grupo reportó un enfoque similar de andamios que 

reportaron viscosidades entre 91.70 y 170.67 Pa.s y los resultados presentados aquí varían 

de 390.75 a 1635,06 Pa.s con una rigidez entre 1500 a 2000 Pa, aproximadamente. 

Previamente, Engler et al. (81) obtuvieron un ECM “osteoide” (hueso pre-mineralizado) de 

osteoblastos con una rigidez ∼ 27 ± 10 kPa. Por lo tanto, es probable que la rigidez del hidrogel 

óseo sirva para generar un modelos de enfermedad ósea, como la osteoporosis y las lesiones 

osteolíticas (193, 194). Un hallazgo interesante en la caracterización fisicoquímica se realizó 

mediante microscopía SEM/EDS para la confirmación de la porosidad del hidrogel que 

identificó calcio dentro del espesor del hidrogel y con presencia en acúmulos adentro de las 

estructuras porosas. Estos resultados concuerdan con estudios recientes que indican que en 

un andamio óseo funcional es necesario producir un tamaño de poro de 120 a 325 μm de 

diámetro (110), lo que es consistente con nuestros hallazgos que mostraron un tamaño de 

poro entre 100 a 300 µm. 

La biocompatibilidad se validó mediante diferentes ensayos para la cuantificación de la 

viabilidad celular, ya sea por imágenes ópticas, de inmunofluorescencia o por mediciones 

moleculares, en estas mediciones no se registraron resultados tóxicos, lo que confirma la 

capacidad del hidrogel para facilitar que las células puedan unirse y proliferar en el andamio 

durante varios días (hasta 30 días). Como los hidrogeles óseos son completamente 

transparentes y con un espesor de 400 µm, no fue factible visualizar células entre las DBMP 
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mediante microscopía óptica, ya que la opacidad de estas micropartículas óseas pueden 

enmascarar a las células si están adheridas. Se sabe que la GelMA deriva de la gelatina y que 

conserva motivos naturales de unión a las células, tales como RGD. La matriz ósea también 

contiene péptidos RGD, esenciales para la adhesión, diferenciación y función de las células 

óseas, y están presentes en una familia de pequeños ligandos de unión a integrinas, 

glicoproteínas ligadas a N (SIBLING). Este grupo de glicoproteínas se han identificado por un 

grupo de genes que incluyen osteopontina, sialoproteína ósea, proteína 1 de la matriz 

dentinaria y sialofosfoproteína dentinaria (195, 196).  Por lo que se hipotetizaba que al emplear 

DBMP en el polímero de GelMA presentarían estos péptidos de unión generando un soporte 

para el cultivo celular 3D. Para estas evaluaciones se realizaron análisis con 

inmunofluorescencia e histología con células propias o asociadas al tejido óseo como pre-

osteoblastos, cáncer de mama (MCF7), osteosarcoma y células madre mesenquimales. La 

línea celular MCF7 corresponde a una línea triple (+) y se decidió utilizar esta línea para la 

validación, ya que hay evidencia que indican que los cánceres de mama con receptores 

hormonales positivos (HR+), que incluyen los triples positivos (ER+, PR+, HER2+), tienen una 

mayor tendencia a la metástasis ósea en comparación con otros subtipos. Por ejemplo, un 

estudio señaló que el 87,2% de los pacientes con metástasis ósea eran receptores hormonales 

positivos (197). 

Los ensayos de biocompatibilidad y análisis por microscopía permitieron enfocar varias 

estructuras celulares en diferentes ubicaciones de cada muestra. Las células de cáncer de 

mama se identificaron por la presencia de estructuras más parecidas a organoides, más 

dispersas y menos agrupadas en células de osteosarcoma (198-200). Fue posible identificar 

claramente los organoides celulares cerca y alrededor de DBMP hasta 35 días de cultivo, lo 

que demuestra la biocompatibilidad de los fragmentos óseos en la muestra. No se registró una 

degradación completa del hidrogel óseo en los intervalos de tiempo evaluados, pero pudimos 

observar la migración celular fuera del hidrogel. En el ensayo de citotoxicidad, se encontró que 



 81 

el tiempo causaba un aumento en la viabilidad celular, siendo mayor a los 14 días con una 

disminución leve después. Un factor que podría explicar esta observación es que después de 

14 días, los hidrogeles comenzaron a perder peso en el medio de cultivo celular, como se 

informó previamente (201), lo que puede tener efectos en la viabilidad celular posterior. 

Además, hubo variabilidades de la muestra en la viabilidad, se empleó una concentración de 

1000 células/µl y las células pueden carecer de una distribución homogénea antes del 

muestreo, lo que podría haber influido en las medidas finales. Posiblemente, el hallazgo 

clínicamente más relevante fue la implementación exitosa del flujo de trabajo de histopatología 

con las muestras, se procesaron efectivamente como tejido de biopsia que se puede transferir 

para utilizar células derivadas del paciente en el futuro como se informó anteriormente (202). 

Un objetivo inicial del proyecto fue identificar estructuras celulares entre el hueso 

descelularizado y no descalcificado, ya que esto puede obstaculizar las células debido a su 

opacidad bajo el análisis del microscopio. Una combinación de tinción de rojo de alizarina con 

DAPI se empleó para este propósito, demostrando una presencia celular bien definida 

alrededor de DBMP, ambas son técnicas comunes que se emplean habitualmente en estudios 

de ingeniería de tejidos óseos (203-209) y ambas se han empleado con células de 

osteosarcoma (210). Aunque, este es el primer informe con ambas técnicas fusionadas para 

diferenciar células de osteosarcoma humano. Otro hallazgo de la tinción de construcciones 

con rojo de alizarina fue la diferencia de colores, las células tienden a un color más rojo-naranja 

que el hueso que se visualizó más rojo-negro oscuro y que los compuestos BG demostraron 

un color significativamente más rojo que GelMA y BG sin células. De acuerdo con el presente 

resultado, estudios previos han descrito un aumento significativo en la actividad de 

mineralización cuando las células de osteosarcoma (MG63) se cultivan en nanofibras de 

gelatina/policaprolactona/hidroxiapatita (65).  

Se evaluó el potencial del hidrogel de generar una osteodiferenciación y actividad 

mineralizante en células de oteosarcoma y MSCs de tejido adiposo. En primer lugar se 
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evaluaron diferentes tipos celulares, comparando su reacción frente al medio osteogénico 

versus medio estándar, demostrando su capacidad de depositar matriz mineralizada con la 

estimulación desde el medio de cultivo. Se observó que ambas células tuvieron un 

comportamiento mineralizante con la presencia de actividad de la fosfatasa alcalina en los 

hidrogeles compuestos BG. En relación al medio OST, se conoce que los glucocorticoides 

aumentan la actividad de la fosfatasa alcalina y los niveles de ARNm en células osteoblásticas 

humanas (211) y con células de osteosarcoma Saos2 (212). En las imágenes realizadas por 

microscopía confo cal se pudo apreciar la presencia del marcador de fosfatasa alcalina en 

células madre y de osteosarcoma en ausencia de medio osteogénico. Posiblemente, la 

presencia de DBMP en el hidrogel potenciaron la respuesta mineralizante de ambos tipos 

celulares. La presencia de la fosfatasa alcalina en diferentes etapas de la maduración 

osteoblástica fue demostrada (213), durante la fase temprana de la diferenciación 

osteoblástica, específicamente en la fase de maduración y mineralización de la matriz ósea. 

Esta enzima presenta una amplia gama de funciones que van desde el control de la 

proliferación celular, las interacciones célula-matriz y la mediación de la deposición de 

hidroxiapatita. La expresión de la fosfatasa alcalina es un marcador establecido desde hace 

mucho tiempo del fenotipo de osteoblastos (214, 215). La fosfatasa alcalina se expresa 

temprano en el curso de la maduración de los osteoblastos, pero la actividad se mantiene 

hasta que las células maduran finalmente en osteocitos (216). 

El cáncer óseo tiene un efecto alterado en las diferentes vías de señalización del 

crecimiento, la proliferación y el metabolismo (217-219). Estas alteraciones tienen una 

estrecha relación con el microambiente de la MEC que las rodea, generando cambios 

biomecánicos que influyen en la fisiopatología del cáncer y la metástasis (220). En este 

estudio, se analizó la rigidez del tejido artificial tumoral de cáncer de mama cultivado a 

diferentes intervalos de tiempo demostrando una disminución en la rigidez del constructo con 

la presencia de células usando la matriz 3D. Esto puede deberse en parte a que varios estudios 
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han demostrado que las células tumorales tienden a ser más blandas que sus contrapartes 

benignas (221-223) y diferentes estudios han demostrado que la agresividad y el potencial 

metastásico de las células de cáncer de mama se asocian a una disminución de su rigidez, 

debido a cambios en su citoesqueleto y estructuras internas.  En general, las células pueden 

modificar su respuesta en función de la rigidez del sustrato, en este caso del andamiaje celular, 

modificando su propia rigidez, organización del citoesqueleto, adhesión y motilidad (224-227). 

Entre estas moléculas de adhesión celular a la MEC, las integrinas desempeñan un papel 

importante, detectando y traduciendo los cambios en la MEC en cambios en la actividad de la 

célula, un proceso conocido como mecanotransducción (228, 229). Se pudo observar que a 

pesar de tener una disminución de la rigidez el día 1 muy inferior al grupo control (-), se 

evidenció una constancia o leve incremento en la rigidez en el tiempo, lo que podría tratarse 

de cambios en MEC con un aumento de la expresión de varias proteínas de la MEC del tejido 

estromal mamario, como el colágeno y la fibronectina (230-232). El aumento de la deposición 

y la reticulación del colágeno conduce a un aumento de la rigidez de la MEC que, a su vez, 

promueve las adherencias focales, mejora la señalización de integrinas y favorece la incidencia 

tumoral (232). De hecho, la palpación clásica de los tumores mamarios ha demostrado una 

correlación entre la rigidez del tejido y la progresión del cáncer de mama, que se ha 

demostrado además con otras técnicas (233, 234). Por lo tanto, la forma en que las células 

cancerosas perciben la rigidez de la matriz extracelular podría estar asociada a su invasividad. 

Es fundamental que una plataforma de investigación biomédica tenga correlación 

clínica y que pueda generar datos de manera  integrada con los procesos de salud rutinarios, 

con el objetivo de desarrollar una tecnología focalizada a una traslación clínica. Por esto, se 

evaluó la factibilidad de tratar los constructos de tumor artificial al proceso histológico, donde 

se observó la síntesis de varios marcadores de inmunohistoquímica utilizados clínicamente 

para la detección y características del origen del tumor primario, tales como el kit de detección 

de citoqueratinas (235) y de tejido mamario (236-238). Estos fueron reproducidos por la línea 
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celular en el cultivo 3D permitiendo obtener datos relevantes del cáncer de mama, tales como 

la expresión de GATA3 (239). Este es un factor de transcripción que participa en la 

diferenciación celular y la respuesta a las citocinas. Además, en las neoplasias malignas, 

GATA3 promueve la diferenciación de las células tumorales y revierte la transición epitelial-

mesenquimal. Su expresión elevada retarda la metástasis en modelos de cáncer de mama 

(239), mientras que los niveles reducidos de GATA3 están asociados con la aparición de 

resistencia a los medicamentos en el cáncer de mama (240). Por lo que es beneficioso si el 

hidrogel reproduce la interacción célula – matriz, validando así su utilidad al imitar los 

comportamientos del escenario in vivo.  

Entre las innovaciones en plataformas de diagnóstico e investigación con mayor 

potencial de impacto traslacional en la biotecnología médica se encuentran la ingeniería de 

tejidos basada en biomateriales y los sistemas microfisiológicos conocidos como órgano-en-

chip. Estas plataformas ofrecen una reproducción más precisa del entorno in vivo en 

comparación con los modelos convencionales de cultivos en monocapa y los modelos 

animales murinos. Además, para el desarrollo de estudios diagnósticos personalizados, es 

fundamental contar con una plataforma capaz de recibir tejido tumoral y permitir su cultivo en 

laboratorio, con el objetivo de optimizar estrategias de medicina personalizada. En este estudio 

se evaluó la capacidad del hidrogel compuesto a modo de estudio toxicológico similar a un 

IC50. En este se encontró una gran diferencia versus el modelo en monocapa que presentó 

una mayor respuesta al quimioterapéutico. Se ha estudiado previamente que las interacciones 

de las células de leucemia mieloide aguda con la MEC pueden generar respuestas para sortear 

el tratamiento de quimioterapia (241). Por lo tanto en investigación oncológica, es necesario 

no solo el estudio de los mecanismos intrínsecos de las células, sino que también es necesario 

el evaluar la respuesta de la resistencia a la quimioterapia en su microambiente tumoral (148).  

Uno de los objetivos de este proyecto fue el desarrollar un andamiaje celular 3D que 

imite el tejido óseo con fines de sistematización por bioimpresión y de inyección en sistemas 
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de microfluidos como los organ-on-chip. Estas capacidades se generaron y validaron con el 

hidrogel compuesto BG para la realización de estudios sistemáticos automatizados de 

evaluación de quimioterapéuticos en tejido artificial tumoral. En base a los resultados 

obtenidos de las validaciones del hidrogel compuesto BG, podemos afirmar que se confirma 

la hipótesis de que es posible desarrollar un andamiaje celular 3D a partir de un hidrogel 

compuesto de matriz ósea biológica que proporcione un microambiente biomimético, 

permitiendo la biofabricación de modelos in vitro más precisos de tejido óseo y su aplicación 

en estudios de cáncer óseo.  

En base las validaciones del hidrogel, se pueden concluir algunas recomendaciones 

para continuar desarrollando y agregando valor a la tecnología. En cuanto al diseño industrial, 

se recomienda mejorar la polidispersión de las DBMP disminuyendo el tamaño de las 

micropartículas, a modo de homogenizar el compuesto evitando que decanten. Para esto se 

puede reducir el tamaño de las DBMP hasta los 50 µm y también se podría testear el uso de 

agentes tensioactivos, tales como el Tween 20, Pluronic F127 y lecitina, ya que al mejorar la 

homogenización se asegura que en cada muestra se mantengan las mismas concentraciones 

de DBMP y una mayor sistematización de los resultados.  

Para generar un modelo de cáncer óseo que pueda entregar información fidedigna del 

entorno in vivo, es necesario la utilización de células primarias obtenidas desde biopsias o 

muestras de pacientes para su integración con el hidrogel compuesto en constructos de tejido 

artificial tumoral. Estas muestras también ofrecen un modelo clínicamente más relevante para 

probar nuevas terapias. La mayoría de los estudio celulares in vitro se realizan 

tradicionalmente utilizando líneas celulares transformadas o inmortalizadas. Estas se han 

cultivado durante muchas generaciones, lo que ha dado lugar a una importante variación de 

sus características genéticas, epigenéticas y fisiológicas, lo que significa que no son un buen 

modelo celular para imitar el in vivo humano (18). La adaptación de muestras de células 

primarias derivadas de pacientes, así como muestras de tejido humano fresco, para 
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aplicaciones de investigación traslacional in vitro tiene como objetivo superar muchas de las 

desventajas del uso de líneas celulares transformadas para el descubrimiento de fármacos.  

En base a los resultados de inmunofluorescencia con células de osteosarcoma y 

células madre, donde se apreció un marcaje de la actividad de la enzima fosfatasa alcalina, se 

abren nuevas oportunidades de estudio de osteodiferenciación y promoción de la actividad 

mineralizante en base al cultivo 3D con el hidrogel compuesto BG. Previamente, ya se han 

caracterizado diversas respuestas osteogénicas en diversos andamiajes celulares con la 

identificación de expresión génica, tales como osteopontina, osteocalcina, sialoproteina ósea, 

colágeno tipo I y RUNX2, entre otras. Además, también existen otras proteínas relevantes 

como los proteoglicanos, tales como versican, decorin y biglican y glicoproteínas, tales como 

osteonectina, osteopontina  y sialoproteina ósea. Los análisis in vitro indican claramente que 

el momento y la ubicación de la expresión de las proteínas de la matriz ósea están controlados 

por las células del linaje osteoblástico a medida que progresan hacia la maduración. Estudiar 

estas expresiones y síntesis proteicas es de gran relevancia, ya que estas exhiben una amplia 

gama de funciones que van desde el control de la proliferación celular, las interacciones célula-

matriz y la mediación de la deposición de hidroxiapatita. La expresión ectópica de las proteínas 

de la matriz ósea también puede desempeñar un papel importante en estados patológicos 

como la metástasis ósea en ciertas formas de cáncer y aterosclerosis (37). 

Este proyecto ha logrado aportes al campo o disciplina de la ingeniería de tejidos y 

biomateriales con el desarrollo de un nuevo hidrogel compuesto con un principio activo 

biológico de hueso humano descelularizado micropulverizado para ser utilizado en plataformas 

sistematizadas como la bioimpresión. Hasta la fecha, no se han encontrado otros reportes de 

una estrategia similar utilizando hueso humano y GelMA, tampoco de la presencia de 

nanopartículas obtenidas desde un procesamiento, por lo que existe un grado de invención de 

la tecnología que debe evaluarse para su desarrollo comercial y de propiedad intelectual.  El 

uso del hidrogel compuesto BG como andamio celular 3D con micropartículas óseas permite 
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desarrollar modelos de enfermedades más precisos de cáncer óseo in vitro, ya que permiten 

estudiar la proliferación y migración celular, así como el efecto de tratamientos (quimioterapia, 

biomateriales regenerativos). Además, permite la generación de modelos de regeneración 

ósea que se utilizan para evaluar la capacidad de nuevos materiales y andamios para 

promover osteogénesis y formación de tejido mineralizado. El hidrogel también fue validado 

para estudios de toxicidad y farmacología, lo que se pueda ampliar a otras enfermedades de 

alta prevalencia, tales como la osteoporosis, para evaluar el impacto de fármacos en el tejido 

óseo. 

El desarrollo de un andamiaje celular con enfoque en las 3R (Reemplazo, Reducción y 

Refinamiento), específicamente en reemplazo de investigación animal, tiene una relevancia 

significativa en el ámbito científico, ético y tecnológico, particularmente en la investigación 

biomédica y en la ingeniería de tejidos. El principio de reemplazo tiene como objetivo sustituir 

el uso de animales en experimentación mediante métodos alternativos que sean igualmente 

efectivos para la investigación. El desarrollo de andamios celulares 3D es clave porque 

permiten replicar entornos fisiológicos in vitro de manera más precisa que los modelos 

animales, lo que los convierte en una excelente alternativa para estudiar procesos biológicos 

y patologías. El prescindir de modelos animales contribuye a mejorar la predicción de las 

respuestas biológicas humanas, lo que reduce errores y fracasos en estudios que suelen 

ocurrir debido a diferencias entre modelos animales y humanos. Por otro lado, el desarrollo de 

andamios celulares con enfoque en reemplazo reduce la dependencia del uso de animales 

vivos en estudios preclínicos, lo que responde a las preocupaciones éticas sobre el sufrimiento 

y la explotación animal en la investigación. Los modelos de andamios celulares 3D reducen 

los costos asociados al mantenimiento de animales en laboratorios. Y ofrecen un tiempo de 

estudio más corto con mayor control de variables experimentales en comparación con estudios 

in vivo.  
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VIII. CONCLUSIONES 

Se acepta la hipótesis de trabajo planteada. Se desarrolló un hidrogel compuesto tipo 

biotinta para impresión 3D, formulado a partir de gelatina metacrilada y micropartículas óseas 

descelularizadas. Su diseño biomimético, inspirado en la composición del hueso humano, 

integra biominerales y biopolímeros que replican la estructura y funcionalidad del tejido 

osteoide, demostrando que este biomaterial puede ser utilizado como una plataforma in vitro 

versátil, con propiedades viscoelásticas y perfiles de biodegradación ajustables.  

 

La reducción del tamaño de las micropartículas óseas favorece una distribución 

homogénea dentro de la matriz del hidrogel, potenciando así su desempeño como andamiaje 

tridimensional para el cultivo celular. Los ensayos de biocompatibilidad revelan una alta 

viabilidad celular, confirmando la idoneidad del hidrogel para aplicaciones en estudios 

celulares y moleculares.  

 

En conjunto, con los resultados obtenido podemos proponer al nuevo biomaterial como 

una herramienta prometedora en el campo de la ingeniería de tejidos músculo-esqueléticos, 

en particular para la biofabricación de tejido óseo. Además, su uso como modelo in vitro ofrece 

una alternativa válida que podría contribuir a la reducción del empleo de modelos animales en 

investigaciones de regeneración ósea y evaluación de biomateriales. 
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