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Resumen 

 

Resumen  

 

La carencia de nervios donantes ha conducido al desarrollo de conductos nerviosos para 

conectar los muñones nerviosos periféricos seccionados y ayudar a prevenir la formación de 

neuromas. A menudo, los diámetros estándar de estos dispositivos no se pueden adaptar en 

el momento de la cirugía al diámetro del nervio lesionado. En este trabajo, se desarrollaron 

soportes para formar conductos nerviosos rellenos con una matriz interna con canales 

unidireccionales cubiertos por una zona porosa multidireccional. Con tal fin, dos dispersiones 

de colágeno tipo I (5 mg/g y 8 mg/g) se congelaron secuencialmente utilizando diferentes 

métodos para obtener seis soportes laminares (NC, P1 a P5) formados por una zona con poros 

unidireccionales (U) adyacente a una zona de poros multidireccionales (M). Las propiedades 

fisicoquímicas y microestructurales de los soportes se determinaron y compararon, así como, 

su biodegradabilidad, el contenido de glutaraldehído residual y su citocompatibilidad. 

Adicionalmente, a los conductos obtenidos al enrollar los soportes desde la zona 

unidireccional a la multidireccional se les determinó el módulo de Young. Teniendo en 

cuenta los resultados de las evaluaciones mencionadas, se escogió el soporte P3 para 

determinar la proliferación y diferenciación de células mesenquimales de tejido adiposo 

humano (hASC). Las células sembradas en este soporte se adhirieron, alinearon en la misma 

dirección que las fibras unidireccionales del soporte, proliferaron y diferenciaron a células 

de Schwann. Los conductos P3 ajustables elaborados con el soporte P3 se implantaron en 

lesiones de nervio ciático de 10 mm en un modelo murino de lesión de nervio periférico. En 

estos ensayos se incluyeron lesiones injertadas con nervio ciático autólogo - considerado el 

tratamiento estándar - como control. Los resultados in vivo demostraron que el conducto P3 

adaptado al diámetro de los muñones nerviosos sirve como guía del crecimiento axonal y 

promueve la regeneración nerviosa. 

 

Palabras clave: Nervio periférico, conductos nerviosos, regeneración, axones. 



Abstract 

 

Abstract 

Shortness of donor nerves has led to the development of nerve conduits that connect 

sectioned peripheral nerve stumps and help to prevent the formation of neuromas. Often, the 

standard diameters of these devices cannot be adapted at the time of surgery to the diameter 

of the nerve injured. In this work, scaffolds were developed to form filled nerve conduits 

with an inner matrix with unidirectional channels covered by a multidirectional pore zone. 

Collagen type I dispersions (5 mg/g and 8 mg/g) were sequentially frozen using different 

methods to obtain six laminar scaffolds (P1 to P5) formed by a unidirectional (U) 

pore/channel zone adjacent to a multidirectional (M) pore zone. The physicochemical and 

microstructural properties of the scaffolds were determined and compared, as well as their 

biodegradability, residual glutaraldehyde and cytocompatibility. Also, the Young’s modulus 

of the conduits made by rolling up the bizonal scaffolds from the unidirectional to the 

multidirectional zone was determined. Based on these comparisons, the proliferation and 

differentiation of hASC were assessed only in the P3 scaffolds. The cells adhered, aligned in 

the same direction as the unidirectional porous fibers, proliferated, and differentiated into 

Schwann-like cells. Adjustable conduits made with the P3 scaffold were implanted in rats 10 

mm sciatic nerve lesions to compare their performance with that of autologous sciatic nerve 

grafted lesions. The in vivo results demonstrated that the tested conduit can be adapted to the 

diameter of the nerve stumps to guide their growth and promote their regeneration. 

 

Keywords: Peripheral nerve, nerve conduits, regeneration, axons. 
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1. Introducción  

 

 

Cada año, más de un millón de personas en todo el mundo se ven afectadas por lesiones de 

los nervios periféricos (1). Estas lesiones provocan limitaciones funcionales e impactos 

neuropáticos que alteran la calidad de vida de los pacientes y aumentan los costos en el 

sistema sanitario (2–4). Las lesiones que comprometen el tejido endoneural (neurotmesis) o 

sección completa de los axones (axonotmesis severa) requieren intervención quirúrgica (4).  

 

Cuando el tamaño de la lesión lo permite, los procedimientos quirúrgicos reconstructivos 

comunes son las neurorrafias de extremo a extremo sin tensión (ETE) y de extremo a lado 

(ETS) (5,6). El procedimiento ETE sutura los muñones resultantes de un nervio seccionado 

y el procedimiento ETS coapta el muñón distal de un nervio lesionado a un nervio intacto 

adyacente (5,6). Cuando se alcanza una distancia crítica entre los muñones (>5mm), no se 

pueden lograr suturas sin tensión (7), por lo que es necesario el uso de autoinjertos de nervios 

sensoriales como método estándar para reconstruir los nervios seccionados motores. En los 

seres humanos, esta estrategia repara lesiones hasta de 5cm (5,8). Para este procedimiento, 

se emplean los nervios de la mano, el brazo o la pierna del paciente (e.g.: nervio cutáneo 

antebraquial, nervio sural, nervio cutáneo dorsal, nervio peroneo superficial y cutáneo 

posterior y lateral) (5). No obstante, algunas de las principales desventajas de los autoinjertos 

incluyen la morbilidad del sitio donante, la baja disponibilidad de nervio autólogo, la pérdida 

de sensibilidad y la incompatibilidad de diámetro entre los nervios donante y receptor (9). 

Además, el éxito del injerto puede estar limitado por el tamaño del defecto, la vascularización 

del nervio del donante y la arquitectura fascicular del injerto, entre otros (10).  

 

Los aloinjertos se han propuesto como alternativa para superar la limitación de nervio 

autólogo donante. Estos deben ser procesados para garantizar la eliminación de antígenos 

que induzcan rechazo en el tejido receptor (11,12), lo cual aumenta el costo del producto. 

Hasta el momento, la Administración de Drogas y Alimentos de los Estados Unidos -FDA- 
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solo ha aprobado un producto basado en aloinjerto de nervio para la reconstrucción de nervio 

periférico (13).  

 

Cuando no es posible hacer un autoinjerto o utilizar aloinjerto de nervio periférico, como 

injerto, se utilizan conductos elaborados con materiales naturales, sintéticos y compuestos 

por mezclas “compositos” diseñados para guiar el crecimiento de los axones seccionados 

(14). Los conductos son conocidos como conductos de guía nerviosa (NGC, por sus siglas 

en inglés), la mayoría de estos conductos son estructuras tubulares diseñadas para proteger y 

conectar los muñones de un nervio seccionado (14). El colágeno tipo I se encuentra entre los 

materiales naturales utilizados para fabricar conductos nerviosos artificiales (13,15–17). Esta 

proteína es el componente principal de la matriz extracelular del nervio periférico y fue el 

primer polímero natural utilizado para fabricar NGC para la regeneración de nervio periférico 

(18). La mayoría de los NGC elaborados con colágeno tipo I aprobados por la FDA son 

estructuras tubulares huecas, que se suturan a los muñones proximal y distal del nervio 

lesionado para conectarlo (8,19). Sin embargo, por carecer de microestructura interna que 

guie el crecimiento axonal este puede limitarse y no ser suficiente para promover la 

reconexión axonal del muñón del nervio distal (20). En humanos, la evidencia indica que los 

NGC actuales funcionan bien cuando se injertan en lesiones menores a 3 cm, en brechas 

mayores las tasas de éxito disminuyen (14,19). No obstante, la regeneración inducida por los 

NGC sigue siendo significativamente menor que la observada con los autoinjertos (21). Por 

eso, sigue siendo una necesidad diseñar y evaluar nuevos dispositivos que promuevan la 

regeneración del nervio periférico. 

 

La evidencia experimental indica que la presencia de una matriz interna con fibras orientadas 

unidireccionalmente en el lumen de los NGC impacta en los mecanismos de reparación de 

los nervios periféricos (22). Por ejemplo, los conductos de poli (acrilonitrilo-coacrilato) con 

fibras internas alineadas mejoraron la regeneración axonal en comparación con los fabricados 

con el mismo material, pero con fibras internas orientadas al azar (21). Conductos de poli(ε-

caprolactona) alineados por electrohilado promovieron la maduración de las células de 

Schwann y el aumento en la expresión de glicoproteína asociada a mielina (MAG), genes de 



 

 19 

proteína cero (P0) y proteína básica de mielina (MBP) (23). Además, se han elaborado 

láminas de ácido poliláctico (Microtube Array Sheet, MTAS) con topografía unidireccional 

que in vitro orientan la migración de las células de Schwann y la extensión de neuronas 

motoras de la raíz espinal y de los ganglios de la raíz dorsal (24). De igual manera, soportes 

cilíndricos de colágeno tipo I y elastina con poros unidireccionales obtenidos por 

congelamiento unidireccional y liofilización incubados con ganglios de la raíz dorsal de rata, 

promueven la migración alineada de axones y células de Schwann (25). La evaluación 

preclínica de los conductos antes mencionados sembrados previamente con células de 

Schwann en un modelo de defecto de nervio ciático en rata mostró animales recuperados sin 

signos de inflamación o formación de neuromas (26). A pesar de los datos preclínicos e in 

vitro que apoyan el uso de soportes con rellenos unidireccionales en la promoción del 

crecimiento guiado de axones y la reparación nerviosa (21), a la fecha, la FDA ha aprobado 

un solo conducto de colágeno tipo I y condroitin-6-sulfato elaborado con una matriz externa 

de colágeno tipo I y una matriz interna orientada unidireccionalmente (8,19).  

 

Los NGC existentes se fabrican con diámetros fijos, por lo que la discordancia de los calibres 

entre el conducto y los muñones puede conducir al fracaso del injerto (9). Aunque en el 

mercado también existen soportes neuroprotectores usados para envolver el nervio lesionado 

que pueden ajustarse al diámetro del nervio (ej. NeuraWrapTM), no hay estudios que indiquen 

si es comparable con los conductos nerviosos tradicionales de diámetro fijo en términos de 

eficacia (19).  

 

En trabajos anteriores hemos descrito la fabricación de soportes laminares alineados de 

colágeno tipo I (27). Para esto, dispersiones ácidas de esta proteína se congelan y liofilizan 

horizontalmente obteniéndose soportes laminares de 10 cm2, con poros que forman canales 

con fibras unidireccionales en los que las células se adhirieren y crecen alineadas. Esta tesis 

doctoral introdujo modificaciones a esta metodología, con el fin de desarrollar y evaluar 

preclínicamente un nuevo soporte laminar conformado por dos zonas continuas de poros 

orientados de manera diferente (unidireccional y multidireccional). Dado que las dos zonas 

son continuas, el cirujano puede enrollar el soporte de la zona unidireccional a la 
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multidireccional para formar un conducto ajustado al diámetro de los muñones del nervio 

periférico seccionado. Cuando se enrolla, la zona unidireccional del soporte constituye un 

relleno o matriz interior que se cubre con la zona multidireccional del soporte formando un 

conducto con canales internos orientados en una sola dirección. El soporte con arquitectura 

y configuración únicas representa una alternativa novedosa para producir una nueva 

generación de conductos que in vivo guíen la regeneración de nervio periférico, además, 

constituye el primer paso para elaborar sustitutos de nervio periférico a nivel nacional.  

2. Marco conceptual 

 

2.1. Fisioanatomía del sistema nervioso 

 

El sistema nervioso se divide anatómicamente en Sistema Nervioso Central (SNC) y Sistema 

Nervioso Periférico (SNP). El SNC incluye el encéfalo (cerebro, cerebelo y tronco 

encefálico), y la medula espinal protegida por la columna vertebral. El SNP comprende 12 

pares de nervios craneales provenientes de la base del encéfalo, 31 pares de nervios raquídeos 

provenientes de la médula espinal y ganglios asociados (e.g.: ganglios de la raíz dorsal, donde 

se acumulan los somas de los cuerpos neuronales) (28). Tiene un componente sensorial 

(aferente) que transmite los impulsos nerviosos al SNC, pasando por los ganglios sensitivos 

de la raíz dorsal para su procesamiento y respuesta. También, un componente motor 

(eferente) que se origina en el SNC y transmite impulsos a través de las neuronas de la raíz 

anterior a órganos efectores en la totalidad del cuerpo, es decir desde el SNC a la periferia. 

Las dos raíces compuestas de neuronas aferentes y eferentes se fusionan en un nervio mixto 

fuera de la médula espinal llamado nervio espinal que se extiende e inerva diferentes zonas 

del cuerpo (28) (Figura 1).   

 

Funcionalmente, el sistema nervioso periférico se divide en sistema somático -relacionado 

con movimientos voluntarios- y sistema autónomo -relacionado con movimientos 

involuntarios- ambos con vías aferentes y eferentes (29). El sistema somático permite el 

movimiento voluntario a través de la vía aferente (sensorial y sensitiva que estimula la vista, 
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oído, olfato, gusto, tacto) y a través de la vía eferente (motora) para la contracción muscular 

generada por impulsos nerviosos mediados por el neurotransmisor acetil colina. El sistema 

nervioso autónomo, controla los movimientos involuntarios y se divide en simpático, 

relacionado con situaciones de alerta estimulado por la noradrenalina y parasimpático 

relacionado con la relajación, descanso y digestión (28).  

 

 
Figura 1. Imagen transversal de la médula espinal y organización neuronal. A. La imagen ilustra la 

sustancia blanca superficial formada por axones mielinizados y la sustancia gris profunda en forma 

de H conformada por somas neuronales que conducen los potenciales de acción hacia o desde el 

cerebro. La sustancia blanca y gris se dividen en tres zonas: dorsal (posterior), ventral (anterior) y 

lateral; en la sustancia gris esta división es llamada cuerno o asta dorsal (donde se ubican las neuronas 

receptoras sensitivas), cuerno ventral (donde se ubican las neuronas motoras) y la zona intermedia 

donde se ubican las interneuronas. El canal central es un espacio lleno de líquido cefaloraquídeo en 

el centro de la médula. B. En los ganglios de la raíz dorsal se encuentran los cuerpos celulares de las 

neuronas sensoriales pseudounipolares, los axones de estas neuronas que provienen de la periferia 

pasan hacia el cuerno posterior (dorsal) de la sustancia gris de la médula espinal, los axones hacen 

sinapsis con interneuronas o pasan a la sustancia blanca y ascienden (vía aferente) hacia el bubo 

raquídeo en el encéfalo. La respuesta motora (eferente) es producida por una señal de las neuronas 

piramidales gigantes (señal corticoespinal) que viajan desde de corteza cerebral a la medula espinal. 

Los numerosos filamentos nerviosos dispuestos en los surcos ventrolateral y dorsolateral de la medula 

espinal se unen lateralmente formando las raíces ventral y dorsal de los nervios espinales, las dos 
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raíces, a su vez, se unen para formar los nervios espinales, en un punto situado distalmente al ganglio 

espinal que existe en la raíz dorsal. 

 

2.2. Neuronas, células gliales y formación de la mielina 

 

Las neuronas son células del SNC y SNP que varían en forma y tamaño de acuerdo con su 

localización. Se caracterizan por presentar un cuerpo celular o soma que contiene el núcleo 

y constituye el centro metabólico de la neurona, las dendritas que se extienden fuera del soma 

y el axón que se origina desde una parte gruesa del soma llamado cono axónico (Figura 2). 

Según el número de proyecciones que surjan del cuerpo celular, las neuronas pueden 

clasificarse en unipolares, bipolares y multipolares. El axón presenta terminaciones 

presinápticas que contienen botones sinápticos con un contenido de gránulos o vesículas en 

los que se almacenan los neurotransmisores que son secretados para el estímulo nervioso 

(28).  

 
 

Figura 2. Motoneurona con axón mielinizado 

  

Además de las neuronas, cuya función principal es transmitir el impulso nervioso, el sistema 

nervioso contiene células neurogliales para proteger y apoyar metabólica y mecánicamente a 

las neuronas (30). Estas células no generan impulsos nerviosos y aunque están presentes en 

el SNC y SNP, en cada uno de ellos su morfología, función y densidad poblacional son 

diferentes. Las células neurogliales del SNC incluyen los astrocitos que proporcionan 

soporte, eliminan iones y liberan neurotrasmisores, los oligodendrocitos que actúan en el 

aislamiento eléctrico y producción de mielina, las células microgliales que hacen parte del 
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sistema fagocítico mononuclear y las células ependimarias que forman membranas limitantes 

y pueden intervenir en el transporte de líquido cefalorraquídeo (30). En el SNP existe menos 

diversidad celular, se encuentran las células satélite o de sostén que rodean los somas de las 

neuronas de los ganglios periféricos y las células de Schwann cuya función principal es 

formar recubrimientos mielinizados y no mielinizados en los axones del SNP (30).  

 

La mielina que envuelve los axones es una membrana plasmática especializada que funciona 

como aislante efectivo en un flujo de corriente insignificante. En el SNC esta membrana es 

aportada por los oligodendrocitos; allí, un solo oligodendrocito puede mielinizar varios 

axones. En el SNP es la membrana de las células de Schwann la que envuelve un axón al 

plegarse hasta 100 veces sobre sí misma. Cada célula de Schwann forma una unidad de 

mielina que es separada por nódulos de Ranvier, aunque la ultraestructura es similar en SNC 

y SNP, se pueden apreciar algunas diferencias en los componentes lipídicos y proteicos de 

los dos sistemas (31).  

 

La mielina en el SNC y SNP esta compuesta principalmente por lípidos (70-80%) como 

colesterol, fosfolípidos (plasmalógeno) y glicolípidos (galactosilceramida); el contenido de 

fosfatidilcolina y esfingomielina, es mayor en el SNP que en el SNC (32). El constituyente 

proteico de la mielina se encuentra en menor proporción (15-30%) con respecto a los lípidos 

y varía en composición y concentración de acuerdo con su localización. En el SNP, las 

proteínas implicadas en la formación y compactación de mielina son la proteína P0 como 

principal componente estructural de mielina (50%), seguido de la  proteína básica de mielina 

(MBP), la proteína 2 de mielina periférica (P2 o FABP8, de sus siglas Fatty Acid Binding 

Protein-8) y la proteína periférica de mielina de 22 kDa (PMP22) (32); Además de las 

proteínas compactantes, se encuentran las no compactantes implicadas en las interacciones 

axón-glía, entre ellas conexinas (Cxs), glicoproteína asociada a mielina (MAG, L-larga y S-

corta), cadherina epitelial (EC) y periaxina (PRX, L-larga y S-corta). Algunas de las proteínas 

compactantes y no compactantes son comunes en el SNC y SNP y otras son reemplazadas en 

su función. Por ejemplo, en el SNC se encuentra el proteolípido protéico (PLP) que 

reemplaza la función de P0; también, se encuentran la proteína básica oligodendrocítica 
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asociada a mielina (MOBP), la proteína de oligodendrocitos (OSP) y proteínas no 

compactantes como juxtanodina (Jux), la glicoproteína de mielina de 

oligodendrocitos  (MOG) y sirtuína 2 (S2) (31). La función de estas proteínas es compactar 

la mielina a través de sus interacciones en la porción extracelular de la membrana. En el caso 

de las células de Schwann las interacciones proteicas ocurren entre las proteínas presentes en 

la membrana celular y la membrana yuxtapuesta de la misma célula cuando esta se pliega. 

La compactación de la mielina es evidente en microscopía electrónica, donde las 

características repetitivas densas en electrones son denominadas líneas densas principales 

(MDL) y el compartimento intramielínico alterno se denomina línea intraperíodo (IPL). 

Adicionalmente, los lípidos que componen la mielina son claves en funciones importantes 

como sinaptogénesis, neuritogénesis y la rápida conducción saltatoria del impulso nervioso 

(31–33). 

2.3. Impulso nervioso 

 

La función principal de las neuronas es la transmisión del impulso nervioso. Estas células se 

caracterizan por la excitabilidad de su membrana después de recibir un estímulo eléctrico, 

químico o mecánico. En respuesta a estos estímulos la permeabilidad iónica de la membrana 

celular cambia, originándose impulsos eléctricos rápidos que se miden en milisegundos (ms), 

con potenciales que se miden en milivoltios (mV). Cuando la membrana está en reposo (sin 

estímulo), se encuentra polarizada con cargas positiva en la cara extracelular y negativas en 

la cara citoplasmática. En las neuronas, la concentración de K+ en el interior es mayor que 

en el exterior de la célula, lo cual, permite su movilización hacia afuera de la célula. Por el 

contrario, la concentración de Na+ es mayor en el exterior que en el interior y su movilización 

ocurre hacia adentro de la célula. El paso de los iones de un lado al otro de la membrana 

celular ocurre por difusión facilitada, a través de canales de fuga específicos para cada uno 

de estos iones. También, por medio de la bomba de Na+/K+ ATPasa que funciona en contra 

del gradiente de concentración. El potencial de membrana en reposo en el extremo 

citoplasmático es -70mV (28).  
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Cuando la neurona recibe un estímulo su membrana se despolariza y ocurre la apertura de 

canales dependientes de voltaje específicos que permiten el ingreso de Na+ al citoplasma y 

el cambio del potencial de membrana. Si se abren suficientes canales de Na+ y se alcanza un 

umbral de intensidad de -55mV, se cumple la ley de todo o nada y la despolarización se 

propaga por toda la célula abriendo los canales de Na+ restantes. Lo cual, cambia el potencial 

de acción de la cara citoplasmática de la membrana de negativo a positivo alcanzando 

+40mV. Cuando la célula alcanza este potencial se repolariza, cierra los canales de Na+ y 

abre los canales dependientes de voltaje para el K+. La salida de este ion resulta en un periodo 

de hiperpolarización (-90mV), que se mantiene hasta que la bomba Na+ y K+ restablece la 

concentración de Na+ y K+ y la célula vuelve al estado de reposo de -70mV (28).  

 

Como la mielina es un aislante efectivo del flujo de corriente, la despolarización en los 

axones mielinizados salta de un nódulo de Ranvier a otro (conducción saltatoria) para 

alcanzar una velocidad 50 veces mayor que la de los axones no mielinizados. El impulso de 

un axón presináptico induce secreción de neurotransmisores - conocido como sinápsis 

química - los neurotransmisores difunden a través de la hendidura sináptica induciendo 

cambios en la membrana de la célula postsináptica, excitándola o inhibiéndola (28). En la 

unión neuromuscular, el nervio motor termina sobre una fibra muscular estriada y la 

transmisión de impulsos del nervio motor al músculo es similar a la que ocurre en la sinapsis 

entre las neuronas. El impulso que llega a la terminación neuronal motora aumenta la 

permeabilidad de la membrana a los iones Ca+2 presentes en el ambiente extracelular, los que 

al entrar en las terminaciones de los axones activan la exocitosis de las vesículas que 

contienen el neurotransmisor acetilcolina. El neurotransmisor liberado, difunde a los 

receptores colinérgicos nicotínicos que activan la despolarización celular en la placa 

muscular por aumento en la conductancia de iones Na+ y K+; de esta manera, el potencial de 

acción muscular inicia la contracción muscular (28).  
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2.4. Anatomía del nervio periférico 

 

Los tejidos nerviosos periféricos son estructuras anatómicas que pueden estar formados por 

una combinación de fibras nerviosas aferentes y eferentes. Los cuerpos celulares de las 

células que forman las fibras nerviosas en los nervios periféricos se encuentran en el sistema 

nervioso central o en los ganglios periféricos. Cada nervio periférico está formado por uno o 

más haces de fibras nerviosas denominados fascículos. Cada fibra nerviosa individual está 

constituida por axones revestidos por células de Schwann que a su vez son recubiertos por 

una lámina basal. Los axones son rodeados por un delicado tejido de sostén laxo y vascular 

denominado endoneuro que constituye la capa interna de revestimiento. El endoneuro está 

compuesto por fibras de colágeno tipo I/III y se ubica entre la lámina basal que reviste las 

células de Schwann que rodean cada axón y el perineuro. Las fibras de colágeno que 

componen el endoneuro, especialmente en la parte más externa, se encuentran dispuestas en 

canales orientados de manera unidireccional que proporcionan un entorno protector a los 

axones. En lesiones nerviosas leves (e.g.: compresiones nerviosas) ayudan a mantener los 

extremos de los axones dañados alineados facilitando su reparación. Además, la unión del 

endoneuro con las células de Schwann previene la interferencia en la conducción de los 

impulsos nerviosos de los axones vecinos (34).  

 

El perineuro es la capa intermedia de revestimiento que rodea los fascículos y está compuesto 

por una capa de células epiteliales planas, con forma poligonal denominadas células 

perineurales. El diámetro de los fascículos es definido por las placas formadas por las células 

perineurales que se unen entre sí a través de uniones estrechas y desmosomas, para actuar 

como una barrera de protección y de difusión selectiva para los axones (34). En el perineuro 

el colágeno tipo I es ausente, pero se encuentran pequeñas cantidades de colágeno tipo IV en 

la lámina basal. 

 

En los nervios periféricos formados por más de un fascículo, existe otra capa de tejido 

conectivo laxo localizado en la parte externa del fascículo denominada epineuro. Esta capa 

externa de revestimiento está constituida por colágeno tipo I y III, grasa y vasos (arteriales, 
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venosos y linfáticos) que proceden de tejidos adyacentes y de las arterias que acompañan a 

los nervios (29), proporciona soporte a los fascículos y los mantiene unidos para formar una 

fuerte vaina cilíndrica denominada tronco nervioso (Figura 3) (34). Análisis 

inmunohistoquímicos y de microscopía de luz polarizada con marcadores de colágeno 

específicos, indican que el colágeno tipo I se encuentra en mayor proporción en el epineuro 

que en el endoneuro y que el colágeno tipo III es más abundante en el endoneuro que en el 

epineuro; esta relación de colágeno I/III es similar en mamíferos humanos, cerdos y ratas 

(35). Dentro del endoneuro los fibroblastos son escasos, por eso, se supone que la mayor 

parte del colágeno del endoneuro es producido por las células de Schwann (34,36).  

 

 

Figura 3. Organización estructural del nervio periférico. Se aprecia el axón de una fibra mielinizada, 

rodeado por las células de Schwann que sintetizan una delgada lámina basal. La fibra mileinizada se 

encuentra rodeada de tejido endoneural, varias fibras nerviosas son agrupadas por la capa perineural 

formando los fascículos, que a su vez son rodeados por tejido epineural, formando el tronco nervioso 

que proviene de la médula espinal. 

 

2.5. Neurobiología de la regeneración de tejido nervioso periférico 

El sistema nervioso periférico, a diferencia del sistema nervioso central, tiene la habilidad 

intrínseca para repararse y regenerarse. Esta capacidad depende de la edad del paciente, la 

causa y el tipo de lesión. Es un proceso complejo que involucra una serie de eventos celulares 
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y moleculares en el soma de los axones, en los extremos o muñones proximal o distal del 

nervio y en el órgano blanco que inerva (37). En las lesiones de nervios periféricos que 

conducen a rotura axonal o transección nerviosa, se inician cambios degenerativos como la 

degradación del axón y la mielina en el extremo proximal y distal del sitio de la lesión. 

Cuando el extremo distal del axón se desconecta del soma neural, sufre degeneración 

Walleriana o degeneración anterógrada donde los componentes de la membrana y el 

citoesqueleto del axón son desensamblados, el axón es fragmentado y la mielina es 

degradada. Los macrófagos infiltrados en el sitio de la injuria y las células de Schwann se 

encargan de remover los restos de la degradación de la lesión. En el cuerpo neural se observa 

actividad eléctrica antidrómica, con potenciales de acción de alta frecuencia que ocasionan 

la apertura de canales de calcio y el inicio de cascadas de señalización, mediadas por la Jun-

quinasa, que regulan la transcripción de genes que codifican para factores neurotróficos (38). 

El balance de la transcripción, traducción y secreción de estos factores neurotróficos 

determina la suerte - sobrevivencia o muerte por apoptosis - de la neurona. Las neuronas 

sensoriales primarias son significativamente más vulnerables a la apoptosis que las 

motoneuronas ya que cerca del 40% de las neuronas sensoriales mueren después de una 

lesión nerviosa (38). 

Para promover la regeneración neuronal y lograr la reconstrucción estructural y funcional de 

los axones, es crítico limitar la etapa de degeneración Walleriana. En las primeras 24 horas, 

las células de Schwann proliferan y se desdiferencian cambiando su fenotipo de células 

productoras de mielina a células con capacidad regenerativa. Las células de Schwann 

denervadas disminuyen la expresión de proteínas estructurales como la proteína cero (P0), 

proteína básica de mielina (PBM), glicoproteínas asociadas a mielina y aumentan la 

expresión de moléculas de adhesión celular (CAM), L1, neural CAM (NCAM), proteína 

acida fibrilar de la glía y de factores de crecimiento como factor de crecimiento de nervio 

(NGF), factor neurotrófico derivado de cerebro (BDNF), factor neurotrófico derivado de la 

glía (GDNF), factor de crecimiento básico de fibroblastos (bFGF) y neurotrofina 3 (NT-3). 

Una vez el detritus celular es removido por los macrófagos y las células de Schwann, estas 

se alinean y forman columnas denominadas bandas de Bünger, que permiten la formación de 
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un ambiente rico en factores neurotróficos y proporcionan una guía axonal para la 

regeneración del axón hasta el sitio blanco de inervación; el axón regenerado nuevamente es 

mielinizado y ocurre una recuperación funcional del tejido muscular denervado (Figura 4) 

(37). 

 

El progreso ideal de recrecimiento axonal es de 1mm/día, sin embargo, si los brotes axonales 

fallan en cruzar el sitio de la lesión o pierden su dirección, las células de Schwann regulan 

negativamente la expresión de factores neurotróficos agotando los factores tróficos presentes 

en el sitio de la lesión, lo cual, conduce a la formación de un neuroma. Cuando esto ocurre, 

el órgano que estaba inervado pierde la continuidad nerviosa, se produce una denervación 

crónica, atrofia de la fibra muscular y las células satélite musculares sufren apoptosis (11,37). 

 

 

Figura 4. Proceso de degeneración Waleriana. Se observan células de Schwann formando canales 

denominados Bandas de Bünger y regeneración completa del axón después de 3 meses de ocurrida la 

lesión, también se observa gráficamente brotes axonales no regenerados y atrofia muscular (11). 

 

2.6. Clasificación de las lesiones nerviosas 

La primera clasificación de las lesiones de los nervios fue propuesta por Seddon en 1943 

(39), en ella, las lesiones nerviosas son clasificadas de acuerdo con su desenlace en lesiones 
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temporales (neurapraxia, axonotmesis) y permanentes (neurotmesis). En la neurapraxia hay 

una pérdida temporal de las funciones sensoriales y motoras generada por la disrupción 

parcial de la conducción en el sitio de la lesión (e.g.: las neuropatias por compresión como el 

síndrome de tunel carpiano), en este caso la estructura básica del axón es preservada y no 

ocurre la degeneración Walleriana. En la axonotmesis se presenta la rotura del axón y de la 

vaina de mielina que lo envuelve, pero hay preservación de las envolturas del nervio 

(endoneuro, perineuro, epineuro), ocurre degeneración Walleriana del axón distal y 

regeneración espontánea propiciada por la preservación de los tubos endoneurales. En la 

neurotmesis hay una interrupción completa de las tres capas que forman el nervio, hay 

degeneración Walleriana, la lesión es más grave y la regeneración depende de la distancia 

entre la zona distal y proximal del nervio (40,41).  

La clasificación de Seddon fue modificada por Sunderland en 1951(42), para categorizar las 

lesiones nerviosas en grados 1 hasta 5 dependiendo de su severidad. La lesión de primer 

grado corresponde a la neurapraxia definida por Seddon. En la lesión de segundo grado, el 

endoneuro y las células de Schwann permanecen intactos y aunque la recuperación es lenta, 

el endoneuro permite la regeneración de manera direccionada en la zona distal al sitio de la 

lesión. En la lesión de tercer grado, el endoneuro es irrumpido, aunque el perineuro 

permanece intacto; en este caso, la fibrosis ocurre intrafascicularmente, la función motora y 

sensorial decrecen y la recuperación es muy lenta. En las lesiones de cuarto grado, el 

endoneuro y el perineuro son seccionados y el epineuro es la única porción del nervio que 

permanece intacta, hay un proceso de degeneración y cicatrización especialmente en la zona 

proximal. En este nivel se requiere la escisión de la cicatriz y la reparación del nervio 

quirúrgicamente. La lesión de quinto grado corresponde a la neurotmesis; en este caso, se 

genera una interrupción completa del nervio que involucra el endoneuro, perineuro y 

epineuro. Ocurre la formación de un neuroma en el extremo proximal del nervio y 

degeneración Walleriana en el extremo distal. Las lesiones de quinto grado requieren 

reparación quirúrgica (Figura 5) (40,41). 
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Figura 5. Clasificación de las lesiones nerviosas por Seddon y reclasificación por Sunderland en 

grados de lesión 1-5. 

 

2.7. Tratamientos de la lesión neural periférica. 

El tratamiento de elección cuando se diagnostica una lesión neural periférica completa es la 

neurorrafia, una técnica microquirúrgica que consiste en la aproximación sin ejercer tensión, 

de los extremos del nervio que se fijan con suturas epineurales. El procedimiento debe 

realizarse en las primeras 24 horas de ocurrida la lesión, siempre que la distancia entre los 

muñones nerviosos sea menor a 5mm (7). Las neurorrafias emplean diferentes técnicas para 

la coaptación de los nervios, entre las que se encuentran: 
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i) Técnica de reparación epineural: es el método tradicional que utiliza suturas de sujeción 

lateral y puntos de referencia vasculares para mantener la alineación topográfica. Las 

suturas se colocan pasando la aguja por el epineuro interno y externo de ambos 

muñones para aproximar los extremos nerviosos hasta lograr la reparación final. Una 

desventaja de la reparación epineural es la incapacidad de emparejar con precisión los 

fascículos proximal y distal del nervio seccionado 

ii) Técnica de reparación fascicular agrupada: potencialmente esta técnica es más precisa 

que la reparación epineural. Está indicada en situaciones en las que una parte 

identificable de la sección transversal del nervio suministra la función sensorial mientras 

que otra parte del nervio suministra la función motora. En la reparación fascicular 

agrupada, las microsuturas se colocan a través del tejido epineural interfascicular 

evitando el perineuro y permitiendo la coaptación de grupos fasciculares desde el 

muñón proximal al distal. Luego, se anudan con una tensión leve a moderada evitando 

que los fascículos sobresalgan 

iii) Reparación fascicular individual: se aplica cuando los fascículos lesionados individuales 

proximal y distal puede unirse específicamente entre sí (43).  

 

Además de las neurorrafias descritas, conocidas como neurorrafias de extremo a extremo 

(ETE, del inglés End to End) o termino terminal, se pueden realizar neurorrafias de extremo 

a lado (ETS, del inglés End to Side) o termino lateral, en las que se coapta el muñón distal 

de un nervio lesionado a un nervio donante sano adyacente. En caso de que la anastomosis 

nerviosa - conexión quirúrgica entre dos estructuras tubulares - no pueda realizarse con sutura 

debido a la distancia entre los muñones distal y proximal, lo indicado es usar otras técnicas 

como el injerto (5,6).  
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2.7.1. Autoinjerto de nervio 

 

El auoinjerto de nervio es el tratamiento recomendado cuando el tamaño de la lesión no 

permite la aproximación sin tensión de los extremos de los muñones nerviosos; se considera 

el “gold standard” de los tratamientos y se ha utilizado desde 1879. Es la alternativa 

terapéutica que ofrece mejores resultados clínicos, porque logra regeneración nerviosa en 

defectos con longitud superior a los 5 cm (5). En las últimas décadas, las técnicas empleadas 

para hacer autoinjertos han logrado grandes avances como el injerto de nervio interfascicular 

para la unión de nervios distantes (44). Los tejidos nerviosos donantes incluyen nervios 

funcionalmente menos significativos como el nervio sural, los nervios cutáneos superficiales 

y el nervio cutáneo medial del antebrazo. Las limitaciones asociadas con este procedimiento 

incluyen: 

 

i) Morbilidad y perdida de la función en el sitio donante debido a que la longitud de 

nervio donante que se colecta debe ser 10% mayor que la brecha de la lesión en 

donde se va a implantar (43). 

ii) Cirugía adicional con el objetivo de extraer el autoinjerto nervioso 

iii) Falta de correspondencia anatómica precisa con respecto al grupo fascicular 

donde va a ser injertado. Se ha visto que diferencias en el diámetro y longitud de 

nervio donado con respecto al nervio receptor conducen a la falla de los injertos. 

iv) Formación de neuromas dolorosos 

v) Aumento de costos relacionados con el cuidado del paciente (45).  

A pesar del sustancial aumento de la comprensión de los procesos neuropatofisiológicos 

ocurrido en los últimos 30 años, todavía es necesario desarrollar nuevas estrategias o 

alternativas para no sacrificar tejido nervioso del donante (45,46).  
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2.7.2. Aloinjertos de nervio 

 

Una alternativa a los autoinjertos es el uso de tejido nervioso proveniente de donantes vivos 

o cadavéricos (aloinjertos). Cuando la reconstrucción requiere injertos de tamaños mayores 

a la cantidad disponible de autoinjerto, el uso de tejido nervioso de cadáveres se convierte en 

la mejor opción.  Los aloinjertos frescos contienen antígenos asociados con las células y sus 

productos (aloantígenos), que conducen al rechazo inmunológico y obligan a la 

inmunosupresión sistémica mientras los axones y células de Schwann del paciente regeneran 

a través del aloinjerto (47). Para evitar este inconveniente, se acude a remover los 

aloantígenos descelularizando los aloinjertos con métodos físicos, químicos y enzimáticos. 

Los métodos físicos más comunes son la liofilización, irradiación gamma, congelamiento y 

descongelamiento, sonicación y agitación. Los métodos químicos emplean soluciones ácidas 

o alcalinas, iónicas o no iónicas, soluciones hipertónicas o hipotónicas y detergentes (SDS, 

Triton X-100, Sulfobetaína-10, Sulfobetaína-16)(47,48). Los métodos enzimáticos incluyen 

el uso de condroitinasa, tripsina, endonucleasas y exonucleasas (47). En el proceso de 

descelularización se debe realizar la remoción total de cualquier agente químico y proteico 

que pueda causar daño o rechazo inmunológico en el tejido receptor. Además, se debe 

garantizar la eliminación de proteoglicanos que contengan condroitin sulfato u otros 

glicosaminoglicanos que inhiben el crecimiento axonal. El empleo de detergentes y enzimas, 

como la condroitinasa ABC (ChABC), para eliminar compuestos celulares y componentes 

de matriz extracelular, además del proceso de esterilización, aumentan el costo del producto 

y limitan el acceso de la mayoría de la población a los mismos (11,12). 

 

Hasta el momento, el único aloinjerto descelularizado que ha sido aprobado por la FDA y 

aplicado en clínica es Axogen Avance® Nerve Graft, (AxoGen® Inc., Alachua, FL)(14,47). 

La investigación actual sugiere que los aloinjertos nerviosos procesados como Axogen 

Avance®, tienen limitaciones. Datos clínicos muestran que en defectos con tamaños entre 5 

y 50 mm, el 87% de 132 lesiones nerviosas tratadas con Axogen Avance® recuperaron 

funciones sensoriales y/o motoras, sin embargo, en lesiones superiores a este tamaño su 

eficacia fue inferior a la de los autoinjertos (49). Debe mencionarse que en ensayos clínicos 
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que compararon la eficacia de Axogen Avance® con conductos que guían la regeneración 

nerviosa (NGC) disponibles en el mercado, se encontró que los resultados sensoriales son 

significativaente mejores con el aloinjerto (50).  

 

2.8. Biomateriales e ingeniería de tejidos para la elaboración de conductos que guían la 

regeneración nerviosa (NGC). 

 

Un amplio rango de biomateriales de origen natural o sintético, biodegradables y no 

biodegradables, se han empleado para la elaboración de conductos que sirvan como guía o 

puente neuroprotector que promueva el crecimiento de los axones en el sitio de la lesión. Los 

primeros conductos que guían la regeneración nerviosa NGC del inglés Nerve Guidance 

Conduit, se elaboraron con materiales no biodegradables (metacrilato, poliestireno, 

politetrafluoroetileno y silicona) y se ensayaron en lesiones nerviosas de roedores y humanos. 

Por no ser biodegradables presentaron inconvenientes como encapsulación fibrótica del 

implante, pérdida tardía de la recuperación funcional causada por la compresión de los 

axones dentro del conducto no degradable, y respuesta inflamatoria crónica (51,52). 

 

Con los avances de la medicina regenerativa, surgió una rama de la ingeniería de tejidos 

denominada ingeniería de tejido neural con el propósito de elaborar conductos 

biocompatibles que sustituyan los injertos autólogos (Engineered Nerve Grafts, TENGs de 

sus siglas en inglés). Los NGC producidos por la ingeniería de tejido neural están diseñados 

para conectar los extremos de los nervios lesionados, guiar el crecimiento axonal, facilitar la 

difusión de oxígeno y nutrientes, garantizar la disponibilidad de factores neurotróficos y 

prevenir la formación de tejido fibrótico. Para su elaboración se usan materiales 

biodegradables naturales como proteínas, dentro de las que se encuentran el colágeno, 

gelatina, fibrinógeno, elastina, queratina y fibroína de seda (53,54); También, polisacáridos 

como la quitina, ácido hialurónico y alginato y algunos poliésteres de origen natural como el 

poli (3 hidroxibutirato) o P3HB y el poli (3 ácido hidroxibutirico-co-3 ácido hidroxivalerico) 

(55). De igual forma, se han empleado materiales de origen sintético biodegradables, solos o 

combinados, como policaprolactona (PCL), poliuretanos (PUs), ácido poliláctico (PLA), 
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ácido poliglicólico (PGA) y ácido poliláctico- poliglicólico (PLGA) (11,14,56,57). La 

mayoría de los NGC propuestos por la ingeniería de tejido neural se han evaluado en modelos 

murinos y caninos de escisiones de nervio ciático de diferentes longitudes (5mm, 10mm, 30 

mm y 1,5 cm y 8 cm, respectivamente) (56). Cada NGC evaluado se diferencia en el tiempo 

de reparación y el grado de recuperación sensorial o motora (11). Estas diferencias dependen 

de las características microestructurales, fisicoquímicas y mecánicas de los conductos 

elaborados. Hasta el momento los NGC solo han demostrado regeneración nerviosa en 

distancias pequeñas que no superan los 30 mm (58). De ahí, que la elaboración y evaluación 

de conductos nerviosos continua siendo un reto para la ingeniería de tejidos. 

 

Para aumentar la eficiencia en la regeneración nerviosa se usa la estrategia de cargar los NGC 

con células de Schwann o células madre de fuentes diferentes (59). Las células de Schwann 

son la primera elección porque secretan factores neurotróficos, como el factor de crecimiento 

de nervio (NGF) y el factor neurotrófico derivado de cerebro (BDNF). A pesar de los 

beneficios que trae usar estas células, su utilización es limitada debido a que se deben emplear 

células de Schwann autólogas. Como su tasa de proliferación es baja, el cultivo in vitro de 

células de Schwann primarias puede resultar dispendioso y demanda que los medios se 

suplementen con factores de crecimiento y/o mitógenos (Forskolina, heregulina, FGF2 y 

extracto de pituitaria, etc). Además, es común que los fibroblastos que crecen más rápido que 

las células de Schwann contaminen el cultivo dificultando el aislamiento. Para contrarrestar 

el crecimiento excesivo de los fibroblastos se adiciona citosina arabinosido, se promueve la 

lisis mediada por complemento y la sustitución de aminoácidos esenciales como la L-valina 

por D-valina (60). Una dificultad adicional importante es que para obtener las células de 

Schwann autólogas se debe sacrificar un nervio donante sano. Muchas veces, con el fin de 

aumentar la cantidad de células de Schwann se hace una primera cirugía en la que se induce 

la pre-degeneración del nervio con el fin de estimular la proliferación celular, lo cual, 

conlleva la realización de una segunda intervención quirúrgica para recolectar las células que 

proliferaron (61).  
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Para reemplazar a las células de Schwann se ha acudido al uso de células madre de diferente 

fuente porque tienen la capacidad de diferenciarse a células similares a células de Schwann 

(Schwann like-cells) (62). Se han evaluado células madre embrionarias, células madre 

neurales, células madre mesenquimales de médula ósea, células madre de tejido adiposo, 

células madre precursoras derivadas de la piel y células madre pluripotentes inducidas que 

secretan proteínas o factores neurotróficos y componentes de la matriz extracelular, que 

proporcionan un microambiente favorable para promover la formación de mielina y la 

regeneración nerviosa acelerando el crecimiento de los axones (62). Sin embargo, las 

revisiones sistemáticas sobre el empleo de células madre de diferente fuente para la 

regeneración de lesiones de nervio periférico muestran que los resultados del tratamiento que 

se evidencian evaluando la función motora/sensorial, electrofisiología, índice funcional 

ciático, masa muscular, y evaluación histológica varían de acuerdo al protocolo experimental 

empleado (59). El uso de células madre en este campo, aún se encuentra en la etapa preclínica 

y no se han logrado avances significativos en la práctica clínica (63), la aplicación de células 

madre dentro de los conductos nerviosos mejora el crecimiento y guía de los axones en 

comparación con el conducto nervioso sin células madre, no obstante, sigue siendo inferior 

a la reparación de nervios con técnicas convencionales como el autoinjerto (64).  

 

2.9. Colágeno tipo I y conductos nerviosos.  

 

El colágeno es una proteína estructural de la matriz extracelular (MEC) presente en la 

mayoría de los tejidos conectivos de los vertebrados. Comprende una familia de por lo menos 

28 miembros que se caracterizan por poseer un dominio triple-helicoidal en su estructura. Se 

numeran con números romanos del I al XXVIII. Aunque se reportó un colágeno epidermal 

como el miembro 29 de la familia, el gen que lo codifica (COL29A1) resultó ser idéntico a 

uno de los genes del colágeno VI (COL6A5) (65). 

 

Los colágenos fibrilares, tiene una estructura jerárquica compleja que se sustenta en la triple 

hélice formada por tres cadenas peptídicas , numeradas con números arábigos. La estructura 
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primaria de cada cadena  está conformada por una secuencia de tripletes repetidos de 

aminoácidos Gly-X-Y, donde X y Y son prolina y 4-hidroxiprolina, respectivamente. Al ser 

sintetizadas, las cadenas  se entrelazan en una triple hélice estabilizada por puentes de 

hidrógeno e interacciones electrostáticas. Cuando las cadenas son iguales forman 

homodímeros, cuando son diferentes heterodímeros. La estructura terciaria del colágeno tipo 

I corresponde a una triple hélice heterodimérica constituida por las cadenas α1(I), α1(II), y 

α2(I), cada una de aproximadamente 1000 aminoácidos. Una vez las moleculas helicoidales 

son secretadas se autoensamblan y las fibrillas de colágeno se entrecruzan por enlaces 

covalentes formados enzimáticamente por la enzima lisil oxidasa (LOX). En este proceso 

ocurre la desaminación oxidativa de residuos específicos de lisina e hidroxilisina que forman 

alisinas en los dominios de los telopéptidos de la molécula de colágeno, dando lugar a una 

forma supramolecular constituida por fibrillas y fibras de colágeno (65–67). 

 

El colágeno tipo I, es el colágeno más abundante de la MEC de los tejidos conectivos no 

cartilaginosos como piel, hueso, tendón, dentina, ligamentos, cornea, y nervio entre otros. 

Proporciona resistencia a la deformación plástica y la rotura. Junto con la elastina soporta 

esfuerzos mecánicos repetitivos y con los proteoglicanos y glicosaminoglicanos amortigua 

cargas compresivas ya que secuestran agua en la MEC (66). Al ser componente básico de la 

matriz, el colágeno se caracteriza por su biocompatibilidad y capacidad de unión a receptores 

celulares como integrinas (α1β1, α2β1 y α10β1), discoidinas (DDR) y los dominios RGD de 

unión a integrinas expuestos cuando el colágeno es remodelado o degradado a gelatina (66). 

Los soportes o membranas elaborados con colágeno tipo I son esponjas porosas que contiene 

una arquitectura 3D. Pueden ser diseñados, dependiendo de la técnica, para que su 

microestructura coincida con la de los tejidos del lugar de implantación previsto. Por lo tanto, 

los soportes de colágeno se utilizan ampliamente para promover la  regeneración del tejido 

conectivo, incluyendo el nervioso periférico (66).  

 

Los soportes de colágeno tipo I diseñados para regeneración nerviosa son biocompatibles, 

flexibles, suaves y fáciles de manipular quirúrgicamente. Tienen la ventaja de que en la 

medida en que se degradan ocurre la regeneración nerviosa, previniendo así la compresión 
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nerviosa que se puede presentar con los conductos elaborados con otros biomateriales de 

degradación lenta. Por eso, la mayoría de conductos aprobados por la FDA para uso clínico 

son elaborados con colágeno tipo I de diferente fuente (bovina, porcina) o conductos 

provenientes de nervios descelularizados (cadavéricos) o de matriz extracelular de tejidos 

ricos en colágeno tipo I (Submucosa intestinal porcina) (14).  

 

2.10. Conductos nerviosos disponibles comercialmente 

 

Desde mediados de 1980 en el mercado se encuentra una variedad de conductos nerviosos 

artificiales conocidos como Nerve Guidance Conduit (NGC). Estos conductos se consideran 

dispositivos médicos indicados para el tratamiento de lesiones de nervios periféricos y 

cuentan con aprobación de agencias regulatorias como la FDA (US Food and Drug 

Administration) o la CE de la Comunidad Europea (14,68). Los conductos aprobados son 

elaborados a partir de biomateriales naturales o sintéticos, biodegradables o no 

biodegradables y algunos son elaborados a partir de tejidos descelularizados. La Tabla 1 

muestra algunos de estos productos: 
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Tabla 1. Productos de ingeniería de tejidos usados para regeneración de nervio periférico. Elaborado con información de (11, 14, 19). 

Producto Biomaterial Diámetro 

(D)    

Longitud (L) 

Tiempo de 

Degradación 

Compañía 

Productora 

URL/Imagen del Producto 

Neurotube® 

(K983007, 1999) 

 

Ácido poliglicólico 

(PGA) 

D: 2.3-8mm   

L: 2-4 cm 

Degradación: 

6-12 meses 

Neuroregen LLC 

 

 

  
 

URL: 

http://www.synovismicro.co

m/pdfs/NeuroTube_sellsheet_

40014B_09-10.pdf 

SalubridgeTM  

(K002098, 2000)  

SaluTunnelTM 

(K100382, 2010)  

 

Alcohol polivinilico 

(PVA) 

D: 2-10mm  

L: 6.35 cm 

No degradable Salumedica, LLC 

Atlanta, GA 

Imagen no disponible 

URL: 

https://www.accessdata.fda.g

ov/cdrh_docs/pdf10/K100382

.pdf 

Neurolac® 

(K050573, 2005; 

K112267, 2011)  

 

Ácido poly(DL-

lactide-ε-

caprolactone), (PCL)  

D: 1.5-10mm 

L: 3 cm 

Degradación: 

24 meses 

Polyganics, The 

Netherlands 

 

 
URL: 

https://www.accessdata.fda.g

ov/cdrh_docs/pdf5/K050573.

pdf 
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AxoGen Avance® ECM de nervio de 

donante cadavérico 

D: 1-5mm  

L: 1.5-7 cm 

No reportado AxoGen Inc. 

Alachua, FL 

 
URL: 

http://content.stockpr.com/ax

ogeninc/files/docs/LB-

312+R00+Avance+Process+

Matters.pdf 

NeuraGen® 

(K011168, 2001) 

 

Colágeno tipo I D: 1.5-7mm  

L: 2-3 cm 

Degradación: 

36-48 meses 

Integra Life 

Sciences Corp. 

Plainsboro, NJ 

 
URL: 

http://www.integralife.com/pr

oducts%2Fpdfs%2Fnerve%2

0repair%20solutions%20broc

hure.pdf 

NeuraMatrixTM 

(K012814, 2001)  

 

Colágeno tipo I D: 2-6mm  

L: 2.5 cm 

Degradación: 

3-6 meses 

Collagen Matrix 

Inc. Oakland, NJ 

 
URL: 

http://az621074.vo.msecnd.ne
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t/syk-mobile-content-

cdn/global-content-

system/SYKGCSDOC-2-

38822/lYaU8Cn9AtIMJkdy4

9Kth_K1qNUSIA/LNM_OT.

pdf 

NeuraWrapTM 

(K041620, 2004) 

 

Colágeno tipo I 

diseñado para generar 

diámetros ajustables 

(No está claro si 

NeuraWrapTM es 

comparable con los 

conductos nerviosos 

tradicionales de 

tamaño fijo en 

términos de eficacia). 

D: 3-10 mm   

L: 2-4 cm 

Degradación: 

36-48 meses 

Integra Life 

Sciences Corp. 

Plainsboro, NJ 
 

URL: 

http://www.integralife.eu/pro

ducts/recon/tissue-

technologies/neurawrap-

nerve-protector/ 

NeuroLacTM 

(K050573, 2005)  

 

Copolimero ácido 

láctico y caprolactona 

 

 

D: 4-10mm  

L: 3 cm 

 

Degradación: 

pierde sus 

propiedades 

mecánicas a las 

10 semanas 

después de la 

implantación 

POLYGANICS  

 

URL:  

https://www.accessdata.fda.g

ov/cdrh_docs/pdf5/K050573.

pdf 

CovaTM ORTHO-

NERVE  

(K103081, 2012)  

 

 

Colágeno porcino 

(membrana de 

colágeno  

Láminas 

rectangulares 

que se pueden 

enrollar.   

Tamaños: 15 

x 25 mm, 20 x 

30 mm, 30 x 

40 mm 

Degradable 

enzimáticamente 

in vitro (no 

reporta tiempo) 

Biom'Up S.A. 

 

 
URL:  
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y 40 x 60 mm https://www.accessdata.fda.g

ov/cdrh_docs/pdf10/K103081

.pdf 

 

-NeuroMendTM 

(K060952, 2006)  

-NeuroflexTM 

(K131541, 2014)  

 

Colágeno tipo I NeuroMendT

M: 

D: 4-12mm  

L: 2.5-5 cm 

NeuroflexTM: 

D: 2-6mm   

L: 2.5 cm 

Degradación: 

4-8 meses 

Collagen Matrix 

Inc. Oakland, NJ 

 

 
URL: 

http://www.collagenmatrix.co

m/peripheral-nerve-repair/ 

NeuraGen® 3D 

Nerve Guide  

(K130557, 2014)  

 

 

Conducto de 

colágeno bovino tipo 

I y una 

matriz interna 

compuesta de 

colágeno y 

glucosaminoglicano 

(condroitina-6-

sulfato). 

D: 1.5-7mm  

L: 6.35 cm 

Degradación: 

Reabsorbible 

(no reporta 

tiempo) 

Integra LifeScien

ces 

 

URL: 

https://www.accessdata.fda.g

ov/cdrh_docs/pdf13/K130557

.pdf 

Surgisis® Nerve 

Cuff 

K031069, 2014 

 

Submucosa intestinal 

porcina (SIS) 

D: 2-7mm  

L: 5cm 

Degradación: 

Reabsorbible 

(no reporta 

tiempo) 

Cook Biotech 

Incorporated 

 

URL: 

https://www.accessdata.fda.g

ov/CDRH510K/K132660.pdf 

ReaxonTM Plus 

(K143711, 2015)  

 

Quitosano 

 

(Indicado para la 

reparación de las 

discontinuidades de 

D: 2.1-6mm  

L: 3 cm 

 

Degradación: 

17 meses  

Medovent GmbH  

 

URL: 

https://www.accessdata.fda.g

ov/cdrh_docs/pdf14/K143711

.pdf 

http://www/
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los nervios 

periféricos hasta 

10 mm) 

AxoGuard® Nerve 

protector 

AxoGuard® Nerve 

connector 

(K162741, 2016)  

Submucosa intestinal 

porcina (SIS) 

D: 1.5-7mm  

L: 4cm 

Degradación: 

3 meses 

Cook Biotech 

Products West 

Lafayette, IN 

 
 

URL: 

http://www.axogeninc.com/pr

oducts/4144/axoguard-nerve-

protector 

NeurobridgeTM 

(K152967, 2016)  

 

Ácido poliglicolico 

(PGA)  

 

D: 0.5-4mm  

L: 3-5 cm 

 

Degradación: 

Se degrada in 

vitro (no reporta 

tiempo) 

Toyobo Co., Ltd  

 

URL 

https://www.accessdata.fda.g

ov/cdrh_docs/pdf15/K152967

.pdf 

Reinforced Flexible 

Collagen Nerve 

Cuff 

(K170656, 2017)  

 

Colágeno tipo I de 

tendón bovino 

D: 2-6mm  

L: 2.5 cm 

 

Degradación: 

Se degrada in 

vitro (no reporta 

tiempo) 

Collagen Matrix, 

Inc 

 

URL: 

https://www.accessdata.fda.g

ov/cdrh_docs/pdf17/K170656

.pdf 
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Comparar el desempeño de los productos reportados en la  Tabla 1 es dificil debido a la falta 

de estandarización de modelos preclínicos, métodos de evaluación y estudios clínicos que 

comparen su seguridad y eficacia. Cada dispositivo ha demostrado una eficacia variable en 

estudios preclínicos y clínicos en diferentes tipos de nervios lesionados, tamaños de lesión, 

métodos de evaluación sonsorial y motora y distintas poblaciones de pacientes. Por eso, las 

ventajas y desventajas de cada conducto deben ser determinadas cuidadosamente. Todas las 

revisiones concuerdan en que los conductos diseñados con biomateriales solo se pueden 

emplear en lesiones menores a 3 cm, ya que cuando el tamaño de la lesión es superior no se 

obtiene una regeneración óptima. De ahí, que para obtener productos que puedan ser 

trasladados a la clínica, se deba seguir trabajando en el desarrollo y caracterización de 

conductos biomiméticos seguros y eficaces (19).  

 

2.11. Diseño de un conducto nervioso ideal 

 

Diferentes revisiones han recopilado información sobre las características 

microestructurales, fisicoquímicas y biológicas de un conducto de nervio ideal (20,69). En 

general, se acepta que los conductos para promover la regeneración de nervio periférico 

tengan las siguientes características: 

 

i)  Biocompatibilidad: una vez injertados en el nervio lesionado deben promover 

una apropiada respuesta celular y molecular. 

ii)  Biodegradabilidad: su degradación y reabsorción deben estar en equilibrio con la 

regeneración axonal para evitar la compresión del nervio en crecimiento. 

iii)  Propiedades mecánicas: deben ser similares a las de los nervios receptores en que 

van a ser implantados. 

iv)  Capacidad de soportar cargas fisiológicas: deben tener flexibilidad y rigidez 

moderadas para resistir a las tensiones de compresión mecánica de los tejidos 

circundantes. 



 

 46 

v)  Permeabilidad: deben permitir el intercambio de nutrientes, oxígeno y desechos 

y al mismo tiempo evitar la infiltración de fibroblastos de los tejidos circundantes 

(20,69).  

 

La permeabilidad esta relacionada con el tamaño de poro y la porosidad del conducto. Se ha 

reportado que el tamaño de poro debe ser 10 - 40 μm y la porosidad del 80% (19,20). En 

cuanto a la estructura, los conductos con relleno en el interior promueven mejor crecimiento 

de los axones y proliferación de células de Schwann que los conductos huecos. De igual 

manera, en los conductos rellenos diseñados con orientación de fibras alineadas el 

crecimiento de los axones es más rápido que en los conductos con orientación de fibras 

aleatorias (70). Aunque se elaboran conductos con microestructura en el interior con 

diferentes biomateriales y mediante diferentes métodos de fabricación (e.g.: evaporación de 

solventes y lixiviación de partículas porógenas, espumado con gas, separación de fase, 

electro-hilado, extrusión, fabricación aditiva o impresión 3D y sus variables, entre otros) 

(71), muchos aún se encuentran en ensayos preclínicos y son pocos los que cuentan con 

autorización de las agencias regulatorias para aplicación clínica. De los productos aprobados 

por la FDA que se encuentran en el mercado, Neuragen 3D® incorpora un relleno con fibras 

alineadas longitudinalmente de colágeno tipo I y condroitin-6-sulfato. El conducto está 

recomendado para reparar defectos con longitud  < 30 mm y no supera el tamaño reparado 

por aloinjertos como AxoGen Avance® (50 mm) o autoinjertos de nervio que funcionan en 

defectos > 50 mm (58). 

 

Una falencia que tiene el diseño de los conductos para nervio periférico es que tienen un 

diámetro definido, lo cual, limita su capacidad de adaptarse al diámetro de los muñones 

seccionados. Cuando los conductos no se pueden ajustar a los extremos de los nervios 

seccionados el conducto colapsa y como consecuencia la regeneración del nervio es 

deficiente y la reinervación muscular disminuye (9). Productos constituidos por una lamina 

o soporte poroso, como NeurawrapTM, que se colocan envolviendo al nervio seccionado para 

ajustar el dispositivo al diámetro del nervio buscan superar este inconveniente. Sin embargo, 
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no tienen microestructura interna y funcionan como conductos neuroprotectores que generan 

una interface entre el nervio y el tejido circundante (72).  

 

Hasta donde se sabe, la literatura científica especializada no ha descrito soportes de colágeno 

tipo I para regeneración nerviosa que cumplan con todas las características de un conducto 

de nervio ideal. En nuestro país, los conductos nerviosos comerciales son poco empleados 

debido a su limitado éxito en regeneración y a su elevado costo, lo que obliga a seguir 

empleando el autoinjerto; además, la investigación en regeneración nerviosa es incipiente y 

debe expandirse para ofrecer alternativas terapéuticas que puedan ser trasladadas del 

laboratorio a la clínica.   

 

2.12. Antecedentes del Grupo de Trabajo en Ingeniería de Tejidos (GTIT) de la 

Universidad Nacional de Colombia 

 

En su interés por utilizar proteínas de la familia del colágeno para elaborar productos de 

ingeniería de tejidos que sirvan como injerto y promuevan la regeneración tisular, el GTIT 

desarrolló y caracterizó un soporte laminar de colágeno tipo I con canales orientados 

unidireccionalmente (27). En estos soportes se sembraron fibroblastos primarios aislados de 

mucosa oral, los cuales se adhirieron a las fibras de colágeno y crecieron unidireccionalmente 

expresando factores de crecimiento diferentes a los expresados cuando fueron sembrados en 

soportes con fibras de colágeno orientadas multidireccionalmente o al azar (73). Teniendo en 

cuenta estos resultados, en esta tesis doctoral se modificó el procedimiento de manufactura 

de los soportes unidireccionales elaborados por el grupo, para crear un soporte laminar de 

colágeno tipo I con dos zonas continuas, cada una con diferente orientación de poro 

(unidireccional, vs, multidireccional). Cuando el soporte bifásico obtenido se enrolla de la 

zona unidireccional a la multidireccional, se forma un conducto que en su interior contiene 

un relleno fibroso con canales paralelos orientados en una misma dirección, el cual, está 

cubierto por la zona multidireccional del soporte. Este diseño novedoso del soporte permite 

que el diámetro del conducto formado se pueda ajustar al diámetro de los muñones de los 

nervios seccionados, controlando el número de plegamientos que se hacen del soporte.  
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3. Pregunta de investigación 

 

¿Un soporte de colágeno tipo I con dos zonas continuas con diferente orientación de poro 

(unidireccional, multidireccional) al plegarse de la fase unidireccional a la multidireccional 

forma un conducto que promueve la regeneración del nervio ciático en lesiones de tamaño 

crítico en un modelo murino? 

4. Objetivo general 

 

Desarrollar y evaluar la biocompatibilidad de conductos bifásicos laminares de colágeno tipo 

I para usar en regeneración de nervio periférico. 

 

4.1.  Objetivos específicos 

 

• Elaborar conductos de colágeno tipo I con dos fases de diferente orientación de poro 

(unidireccional y multidireccional) y estructura tubular plegable.  

• Determinar las propiedades fisicoquímicas, microestructurales, mecánicas y biológicas 

de los conductos desarrollados. 

• Evaluar la biocompatibilidad de los conductos desarrollados como injerto de nervio 

periférico en un modelo murino de lesión critica de nervio ciático. 
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5. Metodología  

5.1. Métodos objetivo específico 1: Elaborar conductos de colágeno tipo I con dos fases 

de diferente orientación de poro (unidireccional y multidireccional) y estructura tubular 

plegable.  

 

Las variables que se tuvieron en cuenta en el diseño y elaboración de los soportes bifásicos 

laminares de colágeno tipo I fueron: concentración de colágeno tipo I, concentración de 

agente entrecruzante y método de congelamiento. A continuación, se describe la metodología 

realizada: 

5.1.1. Extracción y purificación de colágeno I. 

 

El protocolo empleado para la extracción y purificación de colágeno tipo I fue el establecido 

por el grupo de trabajo en ingeniería de tejidos de la Universidad Nacional de Colombia (74). 

El colágeno tipo I fue purificado a partir de fascia bovina proveniente de la planta de 

producción San Martin, Bogotá. Antes de su procesamiento la fascia bovina se limpió, se 

desinfectó con hipoclorito de sodio 2% y se conservó en etanol 70%. El tejido se fraccionó 

en piezas pequeñas que fueron colocadas en ácido acético 0.5 M por 24 h para obtener una 

dispersión que fue centrifugada (3000 g x 45 min) con el propósito de aislar el sobrenadante. 

Sobre el sobrenadante se adicionó NaOH 1M, se centrifugó y se tomó el precipitado de 

colágeno I resultante. Después de cuantificarlo gravimétricamente, se prepararon dos 

dispersiones de colágeno en ácido acético 0.05 N con las que se elaboraron los soportes 

bifásicos. La dispersión menos concentrada (5 mg/g) se utilizó para elaborar las zonas 

unidireccionales y la más concentrada (8 mg/g) para preparar las zonas multidireccionales de 

los soportes de colágeno I que se fabricaron.  

 

5.1.2. Preparación de las dispersiones de colágeno tipo I entrecruzadas con 

glutaraldehído 

 

Se prepararon seis dispersiones de cada una de las dos concentraciones evaluadas (5 mg/g y 

8 mg/g). Cada una de estas dispersiones fue entrecruzada con concentraciones ascendentes 
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(0%, 0.02%, 0.04%, 0.06%, 0.08% y 0.1% v/v) de glutaraldehído (GTA), homogenizada con 

un Ultra-turrax (Heidfold) a 10.000 rpm por 3 min, e incubada por 24 h a 37 ºC en un agitador 

orbital (Thermo Fisher, USA) a 120 rpm. Con las dispersiones entrecruzadas se elaboraron 

seis prototipos de soportes bifásicos que se denominaron de acuerdo con la concentración de 

entrecruzante empleada, como: NC (0%), P1 (0.02%), P2 (0.04%), P3 (0.06%), P4 (0.08%) 

y P5 (0.1%), (NC, P1-P5). La Tabla 2 muestra los prototipos de los soportes, así como, las 

concentraciones de las dispersiones de colágeno y de GTA utilizadas. 

 

Tabla 2. Concentraciones de colágeno y glutaraldehído empleadas para elaborar los 

prototipos de los soportes 

Prototipos Dispersión de colágeno 

para la zona unidireccional 

Dispersión de 

colágeno para la 

zona unidireccional 

Concentración 

de GTA 

NC 5 mg/g 8 mg/g 0% v/v 

P1 5 mg/g 8 mg/g 0.02% v/v 

P2 5 mg/g 8 mg/g 0.04% v/v 

P3 5 mg/g 8 mg/g 0.06% v/v 

P4 5 mg/g 8 mg/g 0.08% v/v 

P5 5 mg/g 8 mg/g 0.1% v/v 

 

5.1.3. Elaboración de los soportes laminares bifásicos  

 

Para la obtención de los soportes laminares bifásicos, las dispersiones de colágeno de 5 mg/g 

y 8 mg/g se congelaron diferencialmente y se liofilizaron. Seis moldes de teflón se adaptaron 

para contener dos pozos separados y continuos por molde. La superficie de uno de los pozos 

se cubrió con una lamina de un material conductor a la que se le dejó un extremo que salía 

del molde. En estos pozos se sirvieron las dispersiones de colágeno tipo I de 5 mg/g y el 

extremo libre de cada lámina conductora se sumergió en nitrógeno líquido (-196 °C). El 

sistema se mantuvo adiabático, con el fin de promover la formación unidireccional de 
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cristales de hielo del lado cercano al nitrógeno al lado contrario (74). Después de que cada 

dispersión de 5 mg/g se congeló con el gradiente de concentración generado a partir del 

nitrógeno, la separación empleada para formar los dos pozos dentro del molde se retiró y en 

el pozo vacío se sirvió la dispersión de 8 mg/g de colágeno I. El molde con las dos 

dispersiones (la congelada con el gradiente de temperatura generada por el nitrógeno y la 

recién servida) se mantuvo a -20 °C durante la noche; luego, se liofilizó durante 48 h para 

obtener un soporte de 10 cm2 con una zona con poros unidireccionales seguida por una zona 

con poros multidireccionales, los soportes obtenidos fueron esterilizados con oxido de 

etileno. La Figura 6 presenta un diagrama de los soportes bifásicos en los que se identifican 

las zonas con poros multidireccionales y unidireccionales. El diagrama también muestra el 

plegamiento de la zona unidireccional a la multidireccional que permitió obtener seis 

conductos con una matriz interna con canales unidireccionados y una envoltura externa con 

poros orientados multidireccionalmente.  

 

 

 

Figura 6. Diseño propuesto para la elaboración de un conducto bifásico laminar de colágeno tipo I. 

Esquema de la orientación de poro unidireccional, multidireccional y plegamiento del conducto desde 

la zona unidireccional hacia la zona multidireccional.  
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5.2. Métodos Objetivo Específico 2: Determinar las propiedades físicoquímicas, 

microestructurales, mecánicas y biológicas de los conductos desarrollados. 

 

Con el propósito de establecer el efecto de las variables de diseño (concentración de 

colágeno, direccionalidad de poro y concentración de agente entrecruzante) sobre las 

propiedades de los conductos, se realizó la caracterización de los soportes bifásicos (NC, P1-

P5) como se enuncia a continuación: 

 

-Caracterización microestructural: se evaluó la apariencia microestructural de los 

soportes, el tamaño de poro y la porosidad. 

-Caracterización fisicoquímica: se usó análisis FTIR para verificar el estado nativo del 

colágeno. Además, se estableció el porcentaje de entrecruzamiento, la concentración de 

GTA remanente, el porcentaje de degradación enzimática, el ángulo de contacto 

(humectabilidad), la capacidad de sorción de agua, el hinchamiento y el potencial Z. 

-Caracterización mecánica: se determinó el módulo elástico a través de ensayos 

mecánicos. 

-Evaluación biológica in vitro: se estudió la citotoxicidad, proliferación y diferenciación 

celular.  

 

5.2.1. Caracterización microestructural 

 

Esta caracterización se hizo porque el direccionamiento de las fibras de colágeno, el tamaño 

de poro y la porosidad influyen en el crecimiento, migración y alineación celular en los 

soportes, así como, en la difusión de moléculas a través del soporte (69).  

 

5.2.1.1. Microscopía de barrido ambiental (ESEM)  

 

Siguiendo metodología descrita (27), cualitativamente se evaluó el direccionamiento de las 

fibras y la interconectividad de los soportes laminares usando ESEM (Environmental 

Scanning Electron Microscopes) (Tescan Vega 3 SB, Czech Republic) en muestras sin 
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recubrimiento metálico, usando secciones transversales y longitudinales (8 mm [∅], 2 mm 

[H]) de los soportes en la zona unidireccional (U), multidireccional (M) y la interfase (I), 

lugar donde se encuentran las zonas U y M. Para este análisis, se tomaron fotografías a una 

magnificación de 45 X y 150 X en tres sitios al azar en cada zona (Figura 7). 

 

 

Figura 7. Secciones que fueron tomadas de cada fase del conducto laminar para el análisis 

microestructural.  

 

5.2.1.2. Tamaño de poro 

 

La determinación del tamaño de poro de cada una de las zonas de los soportes se hizo 

siguiendo metodología establecida (75). Se realizaron cortes transversales de 

aproximadamente 100 μm de grosor de muestras hidratadas con PBS (pH 7.4, 24 h) y 

desgasificadas de los soportes NC, P1-P5 en las zonas U (3 zonas evaluadas) y M (3 zonas 

evaluadas). Un total de 60 poros por cada zona fueron observados con un microscopio de luz 

invertido (Eclipse TS100, Nikon, Japan, magnificación de 40 x). Empleando el programa 

ImageJ 1.39u (Wayne Rasband National Institutes of Health, USA) se midieron y 

promediaron el eje mayor y menor de la elipse que mejor se ajustaba a las paredes de cada 

poro en imágenes digitales capturadas con el programa NIS-Elements AR-Ver 4.50 Nikon. 

Con los promedios obtenidos se calcularon los valores de tamaño de poro, empleando la 

siguiente ecuación:  
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𝑇𝑎𝑚𝑎ñ𝑜 𝑑𝑒 𝑝𝑜𝑟𝑜 = 1.5 𝑥 2𝑥√
𝑎2 + 𝑏2

2
 

 

Donde: a es el semieje mayor y b es el semieje menor de la elipse ajustada al poro (27). En 

todos los casos, los valores obtenidos se multiplicaron por 1.5 para tener en cuenta el efecto 

de los poros que no fueron seccionaron a través de su sección transversal máxima. 

 

5.2.1.3. Porosidad 

 

Para determinar la porosidad, se utilizó el método de desplazamiento de líquido (47). De cada 

una de las dos zonas (U, M) de los soportes (NC, P1-P5) secos se cortaron muestras de 2 cm2 

y se pesaron (W1). Los fragmentos se sumergieron en PBS (2 mL), se desgasificaron al vacío 

(10 min) y se incubaron (37 ºC, 24 h). Terminada la incubación, se removieron con una pinza 

estéril, se colocaron en un papel de filtro para eliminar el exceso de PBS y se pesaron (W2). 

La muestra analizada se colocó en un picnómetro vacío seco de peso conocido (W3), el 

picnómetro se llenó con PBS hasta completar el aforo (25 mL) y se pesó (W4). Los ensayos 

se repitieron cinco veces. La porosidad total se midió utilizando los pesos antes mencionados 

(W1, W2, W3 y W4) y la densidad (r) del PBS (1.023 g/mL), de acuerdo con la siguiente 

ecuación:  

  

𝑃(%) = 1 − (
𝜌 soporte húmedo

𝜌 fibras de colágeno
) 𝑥100 
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5.2.2. Propiedades fisicoquímicas  

 

5.2.2.1. Espectrometría de infrarrojo por transformada de fourier 

 

El análisis FTIR permite establecer el estado del colágeno luego de la manufactura del 

soporte. El colágeno nativo se caracteriza por la presencia de bandas de absorción en 

longitudes de onda específicas en el enlace vibracional de los grupo amida del colágeno (76, 

77). Cada muestra seca (2 mg) de las zonas U y M de los soportes (NC, P1-P5) se mezcló 

con KBr (200 mg) y se comprimió para obtener un sedimento. El sistema se purgó con aire 

seco (1 h) para eliminar el vapor de agua del compartimento de la muestra. Los espectros se 

obtuvieron utilizando un espectrofotómetro FT / IR-4200 (Jasco, Alemania), en un rango de 

4000–500 cm-1 con una resolución de 8 cm-1 y 150 exploraciones/muestra. El colágeno usado 

para fabricar los soportes se utilizó como control del colágeno en estado nativo y se empleó 

gelatina como control del colágeno hidrolizado. Los análisis se hicieron por triplicado.  

 

5.2.2.2. Porcentaje de entrecruzamiento en la dispersión de colágeno 

 

El porcentaje de entrecruzamiento (E%) se relaciona con la velocidad de degradación del 

conducto y da una idea aproximada de su biodegradabilidad in vivo (69). Para su 

determinación indirecta, se empleó el reactivo nihidrina con el fin de determinar la cantidad 

de grupos amino libres de cada soporte de colágeno entrecruzado respecto a los soportes de 

colágeno no entrecruzados. Lo anterior, es posible debido a que la nihidrina forma bases de 

Schiff con los grupos amino libres del colágeno (27). La mezcla de reacción fue elaborada 

con las soluciones A y B preparadas como se describe a continuación: 

 

- Solución A: 4.2 g de ácido cítrico y 1.6 g de NaOH disueltos en 100 mL de agua tipo I. 

- Solución B: 4 g de ninhidrina disueltos en 100 mL de etilenglicol. 

Para cuantificar el porcentaje de entrecruzamiento se tomaron muestras de las zonas U y M 

(1 cm2) de los soportes, se pesaron (Wm), se incubaron con 500 uL de la mezcla de reacción 

y se calentó a 100 °C por 30 min. Después de que la mezcla se enfrió a temperatura ambiente, 
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se diluyó con 1mL de isopropanol 50% y se midió la absorbancia de la solución resultante 

con un lector de placas (TRIAD Multimode Detector, Dynex, USA) a 560nm. Para calcular 

el porcentaje de entrecruzamiento se aplicó la siguiente fórmula: 

𝐸(%) = 100𝑥(1 −
(

𝐴𝑚
𝑊𝑚)

(
𝐴𝑐
𝑊𝑐)

) 

Am = Absorbancia de la muestra (soportes P1-P5); Wm = Peso de la muestra (soportes P1-

P5); Ac = Absorbancia del control (soporte no entrecruzado, NC) y Wc = Peso del control 

(soporte no entrecruzado, NC).  

 

El porcentaje de grupos amino entrecruzados se calculó como la relación entre la absorbancia 

de los soportes P1-P5 y la de los soportes NC (soportes no entrecruzados), considerando los 

grupos amino libres de los soportes NC como 100%. Estos análisis se hicieron por triplicado. 

 

5.2.2.3. Determinación de la concentración de glutaraldehído remanente 

 

El glutaraldehído (GTA) es un agente químico entrecruzante usado frecuentemente porque 

puede reaccionar con grupos funcionales de proteínas. Aunque se ha reportado su efecto 

citotóxico, el entrecruzamiento del colágeno I con esta molécula mejora las propiedades 

mecánicas de los soportes que lo contienen (78). En este trabajo los soportes se entrecruzaron 

con GTA, por eso, fue necesario evaluar su contenido de glutaraldehído residual. Para este 

análisis, se tomaron muestras (1 cm2) de las zonas U y M de los soportes entrecruzados (P1-

P5) y se incubaron (12 h, 60 ◦C) con 1 mL de una solución de NaOH 1 M, glicina 0.1 M y 

Na2SO3 0.1 M con el fin de promover una reacción colorimétrica no reversible entre el 

bisulfito de sodio y el glutraraldehído (79). Después de centrifugar (400 × g durante 5 min) 

las muestras, se colocaron 100 μL del sobrenadante de cada reacción en pozos individuales 

de un plato de cultivo de 96 pozos. La absorbancia se leyó con un espectrofotómetro (TRIAD 

Multimode Detector, Dynex, USA) usando una longitud de onda de 238 nm. Los datos 

obtenidos se interpolaron en una curva de calibración realizada previamente con 
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concentraciones conocidas de glutaraldehído. Los análisis fueron llevados a cabo por 

triplicado. 

 

5.2.2.4. Degradación enzimática de los soportes 

Los dispositivos que van a ser injertados deben ser biodegradables para que no induzcan 

reacción a cuerpo extraño y para que puedan ser recambiados por nuevo tejido en la medida 

en que se degradan (71, 80). Por eso, en esta tesis se determinó el tiempo requerido por la 

enzima colagenasa tipo I para digerir totalmente los soportes, entrecruzados o no, de colágeno 

I. Para este ensayo se tomaron muestras (8 mm [∅], 2 mm [H]) de las zonas U y M de todos 

los soportes, se pesaron (Wi), cada una de ellas se colocó en un tubo y se incubó por 24 h, 3, 

15 y 30 días con colagenasa tipo I (1mL, 250UI/mL, Sigma, USA) en PBS 1x (pH 7,4; 37°C; 

80 rpm en un agitador orbital). La enzima se cambió cada 5 días durante el tiempo que duró 

el ensayo. En cada tiempo se tomó un tubo, se centrifugó (400 × g, 5 min), el sobrenadante 

se descartó, el soporte remanente se liofilizó (24 h) y se pesó (Wf). Para el cálculo final se 

promediaron los pesos obtenidos en tres ensayos diferentes; la determinación del porcentaje 

de degradación se hizo mediante la siguiente ecuación:  

𝐷(%) = 1 − (
𝑊𝑓

𝑊𝑖
) 𝑥100 

 

5.2.2.5. Ángulo de contacto 

  

El ángulo de contacto es un parámetro que permite determinar las propiedades de 

humectación de una superficie sólida, al evaluar la tendencia de un líquido a extenderse sobre 

un sustrato sólido plano, químicamente inerte y no reactivo. Es una medida indirecta 

predictiva de la hidrofilicidad, adherencia celular y capacidad de adsorción de proteínas de 

un biomaterial (81). El propósito final de este trabajo fue elaborar un conducto biodegradable, 

de diámetro ajustable, que guiara la regeneración del nervio ciático en un modelo murino de 
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lesión de nervio ciático. Por eso, se determinó el ángulo de contacto de los soportes bifásicos 

usados para la manufactura de los seis prototipos de conductos obtenidos, empleando el 

método de la burbuja captiva (82). Para esto, se tomaron muestras (1 cm2) de las zonas U y 

M de los soportes y se colocaron en medio DMEM suplementado (24 h, temperatura 

ambiente) para permitir su hidratación. Cada una de las muestras hidratadas se colocó en la 

tapa del goniómetro empleado (Contact Angle Goniometer, Ram ́e- hart Instrument Co., NJ, 

USA) y se sumergió en DMEM. Luego, se inyectó aire (6 μL) debajo de la superficie de la 

muestra con el fin de formar una burbuja. Durante 120 s se capturaron 200 imágenes digitales 

de la burbuja formada en contacto con el soporte y se analizaron. Estos experimentos se 

hicieron por triplicado. La Figura 8 muestra imágenes representativas de las burbujas y 

ángulos formados durante el análisis de las zonas U y M de los soportes.  

 

 
  

Figura 8. Método de la burbuja captiva para determinar el ángulo de contacto. La figura muestra 

imágenes representativas de las burbujas formadas por las zonas (A) unidireccional y (B) 

multidireccional de los soportes. En color naranja se representan los ángulos medidos. 

 

 

5.2.2.6. Capacidad de sorción de líquidos e hinchamiento 

La capacidad de sorción de líquidos (LSC) es una variable fisicoquímica que se debe evaluar 

durante la caracterización de dispositivos médicos que estarán en contacto con fluidos 

biológicos. En esta tesis, la capacidad de sorción de líquido de los soportes se determinó 

gravimétricamente. De las zonas U y M de los soportes (NC, P1-P5) se tomaron muestras (2 

cm2), se pesaron (Wi) y se sumergieron en PBS 0.1M (pH 7.4) durante 24 h a 37 ◦C. Luego, 
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las muestras se retiraron con pinzas y se colocaron en una toalla de papel Whatman para 

remover el exceso de PBS y se pesaron (Wf). La capacidad de sorción fue calculada usando 

la siguiente ecuación:  

 

𝐿𝑆𝐶(%) =
(𝑊𝑓 − 𝑊𝑖)

𝑊𝑖
𝑥100 

Para evaluar el hinchamiento de los soportes (S%), se usaron las mismas muestras empleadas 

para los ensayos de sorción de líquido, midiendo el volumen de los soportes secos (Vd) y 

después de sumergirlos en PBS (Vw). Las mediciones se realizaron con un calibrador digital 

(Mitutoyo, Aurora, IL, USA), el porcentaje de hinchamiento se determinó con la siguiente 

ecuación:  

𝑆(%) = (
𝑉𝑤

𝑉𝑑
) 𝑥100 

Los experimentos para determinar los valores de sorción de líquidos e hinchamiento de las 

zonas U y M de los soportes P1-P5 se repitieron cinco veces. 

5.2.2.7. Potencial Z  

El potencial de superficie eléctrica es un parámetro fisicoquímico que impacta en la 

adherencia, proliferación y diferenciación de células en contacto con biomateriales, así como 

la adsorción y plegamiento de proteínas (83). Para la determinación del potencial Z de las 

zonas U y M de los soportes (NC, P1-P5), muestras de 0.2g de cada soporte se colocaron en 

2 mL de PBS (20 mM, pH 7.4, 12 h) y se homogenizaron (3000 rpm por 10 min) con un 

ultra-turrax (IKA 3737001 T10 basic, Cole-Palmer, UK9). Por cada zona de los soportes se 

realizaron cinco lecturas (100 corridas cada una) a 25 ◦C empleando un Zetasizer Nano ZS 

(Malvern In- struments, UK). 
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5.2.3. Propiedades mecánicas  

 

5.2.3.1. Ensayo de tracción 

El conducto nervioso debe resistir la fuerza de tensión a la que se somete el nervio en que se 

va a injertar, por eso, es importante evaluar este parámetro. Para el ensayo de tracción con 

los soportes se hicieron 6 conductos que también se denominaron NC, P1, P2, P3, P4 y P5. 

Para elaborar los conductos, los soportes (4cm2) se sumergieron en medio de cultivo 

(DMEM) durante 24 h y se plegaron desde la zona unidireccional a la multidireccional. Cada 

zona tenía la misma área.  

 

Los ensayos de tracción de los conductos se realizaron con un equipo Magnetic Micro 

Testing System (MMT, Shimadzu), provisto con una celda de carga de 101 N, a una 

velocidad de 1.0 mm/min, aplicando la carga en la dirección de las fibras unidireccionales. 

El módulo de Young de los conductos se calculó a partir de la pendiente de las curvas de 

tensión-deformación. Se realizaron tres mediciones por cada muestra. 

 

5.2.4. Propiedades biológicas  

 

5.2.4.1. Aislamiento, purificación y caracterización de células de Schwann  

 

Las células de Schwann se aislaron de nervio ciático de ratón neonato, siguiendo protocolos 

descritos (84). Los nervios ciáticos de 12 ratones ICR de 2-5 días de nacidos se diseccionaron 

y limpiaron eliminando tejido adyacente, con la ayuda de un estereoscopio. La Figura 9, 

muestra una imagen representativa de los nervios ciáticos disectados.  

 

Para aislar las células, los nervios limpios se incubaron (40 min a 37 ◦C) con una mezcla de 

tripsina (0.25% w/v) y colagenasa tipo I (0.1% w/v) en DMEM sin suero fetal bovino (SFB). 

La digestión enzimática se detuvo adicionando 40% de SFB en solución balanceada de 

Hank’s, la suspensión resultante se centrifugó (400 ×g, 10 min) y el pellet celular se 
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resuspendió en DMEM suplementado con SFB (10% v/v), penicilina (100 IU/mL), 

estreptomicina (100 μg/mL) y anfotericina B (0.5 μg/mL) (Thermo Fisher Scientific, 

Waltham, MA, USA). Después de evaluar la viabilidad celular con una tinción vital (azul de 

tripano), se colocaron alícuotas de la suspensión celular en placas de cultivo (35 mm 

diámetro) pre-cubiertas con poly-L lisina y se incubó (5% CO2, 37 ◦C, 24 h). A las 24 h el 

medio se remplazó con DMEM suplementado con citosina-β-arabinofuranosido (10 μM), los 

cultivos se volvieron a  incubar por 48 h y el medio se reemplazó con DMEM suplementado 

con heregulina β1 (10 nM) and forskolina (2 μM) (Sigma-Aldrich Chemical Co, St. Louis, 

MO, USA) (84).  

 

Los fibroblastos contaminantes fueron eliminados por lisis mediada por complemento, 

siguiendo procedimientos descritos (60). Brevemente, las células se desprendieron 

mecánicamente con un rastrillo, se centrifugaron (400 ×g, 10 min), se resuspendieron en 60 

μL de una solución de anticuerpo IgG anti- mouse Thy 1.2 (BioLegend, San Diego, CA, 

USA) e incubaron por 30 min a 37 ◦C. Luego, se adicionó el complemento de ratón y se 

incubó por 60 min a la misma temperatura, se lavó tres veces con PBS y se centrifugó. El 

pellet celular se resuspendió y las células se sembraron en DMEM suplementado con medio 

de inducción de células de Schwann (PDGF-AA (5ng/mL), bFGF (10 ng/mL), heregulina-

β1 (10 nM) y forskolina (2 μM)) (Sigma-Aldrich Chemical Co, St. Louis, MO, USA). 

Cuando las células aisladas alcanzaron 80% de confluencia se caracterizaron para comprobar 

su identidad.  
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Figura 9. Nervio ciático empleado como fuente de células de Schwann. Se muestra una imagen 

representativa de un nervio ciático extraído de un ratón neonato. 

 

 

Se empleo microscopía de fluorescencia para evaluar a las células de Schwann aisladas del 

nervio ciático de ratón neonato. El cultivo obtenido se digirió enzimáticamente con tripsina 

0.25%-EDTA 0.025% en PBS por 3 min a 37°C y la suspensión celular resultante se 

centrifugó y lavó con DMEM suplementado. El pellet celular resultante se resuspendió en 

medio de cultivo, las células se sembraron en láminas (Nunc™ Lab-Tek™ II Chamber 

Slide™) y se dejaron adherir a la superficie de cultivo. Luego, se lavaron con solución salina 

balanceada de Hank´s (Gibco), se fijaron con 4% vol/vol de paraformaldehído por 20 min, 

se lavaron 3 veces con PBS y se permeabilizaron por 20 min con Tritón X100 (0.1% v/v). 

Después de lavarlas nuevamente 3 veces con PBS, se incubaron con albúmina sérica bovina 

(BSA 7.5% w/v) por 60 min a temperatura ambiente, se lavaron con BSA 1% (w/v) y se 

incubaron con el anticuerpo primario rabbit polyclonal IgG antibody S100b (Thermo Fisher 

Scientific, Waltham, MA, USA), diluido (1:50) en BSA (1% w/v) a 4 °C durante toda la 

noche. Finalmente, las muestras se volvieron a lavar 3 veces con PBS por 5 min, se incubaron 

con el anticuerpo secundario goat anti-rabbit IgG H&L (FITC) (Thermo Fisher Scientific, 

Waltham, MA, USA), diluido (1:100) en BSA (1% w/v) a temperatura ambiente por 1 h y se 

lavaron 3 veces con PBS. Para estos experimentos se emplearon células S100b positivas de 

5to o 6to pasaje. 
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5.2.4.2. Aislamiento, purificación y caracterización de células madre 

mesenquimales de tejido adiposo humano (hASC) 

Las células madre derivadas de tejido adiposo humano (hASC) se aislaron de una muestra de 

lipoaspirado obtenida con consentimiento informado de una donante joven sana. El protocolo 

fue aprobado por el Comité de Ética de la Facultad de Ciencias de la Universidad Nacional 

de Colombia (Ley 07-2015).  Para establecer el cultivo primario se modificó un protocolo 

descrito (85). El lipoaspirado (3 g) se incubó (1 h, 37 ◦C) con 10 mL de colagenasa tipo I (2 

mg/mL) en DMEM libre de suero. Después de la digestión, se añadió DMEM suplementado 

con SFB (10% v/v), y la muestra se pasó por un filtro de 70 µm. La suspensión resultante se 

centrifugó (300 g, 10 min) y el sedimento con las células (5 × 103 células/cm2) se colocó en 

DMEM suplementado con SFB (10% v/v), penicilina (100 UI/mL), estreptomicina (100 

μg/mL) y anfotericina B (0.5 μg/ mL). Los cultivos se incubaron (5% CO2, 37 ◦C) cambiando 

medio cada tres días, hasta que las células alcanzaron una confluencia aproximada del 80%. 

En ese momento, las células se desprendieron de la superficie del plato de cultivo (tripsina 

0.25%-EDTA 0.025% en PBS), se lavaron, centrifugaron (300 x g, 10 min) y sembraron en 

el mismo medio de cultivo. Para ampliar la población celular los cultivos se subcultivaron 

tres veces usando las mismas condiciones. 

 

Siguiendo los lineamientos de la Sociedad Internacional de Terapia Celular (ISCT), a las 

células aisladas del tejido adiposo humano se les evaluó su morfología celular, adherencia al 

plástico, expresión de marcadores y capacidad de diferenciación. Las características 

morfológicas y la adhesión de las células a la superficie de cultivo se analizaron con un 

microscopio invertido. Los marcadores expresados en membrana se evaluaron mediante 

citometría de flujo, como se describe a continuación. Luego de digerir enzimáticamente 

(tripsina 0.25%-EDTA 0.025% en PBS) cultivos de tercer pasaje, se colectaron células (5 × 

104 células/mL) y se incubaron (30 min, 4 ◦C en la oscuridad) con los siguientes anticuerpos: 

PerCP/Cy5.5 anti-CD105 humano, FITC anti-CD90 humano, PE anti-CD73 humano, PE / 

Cy7 anti-CD45 humano, APC anti-CD34 humano. Finalizada la incubación, las células se 

lavaron tres veces con PBS y se analizaron con un citómetro de flujo FACScantoII BD, 
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registrando 20.000 eventos por muestra. En la determinación de la capacidad de 

diferenciación se utilizaron kits StemProTM (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA) 

para diferenciación adipogénica, condrogénica y osteogénica siguiendo las especificaciones 

del fabricante. Las tinciones confirmatorias de diferenciación empleadas en estos ensayos 

fueron aceite rojo (7 y 14 días de cultivo); azul de alciano (14 días de cultivo); fosfatasa 

alcalina (7 días de cultivo) y rojo de alizarina S (21 días de cultivo). 

 

5.2.4.4. Citocompatibilidad de los soportes  

 

La citocompatiblidad de las zonas U y M de todos los soportes fue evaluada con células de 

Schwann de la línea celular RSC96 (ATCC® CRL2765TM), células de Schwann primarias 

aisladas de nervio ciático de ratones neonatos y células madre de tejido adiposo (hASC). Los 

tres análisis llevados a cabo fueron: citotoxicidad, proliferación y diferenciación celular.  

 

5.2.4.4.1. Citotoxicidad celular 

Para este ensayo se usaron células de Schwann de la línea celular RSC96 (ATCC® 

CRL2765TM) y células de Schwann primarias. Siguiendo la norma ISO 10993-5 (86), las 

células se sembraron en placas de 96 pozos (1x104 células/100 μL de medio DMEM 

suplementado) y se incubaron (37 ◦C, 5% CO2, 24 h). Posteriormente, el medio de cultivo se 

reemplazo con medio de extracción (DMEM preincubado durante 24 h con 1 cm2 de cada 

soporte) y los cultivos se incubaron (37 ◦C, 5% CO2) durante 24 h. Después de retirar el 

medio de extracción se agregaron 50 μL de MTT (1 mg/mL) en cada cultivo, se incubó por 

2 h (37 ◦C, 5% CO2), se retiró el MTT, se añadió dimetil sulfóxido DMSO (100 μL) y se 

midió la absorbancia con un lector de placas (TRIAD Multimode Detector, Dynex, USA) a 

una longitud de onda de 570 nm. Como controles positivos y negativos de citotoxicidad se 

usaron DMEM estéril suplementado con DMSO al 25% y DMEM incubado con 0.2 g/mL 

de silicona, respectivamente. Los ensayos se llevaron a cabo por triplicado. 
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5.2.4.4.2. Proliferación celular  

 

-Proliferación de células de Schwann primarias 

 

Debido al interés de comprobar que las células de Schwann obtenidas en este trabajo se 

adhieren y alinean con las fibras unidireccionales de la zona U de los soportes, en este análisis 

solamente se incluyeron muestras (8 mm diámetro) provenientes de esta zona de todos los 

soportes. Las muestras de las zonas U de los soportes se sembraron con células de Schwann 

(2×105/cm2) y se incubaron (5% CO2, 37 ◦C) durante 24 h, 7 y 14 días con DMEM 

suplementado con SFB 10% (v/v), antibiótico-antimicótico, solución de vitamina MEM, 

solución de piruvato de sodio, heregulina-β1 (10 nM) y forskolina (2 µM), cambiando el 

medio cada tres días. En cada uno de los tiempos de análisis el medio de cultivo se reemplazó 

por medio de cultivo que contenía MTT (1 mg/mL) y se incubó por 3 h con agitación 

constante (80 rpm). El formazán producido se solubilizó con 1mL de dimetil sulfóxido 

(DMSO) y la absorbancia de las muestras se midió a una longitud de onda de 570 nm (TRIAD 

Multimode Detector, Dynex, USA). Los valores de absorbancia se interpolaron en una curva 

patrón obtenida a partir de un número de células de Schwann conocidas. La distribución 

celular y orientación de las células en los soportes se evaluó cualitativamente en el día 14 

con un trazador celular (VybrantTM CFDA SE, Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, 

USA), siguiendo las especificaciones del fabricante. Los ensayos fueron realizados por 

triplicado. 

 

-Proliferación y diferenciación de células hASC 

 

Para estudiar la proliferación y diferenciación de células hASC se escogió uno de los cinco 

soportes elaborados, el soporte P3. Esta selección se hizo teniendo en cuenta los resultados 

de las pruebas mecánicas y los ensayos de citotoxicidad y de proliferación de las células 

primarias de Schwann. En muestras (8 mm [∅], 2 mm [H]) de la zona U de soportes P3 se 

sembraron 2 x 104 hASC. Después de la siembra, las muestras se dividieron en un grupo 

control y un grupo incubado con medio de inducción de células de Schwann. El grupo control 
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se incubó (5% CO2, 37 ◦C) con DMEM suplementado con SFB 10% durante 14 días 

cambiando medio cada tercer día. El grupo tratado se incubó (5% CO2, 37 ◦C) con DMEM 

suplementado con β-mercaptoetanol 1 mM (medio de preinducción de células de Schwann) 

durante 24 h; luego de retirar el medio, las células se lavaron con PBS y se incubaron (5% 

CO2, 37 ◦C) con medio de inducción de células de Schwann (87). El medio de inducción se 

cambió cada tres días y la proliferación se evaluó a los 1, 7 y 14 días (Vybrant® MTT cell 

proliferation kit, ThermoFisher Scientific) Los ensayos se realizaron por triplicado. 

 

5.2.4.4.3. Evaluación inmunohistoquímica de soportes sembrados con células de 

Schwann 

 

Muestras representativas de los soportes sembrados con células de Schwann primarias 

(2×105/ cm2) e incubados durante 14 días se fijaron con paraformaldehído al 4% (pH 7.4; 4 

◦ C; 24 h), se lavaron con PBS, se deshidrataron y embebieron en parafina. Los bloques se 

seccionaron (6 μm), se desparafinaron (60 ◦C) y se rehidrataron. La recuperación antigénica 

se realizó utilizando una solución desenmascaradora de antígeno durante 30 min. Las 

muestras se incubaron individualmente con anticuerpo rabbit polyclonal IgG antibody S100b 

(1:50) (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA) y rabbit polyclonal IgG antibody 

p75NTR (1: 250) (BioLegend, San Diego, CA, USA) durante 1h a temperatura ambiente. 

Posteriormente, se lavaron tres veces y se procesaron (Vectastain® ABC Kit peroxidasa, 

Rabbit IgG, Vector Laboratories Inc, Burlingame, CA, USA) siguiendo las indicaciones del 

fabricante. Los antígenos se detectaron usando el sustrato diaminobencidina (DAB) (Vector 

Laboratories Inc, Burlingame, CA, USA) y las muestras se tiñeron con hematoxilina. Las 

láminas se observaron en un microscopio óptico (Nikon ECLIPSE 55i, Nikon, Tokio, Japón). 
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5.2.4.4.4. Evaluación por inmunofluorescencia de los soportes sembrados con 

células hASC 

 

Los cultivos de hASC en los soportes P3 cultivados sin o con medio de inducción - descritos 

en 5.2.4.42 - se evaluaron para determinar su diferenciación a células similares a Schwann 

siguiendo metodología descrita (88). En el día 14 de cultivo los soportes P3 cultivados con 

las células se fijaron con paraformadehido 4% por 24 h, se lavaron tres veces con PBS y se 

permeabilizaron con 0.1% de tritón X-100 en PBS por 20 min. Después de lavar nuevamente 

con PBS, las muestras se bloquearon con 1% BSA en PBS 1x por 60 min, se lavaron tres 

veces y se incubaron con rabbit polyclonal IgG antibody S100b (1:50) en 0.2% de BSA (toda 

la noche, 4ºC). Al siguiente día, las muestras se lavaron tres veces con PBS, se incubaron (60 

min) con Goat anti-Rabbit IgG (H+L) Cross-Adsorbed Secondary Antibody, Texas Red 

(4ug/mL), se lavaron tres veces con PBS y se incubaron con DAPI (3uM) (4’,6-diamidino-

2-phenylindole) para teñir los núcleos celulares. Después de lavar tres veces con PBS, los 

soportes fueron observados con un microscopio invertido (Eclipse TS100, Nikon, Tokio, 

Japón).  

 

5.3. Metodología objetivo 3: Evaluar la biocompatibilidad de los conductos desarrollados 

como injerto de nervio periférico en un modelo murino de lesión critica de nervio ciático. 

 

5.3.1. Diseño experimental animal 

 

El propósito del estudio preclínico fue determinar si los conductos desarrollados promovían 

la regeneración de nervio ciático. El número de animales se estableció teniendo en cuenta las 

3R´s (reducción, refinamiento y reemplazo) y el mínimo necesario de ejemplares para que 

los resultados fueran fiables y significativos para las pruebas de eficacia y seguridad de 

dispositivos de esta naturaleza. Los animales utilizados fueron manipulados siguiendo las 

directrices ARRIVE del Centro Nacional para el Reemplazo, Refinamiento y Reducción de 

Animales en Investigación (89). El protocolo fue aprobado por el Comité de Ética de la 
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Facultad de Ciencias de la Universidad Nacional de Colombia (Ley 07-2015). Todos los 

procedimientos quirúrgicos fueron realizados por un cirujano plástico, el seguimiento clínico 

y sacrificio de los animales se realizó con apoyo de médicos veterinarios. En este 

experimento solamente se evaluaron conductos elaborados con los soportes P3. 

 

-Técnica quirúrgica 

 

Veintiuna ratas macho Wistar adultas (12 semanas; 250g-300 g) se dividieron en 3 grupos de 

7 individuos cada uno. Cada animal se anestesió (inyección peritoneal de ketamina, 70 mg / 

kg; xilazina, 10 mg / kg) y al azar se eligió un muslo, se afeitó y se limpió con etanol (70%). 

Bajo magnificación se hizo una incisión cutánea sin afectar los músculos y mediante 

maniobras de divulsión en sentido de las fibras musculares se separaron cuidadosamente los 

tejidos conectivos adyacentes para individualizar el nervio ciático sin comprometer su 

irrigación sanguínea. Después de expuesto, el nervio ciático se seccionó para extraer un 

segmento de 10 mm (cada segmento de nervio para la resección fue medido con un molde de 

10 mm para evitar errores de medición entre grupos). Una vez creado el defecto, se hicieron 

los siguientes tratamientos quirúrgicos:  

 

Tratamiento I: El segmento de nervio ciático fue reemplazado por el conducto elaborado 

enrollando el soporte P3 prehumedecido durante 15 min con PBS.  

Tratamiento II: El segmento del nervio ciático fue cortado e invertido y reimplantado 

(autoinjerto).  

Tratamiento III: El nervio ciático lesionado se dejó sanar por segunda intención, 

permitiendo la retracción natural del nervio después de realizar el corte y resección del 

fragmento nervioso.  

 

En los tratamientos I y II, los muñones distal y proximal y el conducto fueron posicionados 

realizando una neurorrafia con adhesivo de fibrina (Tissel, Baxter) y con dos puntos de sutura 

epineural de punta redonda (ethilon 9-0). Posteriormente, en todos los grupos experimentales 
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se procedió al cierre de la herida quirúrgica aproximando los bordes musculares y suturando 

la piel con PGA reabsorbible 3.0. (Figura 10).  

 

-Postquirúrgico 

 

Los animales se mantuvieron en jaulas individuales con calefacción, alimento y agua ad 

libitum hasta la recuperación completa de la anestesia. Para controlar el dolor, se inyectó 

tramadol (5 mg/g) por vía subcutánea durante las primeras 24 h. Durante el tiempo de 

recuperación y el seguimiento clínico se verificó que la herida no presentara dehiscencia o 

infección. La evaluación del dolor, el estrés y disconfort producidos por el procedimiento 

quirúrgico se hizo siguiendo guías publicadas (90). También se evaluaron  los signos 

descritos en la Guía del Consejo Nacional de Investigación para el Cuidado y Uso de 

Animales de Laboratorio (91). El seguimiento clínico fue realizado por médicos veterinarios. 

Doce semanas después de la cirugía los animales fueron sacrificados. 
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Figura 10. Experimento animal. A. Diagrama representativo de la organización de los grupos 

experimentales y tratamientos realizados. B. Imagen frontal del conducto P3 injertado (grupo I). C. 

Imagen lateral del injerto del conducto P3 que muestra el punto de sutura simple entre el conducto y 

el muñón nervioso. D. Imagen del autoinjerto (grupo II) que destaca los puntos de sutura (flechas 

blancas). E. Imagen del fragmento nervioso resecado (grupo III).  
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5.3.2. Evaluación de la función motora del tejido nervioso reparado 

 

La función motora se evaluó a través del ensayo de patrón de marcha en las semanas 4, 8 y 

12 para calcular el índice funcional ciático (SFI). Las extremidades inferiores injertadas (E, 

experimento) y del lado contralateral no tratado (N, normales) de cada animal fueron 

sumergidas en tinta negra no tóxica, luego, las ratas fueron colocadas en una pista para 

caminar y las huellas fueron registradas en papel realizando dos lecturas por cada animal. El 

registro de las huellas fue digitalizado y la imagen digital se midió usando el programa 

ImageJ. Se midieron las distancias entre el talón y la punta del tercer dedo (longitud de 

impresión (PL, Print Length)), primero y quinto dedo (extensión del dedo del pie (TS, Toe 

Spread)), y cuarto al segundo dedo (extensión del dedo intermedio (ITS, Intermediary Toe 

Spread)). El SFI se calculó de acuerdo con la siguiente ecuación (92):  

−38.3 (
𝐸𝑃𝐿 − 𝑁𝑃𝐿

𝑁𝑃𝐿
) + 109.5 (

𝐸𝑇𝑆 − 𝑁𝑇𝑆

𝑁𝑇𝑆
) + 13.3 (

𝐸𝐼𝑇𝑆 − 𝑁𝐼𝑇𝑆

𝑁𝐼𝑇𝑆
) − 8.8 

El SFI es 0 para los animales no lesionados y -100 después de la sección completa del nervio 

ciático. 

 

5.3.3. Evaluación de los nervios regenerados 

 

Una vez sacrificados los animales, se realizaron los siguientes análisis: relación de masa 

muscular, evaluación histológica cualitativa del músculo gastrocnemio, densidad axonal, 

diámetro y grosor de la vaina de mielina:  

 

5.3.3.1. Relación de masa muscular y evaluación histológica del músculo 

 

En todos los grupos se diseccionó el músculo gastrocnemio para evaluar la relación de la 

masa muscular del lado lesionado (Wi) y del lado contralateral sano (Wh). Los músculos 

gastrocnemio diseccionados se fijaron con paraformaldehído (4%, 24 h) y después de 
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eliminar el exceso de paraformaldehído con papel Whatman®, se pesaron para determinar la 

relación Wi / Wh (93).  

 

Para la evaluación histológica de la atrofia muscular, se cortaron fragmentos del músculo 

gastrocnemio (5-8 mm), se deshidrataron usando concentraciones ascendentes de etanol 

(20%- 100%) y xileno. Las muestras se incluyeron en parafina y los bloques se procesaron 

con un micrótomo para obtener cortes transversales (5 μm). Luego de desparafinar con calor, 

xileno y concentraciones descendentes de etanol las láminas se tiñeron con Tricrómico de 

Masson. Las secciones se observaron bajo el microscopio óptico (Olympus BX51). 

 

5.3.3.2. Análisis histomorfométrico de los nervios (densidad axonal, diámetro y 

espesor de la vaina de mielina) 

 

Para el análisis histomorfométrico, los nervios se fijaron con glutaraldehído (4%, 24 h) y las 

áreas del nervio cercanas al sitio de coaptación distal se cortaron transversalmente en 

secciones delgadas (1mm). El nervio contralateral no lesionado sirvió como control del 

nervio normal. Las secciones se fijaron con tetróxido de osmio (1%, 2 h), se deshidrataron, 

se embebieron en resina Epon y los bloques se procesaron para obtener secciones semi-finas 

de 1 μm de espesor que se tiñeron con azul de toluidina al 1% (94). Las imágenes se 

capturaron en una magnificación de 100 x, se digitalizaron y analizaron con el programa 

ImageJ evaluado en cada grupo la densidad axonal, el diámetro de los axones y el grosor de 

la vaina de mielina. En cada muestra evaluada, se hicieron 3 cortes de la zona distal del nervio 

y en cada uno de ellos se contaron y midieron el total de axones/mm2 presentes en todo el 

campo visual. El conteo se realizó por triplicado (Figura 11).  

 

Adicionalmente, los nervios elegidos al azar de cada grupo se fijaron con paraformaldehído 

(4%), se lavaron, se incrustaron en CryomatrixTM Thermo Fisher Scientific (Waltham, MA, 

USA), se congelaron y se cortaron longitudinalmente (5 µm) con un criostato. Las muestras 

se observaron con microscopía de fluorescencia (100 x) (Olympus BX51) a una longitud de 
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onda de 495 nm para visualizar la disposición longitudinal de las fibras de los axones 

reparados. 

 

 

Figura 11. Análisis histomorfométrico. La imagen presenta un corte de la zona distal del nervio 

ciático después de 12 semanas de realizada la cirugía. Se muestran los axones numerados que se 

contaron con el programa ImageJ. 

 

5.3.4. Consideraciones éticas del manejo animal y residuos biológicos 

 

En el planteamiento de este proyecto se minimizó al máximo el número de animales que se 

usaron como fuente de las células de Schwann y en el experimento animal. Para la obtención 

de las células de Schwann, se emplearon 2 camadas de 6 ratones ICR de 2 a 5 días de edad 

según lo descrito en los protocolos establecidos en capítulo 5 ¨Primary Schwann Cell 

Cultures¨ del libro ¨Protocols for Neural Cell Culture¨(60). El sacrificio de los animales para 

este estudio fue realizado por médicos veterinarios siguiendo las recomendaciones 

establecidas por la Sociedad Americana de Médicos Veterinarios en el reporte de eutanasia 

"Report of the AVMA Panel on Eutanasia"(95). 
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5.3.5. Análisis estadístico 

 

Todos los ensayos in vitro se hicieron por triplicado o 5 veces dependiendo del experimento, 

de manera controlada y en unidades experimentales aleatorizadas. Para el ensayo 

experimental animal, se realizó un experimento controlado, aleatorizado y en paralelo, con 

un grupo de exposición y dos grupos control (tratamiento estándar (autoinjerto) y sin 

tratamiento). Los datos cuantitativos se muestran como la media ± la desviación estándar. Se 

utilizó una prueba ANOVA de una vía para evaluar las diferencias entre los grupos, las cuales 

fueron significativas cuando p <0.05 o p<0.01, se empleó el programa OriginLab para los 

análisis estadísticos. 
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6. Resultados 

6.1. Resultados objetivo específico 1: Elaborar conductos de colágeno tipo I con dos fases 

de diferente orientación de poro (unidireccional y multidireccional) y estructura tubular 

plegable. 

6.1.1. Apariencia macroscópica de los soportes  

 

En la fase inicial de este proyecto se elaboraron 6 prototipos de soportes laminares bifásicos 

de colágeno tipo I denominados NC, P1, P2, P3, P4 y P5. La apariencia de estos se evaluó 

con ayuda de un estereoscopio. En la Figura 12 se muestra una imagen representativa del 

prototipo P3 y del conducto que resulta de su plegamiento. Se observa un soporte laminar 

constituido por dos zonas continuas con diferentes orientaciones de poros (Figura 12 A). El 

soporte humedecido con DMEM se plegó de la zona U a la zona M para obtener un conducto 

que en su interior contiene matriz con canales aparentemente unidireccionales y con un 

diámetro aproximado de 2 mm (Figura 12 B). La longitud del conducto obtenido al plegar 

el soporte (2 cm2) fue aproximadamente 4 cm (Figura 12 C).  

 

 

Figura 12. Evaluación macroscópica de un soporte laminar bifásico de colágeno tipo I y el conducto 

que resulta de su plegamiento. A. Imagen estereoscópica del soporte P3. B. Imagen transversal del 

conducto elaborado con P3 humedecido con DMEM. C. Imagen completa de un conducto elaborado 

al plegar una soporte de 2 cm2. *:zona M; flecha vertical: zona U.  
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Aunque en la Figura 12 se muestra un soporte laminar bifásico circular, en este se trabajo se 

elaboraron soportes laminares bifásicos con áreas de 10 cm2, los cuales se cortaron para 

obtener los soportes requeridos para cada experimento. La Figura 13 A presenta un soporte 

bifásico de 1 cm2. En las Figuras 13B-D se muestra la secuencia de imágenes del 

plegamiento del soporte humedecido desde la zona U a la zona M, así como, la del conducto 

resultante. En la Figura 13 E se observan conductos elaborados con diámetros diferentes.    

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 13. Soporte bifásico laminar de colágeno tipo I y formación de un conducto nervioso. A-D. 

Secuencia del plegamiento del soporte. E. Conductos enrollados con diámetros diferentes.  

 

6.2. Resultados objetivo específico 2: Determinar las propiedades fisicoquímicas, 

microestructurales, mecánicas y biológicas de los conductos desarrollados. 

 

En esta sección se presentan los resultados de la caracterización de los seis prototipos de 

soportes bifásicos que se desarrollaron. También, la caracterización mecánica de los 
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conductos elaborados con estos soportes y la evaluación biológica in vitro del conducto 

elaborado con el soporte P3. 

 

6.2.1. Evaluación microestructural de los soportes elaborados  

 

6.2.1.1.  Apariencia microestructural de los soportes por microscopía electronica 

de barrido (ESEM)  

 

La determinación de las características microestructurales de los soportes se hizo con el fin 

de demostrar la orientación de los poros y/o canales que se formaron. La Figura 14 muestra 

imágenes ESEM representativas de las zonas U y M de todos los soportes. Las secciones 

longitudinales evidenciaron claramente la presencia de dos zonas continuas con 

direccionalidades diferentes (U y M), así como, la interfase formada entre ellas (Figura 14 

A). Los cortes transversales confirman la existencia de dos zonas con poros orientados 

diferencialmente y la interfase de las dos (Figura 14 B). Todas las secciones transversales 

de los soportes presentaron poros bien definidos en la zona U, aparentemente, de mayor 

tamaño que los de las zonas M. Esta última zona aparentemente es más densa y compacta 

que la zona U (Figura 14 B). La vista ampliada de las secciones transversales de la zona M 

de todos los soportes mostró poros heterogéneos, con interconectivad y tamaño de poro 

variable (Figura 14 C). La vista ampliada de las zonas U mostró poros más homogéneos que 

los observados en la zona M (Figura 14 D). Las zonas U de todos los soportes evaluados 

mostraron la formación de canales continuos y paralelos entre sí (Figura 14 E).  
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Figura 14. Microscopía electrónica de barrido de los soportes laminares bifásicos. A. Corte 

longitudinal de los soportes que muestra una zona unidireccional y una multidireccional continuas, 

con una interfase entre ellas (flecha blanca). B. Corte transversal del soporte, la flecha blanca señala 

a la zona U y la flecha negra señala a la zona M. C. Magnificación del corte transversal la zona M. 

D. Magnificación del corte transversal de la zona U. E. Magnificación del corte longitudinal de la 

zona U. NC: soporte no entrecruzado. P1-P5: soportes entrecruzados con glutaraldehído. 
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6.2.1.2.  Tamaño de poro y porosidad 

 

El tamaño de poro y la porosidad de los soportes impactan su interacción con las células. En 

este trabajo el tamaño de poro se evaluó solamente en los soportes entrecruzados, debido a 

la baja estabilidad estructural de los soportes no entrecruzados (NC). La Figura 15 indica 

que la dispersión del tamaño de poro fue mayor en las zonas M que en las zonas U de todos 

los soportes. El rango de valores para el tamaño de poro de las zonas M de todos los soportes 

fue de 100 a 500 μm con un promedio de 286.6 ± 129 μm (Figura 15 A), mientras que el 

rango de la zona U de todos los soportes fue de 100 a 400 μm con un promedio de 211.3 ± 

100 μm (Figura 15 B). Además, las diferencias entre el tamaño promedio de los poros de las 

zonas M y U fueron significativas (p = 0.00269 × 10-6). 

 

 

Figura 15. Distribución del tamaño de poro. A. Zona multidireccional. B. Zona unidireccional. P1-

P5: soportes entrecruzados con glutaraldehído. 

 

La Figura 16 presenta los datos de la determinación de la porosidad. Las dos zonas de los 

soportes son muy porosas, sin embargo, la porosidad, aunque no significativamente diferente, 

fue mayor en las zonas M (> 90%) que en las zonas U (> 80%). La porosidad no se vio 

afectada por la concentración del agente entrecruzante y fue similar en todos los prototipos 

NC-P1-P5. 
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Figura 16. Porosidad de los soportes bidimensionales de colágeno tipo I. Se muestra un Diagrama 

Boxplot elaborado con los datos de la porosidad encontrada en las zonas multidireccional y 

unidireccional de los soportes. NC: soporte no entrecruzado, P1-P5: soportes entrecruzados.  

 

6.2.2. Propiedades fisicoquímicas de los soportes desarrollados  

 

6.2.2.1. FTIR de los soportes desarrollados  

 

Los espectros infrarrojos de todos los soportes exhibieron señales características del colágeno 

tipo I tanto en las zonas M como en las zonas U (Figura 17 A y B), lo cual, confirma que el 

proceso de fabricación de los soportes no desnaturaliza al colágeno nativo. Los picos de 

absorbancia observados en los soportes son similares a los espectros del colágeno nativo 

usado como control (C). Las bandas detectadas en los espectros infrarrojos fueron:  amida-A 

(estiramiento N-H) en 3334 cm-1 (zonas M) y en 3307 cm-1 (zonas U); amida-I (estiramiento 

C=O) en ≈1660 cm-1 (zonas M) y 1654 cm-1 (zonas U); amida-II (estiramiento CN, 

combinación de flexión NH) a ≈1557 cm-1 (zonas M) y 1551 cm-1 (zonas U), amida-III 

(estiramiento CN, flexión NH, estiramiento CC) a ≈1239 cm-1 para ambas zonas. Por el 

contrario, el espectro infrarrojo del colágeno desnaturalizado (gelatina) fue diferente. 
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Figura 17. Espectro FTIR de los soportes de colágeno elaborados. A. Espectros FTIR de la zona M. 

B. Espectros FTIR de la zona U. P1-P5: soportes entrecruzados. C: colágeno nativo. G: gelatina 

 

6.2.2.2. Porcentaje de entrecruzamiento, glutaraldehído residual y degradación de los soportes.  

 

El entrecruzamiento de las fibras de colágeno de los soportes es mediado por las reacciones 

entre sus grupos amino libre y los grupos carbonilo del glutaraldehído. Por eso, este 

parámetro disminuye al aumentar los grupos amino libres en el soporte (96). La 

determinación del porcentaje de entrecruzamiento de los soportes se hizo indirectamente, 

cuantificando los grupos amino libres presentes en cada soporte. Se encontró que las zonas 

U (elaboradas con 5mg/g) de los soportes P1 y P2 entrecruzados con glutaraldehído al 0.02% 

v/v y 0.04% v/v, respectivamente, tuvieron mayor porcentaje de entrecruzamiento que las 

zonas M elaboradas con 8mg/g y entrecruzadas con las mismas concentraciones de 
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glutaraldehído (p < 0.05) (Figura 18 A). Cuando se utilizó glutaraldehído al 0.06, 0.08 y 

0.1% v/v (P3-P5), no hubo diferencias significativas entre los porcentajes de 

entrecruzamiento de las zonas U y M de los soportes (p > 0.05). La comparación de las zonas 

U o de las zonas M de los soportes de los prototipos P3-P5 no mostró diferencias 

significativas entre ellas (p > 0.05). El porcentaje de entrecruzamiento de las zonas U y M de 

estos soportes fue superior al 80%.  

 

En los soportes entrecruzados se determinó el glutaraldehído residual debido a que el 

glutaraldehído puede ser citotóxico. Se encontró que los residuos de glutaraldehído aumentan 

al incrementar la concentración empleada para el entrecruzamiento. En las zonas M de los 

soportes P1 y P2 no se detectaron residuos del agente entrecruzante, sin embargo, en los 

soportes de los prototipos P3-P5 se observó que el glutaraldehído residual fue mayor en las 

zonas U que en las zonas M. No obstante, cuando se encontraron residuos de este compuesto 

su concentración fue menor a 6.0x10-4 mg de glutaraldehído/mg de soporte (Figura 18 B). 

 

Un conducto injertado en un nervio periférico seccionado debe ser biodegradable para que 

pueda ser remplazado por tejido nervioso sintetizado de novo y para que no induzca reacción 

a cuerpo extraño (14). Las Figuras 18 C y D muestran el porcentaje de degradación de las 

zonas M y U de los soportes de los prototipos desarrollados. Las dos zonas de los soportes 

NC se degradaron completamente después de 24 h de digestión enzimática. Contrariamente, 

los soportes P1 y P2 fueron más resistentes, ya que sus zonas M y la zona U de los soportes 

P1 solo se degradaron totalmente a los 30 días. El porcentaje de degradación de la zona M 

de los soportes P3-P5 en el día 30 fue de 65 % (P-3) y 45% (P4-P5) y la degradación de la 

zona U fue de 50% (P3) y 45% (P4-P5). En general, los datos indican que las zonas U de los 

soportes P3-P5 se degradaron menos que las zonas M a los 30 días, además, que esta 

degradación disminuye cuando la concentración de agente entrecruzante aumenta. 
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Figura 18. Porcentaje de entrecruzamiento, glutaraldehído residual y degradación de los soportes. A. 

Porcentaje de entrecruzamiento. B. Glutaraldehído residual. C. Degradación de los soportes en la 

zona M. D. Degradación de los soportes en la zona U. Diferencias significativas: *p<0.05; **p<0.01; 

n.s.: p>0.05. 

 

6.2.2.3.  Capacidad de sorción de agua, hinchamiento, ángulo de contacto y potencial Z. 

 

Cuando los conductos para regeneración nerviosa guiada se utilizan como injerto, interactúan 

con el ambiente acuoso de los tejidos. Por eso, es importante determinar cuánto líquido 

sorben, su hinchamiento y su ángulo de contacto (14). También, es importante conocer la 

carga eléctrica de la superficie porque ella impacta la adhesión de las células a las fibras del 

soporte que forma el conducto (83). La Tabla 3 muestra los resultados de la evaluación de 

la capacidad de sorción de líquido, hinchamiento, ángulo de contacto y potencial Zeta (ζ) de 



 

 84 

las zonas M y U de todos los soportes. La capacidad de sorción de líquido fue 

significativamente mayor (p < 0.05) en las zonas M que en las zonas U de todos los soportes, 

también fue mayor en los soportes entrecruzados (P1-P5) que en los soportes no 

entrecruzados (NC). Este parámetro no varió con la concentración de glutaraldehído porque 

no hubo diferencias significativas (p > 0.05) entre los soportes P1-P5. El porcentaje de 

hinchamiento de los soportes P1-P5 en ambas zonas fue mayor que en los soportes NC y no 

se presentaron diferencias significativas entre las zonas M y U de los soportes P1-P5. La 

evaluación del ángulo de contacto mostró valores superiores a 50º e inferiores a 90º. No se 

encontraron diferencias significativas (p > 0.05) entre las zonas M y U de los soportes.  

 

Tabla 3. Capacidad de sorción de líquido, hinchamiento, ángulo de contacto y potencial Zeta (ζ) de 

los soportes NC y P1-P5 (zonas M y U). 
 Zona Multidireccional  

 NC P1 P2 P3 P4 P5 

Capacidad de 

sorción de líquido 

(%) * 

2288.2±433.3 5803.6±210.1 5662.2±340.0 5184.9±200.1 5688.3±118.9 5035.0±213.0 

Hinchamiento 

(%)* 

39.9±9.9 108.0±5.1 115.6±10.0 109.1±9.6 103.8±3.7 108.18±16.85 

Ángulo de 

contacto 

63.9±4.8 53.4±0.9 62.3±9.6 76.5±6.6 70.04±6.3 72.30±7.9 

Potencial Z (mV) 9.5±1.0 7.0±1.9 0.8±2.0 -0.8±1.0 -0.1±1.2 -1.3±1.6 

 Zona Unidireccional  

 NC P1 P2 P3 P4 P5 

Capacidad de 

sorción de líquido  

(%) * 

20.3±4.3 56.0±5.6 62.1±5.2 60.9±4.9 61.8±5.8 60.1±7.9 

Hinchamiento (%) 

* 

31.2±8.2 94.2±12.0 111.3±11.1 96.5±11.6 115.1±10.1 99.1±7.9 

Ángulo de 

contacto 

62.9±9.1 50.0±9.2 76.58±12.16 73.3±9.7 81.7±8.6 72.3±6.8 

Potencial Z (mV) 9.8±0.3 8.3±0.7 1.3±2.0 1.1±1.0 3.8±1.2 1.3±0.6 

*No hay diferencias significativas (p> 0.05) entre las zonas M de los soportes P1 a P5 y entre las 

zonas U de los soportes P1-P5. 

 

El potencial Ζeta (ζ) en ambas zonas de los soportes NC fue significativamente mayor (p < 

0.05) que en los soportes entrecruzados. En los soportes entrecruzados este parámetro fue 

mayor en las zonas M y U de P1 que en los soportes P2, P3, P4 y P5. Los valores negativos 

solo se observaron en las zonas M de P3-P5, y no hubo diferencias significativas entre ellas 

(p > 0.05). En la zona M de los soportes P2-P5 el potencial Z fue significativamente menor 
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que en la zona U (p < 0.05). En general el potencial Z disminuyó al aumentar el 

entrecruzamiento de los soportes. 

 

6.2.3. Propiedades mecánicas de los conductos desarrollados  

 

La evaluación de los experimentos de tensión-deformación en el ensayo de tracción realizado 

con los conductos preparados con los soportes P1-P5, indicó que el módulo elástico (módulo 

de Young) aumenta al aumentar el entrecruzamiento de los soportes. Los valores del módulo 

de Young de los soportes NC (0.027 MPa), P1 (0.064 MPa) y P2 (0.230 MPa) no fueron 

significativamente diferentes (p > 0.05) mientras que los módulos de P3 (0.437 MPa), P4 

(0.876 MPa) y P5 (0.983 MPa) fueron significativamente (p > 0.05) mayores que los de NC, 

P1 y P2 (Figura 19). 

 

 

 

Figura 19. Módulo elástico de los conductos desarrollados. Diferencias significativas: *p<0.05; 

**p<0.01; n.s.: p>0.05. 
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6.2.4. Evaluación biológica in vitro de los soportes desarrollados  

 

6.2.4.1. Evaluación microscópica y caracterización de las células de Schwann 

aisladas de nervio ciático de ratones neonatos.  

 

La Figura 20 muestra una imagen representativa de los cultivos primarios de células de 

Schwann. En las imágenes obtenidas con microscopia de luz se observan células fusiformes, 

altamente refringentes y con prolongaciones en forma de aguja (Figura 20 A, B). En la 

imagen obtenidas con microscopia de fluorescencia, claramente se aprecian células 

fusiformes positivas para S100b (Figura 20 C).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 20. Células de Schwann aisladas de nervio ciático de ratones neonatos. A. Cultivo primario. 

B. Subcultivo de 5to pasaje. C. Cultivo primario de células inmunomarcadas con anticuerpo anti 

S100b.  

 

 

 

A B 

C 
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6.2.4.2. Aislamiento y diferenciación de células madre adiposas humanas (hASC) 

 

La caracterización de las células aisladas de lipoaspirados humanos obtenidos con 

consentimiento informado, mostró que cumplen con los criterios mínimos establecidos para 

las células estromales mesenquimales multipotentes (97). Los resultados de la citometría de 

flujo indicaron que estas células son positivas alto para los marcadores CD73, CD90 y CD105 

alto (99.8%; 99.1%; y 71.8%, respectivamente) y positivas bajo para CD34 y CD45 (2.5% y 

5.1%, respectivamente) (Figura 21 A-E). 

 

 

Figura 21. Citometría de flujo de las células madre mesenquimales de tejido adiposo de tercer pasaje. 

A.PE anti-CD73 humano (positivo alto 99.8%). B. FITC anti-CD90 humano (positivo alto 99.1%). 

C. PerCP/Cy5.5 anti-CD105 humano (positivo alto 71.8%). D. APC anti-CD34 humano (positivo 

bajo 2.5%). E. PE / Cy7 anti-CD45 humano (positivo bajo 5.1%). 

 

En la Figura 22 se muestran los resultados de los ensayos de diferenciación realizados con 

las células provenientes de lipoaspirado humano. La evaluación con microscopio invertido 

de luz revela la presencia de células fusiformes adheridas a las placas cultivo (Figura 22 A), 

que al ser inducidas a la diferenciación adipogénica exhiben vacuolas lipídicas teñidas con 

aceite rojo después de 7 días de cultivo (Figura 22 B). Los cultivos incubados durante 14 

días con el kit de diferenciación condrogénica tiñeron positivo para azul de alciano (Figura 

22 C). Adicionalmente, los cultivos inducidos a la diferenciación osteogénica fueron 
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positivos para fosfatasa alcalina al séptimo día y evidenciaron la formación de depósitos de 

calcio al ser teñidos con rojo de alizarina después de 21 días de cultivo (Figura 22 D-E).  

 

 

Figura 22. Ensayos de diferenciación de células madre mesenquimales humanas (hASC) en cultivo. 

A. Células adheridas a la superficie de poliestireno de los platos de cultivo. B. Células que evidencian 

la formación de vacuolas lipídicas con rojo de alizarina. C. Aglomerado celular positivo para la azul 

de alciano. D. Células positivas para fosfatasa alcalina (APL). E. Depósitos de calcio evidenciados a 

los 21 días de cultivo con rojo de alizarina.  

 

6.2.4.3. Evaluación de la citocompatibilidad: citotoxicidad, proliferación y 

diferenciación celular. 

 

Los ensayos de citotoxicidad, proliferación y diferenciación celular se realizaron para 

demostrar in vitro la citocompatibilidad de los soportes. Como se mencionó en la 

“Metodología” en la evaluación de la citotoxicidad de los soportes se usaron la línea celular 

de células de Schwann RSC96 y células de Schwann primarias. Las células RSC96 incubadas 

con los extractos de todos los soportes mostraron porcentajes de viabilidad superiores al 70% 

(Figura 23 A). Las células de Schwann primarias incubadas con los extractos de los soportes 

NC y P1-P3 también mostraron porcentajes de viabilidad superiores al 70%, mientras que las 

incubadas con los extractos de P4 y P5 mostraron porcentajes de viabilidad inferiores al 60% 

(Figura 23 B). 
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Con el fin de determinar si las células Schwann primarias se adherían y proliferaban en la 

zona U de los soportes se hicieron ensayos de proliferación. Los resultados muestran que en 

el día 7 de cultivo la proliferación de las células en los soportes P1, P2 y P3 fue 

significativamente mayor (p < 0.05) que en los soportes P4 y P5. También, que no se 

encontraron diferencias significativas entre P1, P2 y P3 (p > 0.05). El número de células en 

los soportes P1, P2 y P3 no fue significativamente diferente a el número de células del día 7 

(p = 0.078; p = 0.69; p = 0.58, respectivamente) en el día 14. Además, se encontraron 

diferencias significativas en el número de células de los soportes P4 y P5 en los días 7 y 14 

(Figura 23 C). 

 

Debido a que el conducto que se injerta en una lesión de nervio periférico debe ser reconocido 

por células madre mesenquimales - presentes en el sitio de la lesión - para adherirse, 

proliferar y diferenciarse se evaluó la proliferación de hASC sembradas en el soporte P3 en 

ausencia o presencia del medio de inducción de células de Schwann. Este soporte se escogió 

porque fue el único que estaba parcialmente degradado a los 30 días y porque en los ensayos 

de citotoxicidad la viabilidad de las células RSC96 y de las células de Schwann primarias fue 

mayor al 70%. La proliferación de hASC primarias fue significativamente mayor (p < 0.05) 

en los cultivos incubados con el medio de inducción de células de Schwann que en los 

cultivos incubados sin este medio. Al comparar el número de hASC cultivadas con el medio 

de inducción en los días del ensayo, se encontró que este fue significativamente (p = 1.9 × 

10-6) mayor en el día 14 que en los días 3 y 7 (Figura 23 D).  
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Figura 23. Evaluación de la citocompatibilidad de los soportes. A. Porcentaje de viabilidad celular 

de la línea celular RSC96. B. Porcentaje de viabilidad de las células de Schwann primarias. C. 

Proliferación de células de Schwann primarias en soportes P1-P5. D. Proliferación de las células 

hASC en los soportes P3. Diferencias significativas: *p < 0.05; **p < 0.01. Diferencias no 

significativas (n.s): p > 0.05. 

 

6.2.4.4. Inmunohistoquímica de los soportes cultivados con células de Schwann 

primarias y hASC. 

 

Células de Schwann primarias marcadas con éster succinimidílico de diacetato 

de carboxifluoresceína (CFDA) se sembraron en las zonas U de los soportes P1, P2, P3, P4 

y P5 para evaluar si se adherían a las fibras unidireccionales y su orientación. 

Adicionalmente, se tiñeron cultivos con anticuerpos anti S100b y p75NTR. La observación 

con microscopía de fluorescencia de las células marcadas con CFDA mostró la presencia de 
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células adheridas a las fibras de colágeno tipo I orientadas en la misma dirección de las fibras 

del soporte. El análisis inmunohistoquímico demostró que las células sembradas expresan los 

marcadores S100b y p75NTR (Figura 24). 

 

 

Figura 24. Microscopía de fluorescencia y evaluación inmunohistoquímica de los cultivos de células 

de Schwann en lo soportes P1-P5. Se observan células marcadas con carboxifluoresceina diacetato 

succinimidil ester (CFDA), las flechas indican la orientación de las células adheridas a las fibras del 

soporte. La tinción con anticuerpos anti S100b y P75NTR muestra que las células de Schwann 

conservan el fenotipo. Las flechas blancas señalan células de Schwann; las flechas negras, señala a 

las fibras de colágeno. 

 

En la Figura 25 se observan las hASC cultivadas con o sin medio de inducción de Schwann 

y teñidas con DAPI y anticuerpo anti-S100b. Las hASC cultivadas en DMEM fueron S100b 

negativas, mientras que las cultivadas en el medio de inducción de Schwann fueron S100b 

positivas, lo cual, indica su diferenciación a células similares a Schwann. La alineación de 

las células a lo largo de las fibras unidireccionales de colágeno del soporte P3 es evidente en 

los cultivos incubados con el medio de inducción. 
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Figura 25. Células hASC cultivadas en los soportes P3. A-C. Imágenes de los soportes con hASC 

incubadas con DMEM y sin medio de inducción a células de Schwann. D-E. Imágenes de células 

cultivadas con medio de inducción a células de Schwann. A, D. Tinción de núcleos con DAPI. B, E. 

Inmunodetección de células marcadas con anticuerpo anti S100b. C, F. Combinación DAPI/S100b. 

Las flechas blancas en E señalan células adheridas a las fibras del soporte. 

 

6.3. Resultados objetivo 3: Evaluar la biocompatibilidad de los conductos desarrollados 

como injerto de nervio periférico en un modelo murino de lesión critica de nervio ciático. 

 

6.3.1. Experimento animal 

 

Después de desarrollar y caracterizar los soportes y evaluar la citocompatibilidad del 

conducto elaborado con el soporte P3, se procedió a evaluar su seguridad y eficacia en un 

modelo murino de lesión de nervio ciático, el cual, se creó durante el desarrollo de esta tesis. 

Este soporte se escogió para realizar el conducto porque, como se mencionó antes de describir 

los resultados de la evaluación de la actividad biológica, fue el que presentó las mejores 

características fisicoquímicas, mecánicas y biológicas in vitro. A continuación, se describen 

los resultados del experimento animal. 
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6.3.1.1. Resultados postquirúrgicos  

 

Durante el seguimiento clínico de los animales intervenidos, no se evidenciaron dehiscencias 

de las heridas ni signos de infección postquirúrgica. Las neurorrafias se realizaron sin 

inconvenientes técnicos y los conductos permitieron su enrollamiento, manejo, 

posicionamiento y sutura en el sitio de la lesión. 

 

6.3.1.2. Recuperación de la función motora (índice funcional ciático -SFI) 

 

Para evaluar cuantitativamente la recuperación del movimiento locomotor, se calculó el 

índice funcional ciático (SFI). Todos los animales intervenidos tenían flexión y contractura 

de los dedos del pie del miembro intervenido, esta contractura fue más notoria en las ratas 

lesionadas y no injertadas. La Figura 26 muestra una imagen representativa de las huellas 

plantares de los animales registradas a las 4, 8 y 12 semanas después de realizada la cirugía. 

Se puede observar la similitud entre la huella plantar del animal autoinjertado y el que fue 

injertado con el conducto elaborado con el soporte P3. Aunque los animales injertados con 

el conducto P3 no extendieron completamente el dedo del pie, mostraron menos contractura 

y un aumento en la extensión de los dedos similar a lo observado en el grupo de autoinjerto 

a las 8 y 12 semanas después de la cirugía. 

 

 

Figura 26. Huellas plantares. A. Extremidad contralateral sin intervenir (usada como control). B. 

Autoinjerto. C. Injerto de conducto P3. D. Cicatrización por segunda intención.  

 

El SFI no se determinó en las dos primeras semanas porque los animales no podían extender 

los dedos de los pies. Los valores de SFI a las 4 y 8 semanas fueron significativamente 

menores (p <0.05) para los animales lesionados no injertados que para los animales 
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autoinjertados e injertados con P3, sin embargo, no se observaron diferencias significativas 

entre estos dos últimos grupos (p = 0.618). En la semana 12, se observó una recuperación 

parcial de la función locomotora en los dos grupos injertados, que no fue significativamente 

diferente (p = 0.999). La mayoría de los animales lesionados no injertados realizaron 

autotomía en dos o más dedos en la semana 12; por eso, el SFI de este grupo no se determinó 

después de la semana 8 (Figura 27). 

 

 

 

Figura 27. Índice funcional ciático. Valores correspondientes a los tres grupos evaluados. Diferencias 

significativas: *p < 0.05; Diferencias no significativas: n.s. p > 0.05. 

 

6.3.1.3. Características clínicas de las lesiones nerviosas reparadas 

 

Doce semanas después de la cirugia los animales se sacrificaron para evaluar la reparación 

del nervio ciático. En el auotinjerto la sutura fue reabsorbida, se observó la continuidad del 

nervio reparado, la apariencia fue similar a los cabos distal y proximal del nervio (Figura 28 

A-B). En los animales injertados con el conducto P3 tampoco se observó evidencia de sutura, 

el recambio del conducto y su reemplazo con tejido nervioso de diámetro y apariencia similar 

al muñón distal. Las características clínicas del nervio formado fueron similares a las del 

nervio autólogo injertado (Figura 28 C-D). Como era de esperar, en las ratas no injertadas 
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se observaron brotes neurales desorganizados que no alcanzaron el muñón distal (Figura 28 

E-F). 

      

Figura 28. Observación del nervio ciático intervenido y reparado. A. Autoinjerto; las flechas indican 

los puntos de la sutura epineural. B. Reparación lesión intervenida con el autoinjerto. C. Lesión 

injertada con el conducto P3. D. Reparación lesión injertada con el conducto P3. E. Nervio ciático 

reseccionado del animal no tratado. F. Reparación lesión no injertada; las líneas punteadas delimitan 

los brotes axonales desorganizados no regenerados. Las imágenes de las zonas reaparadas fueron 

tomadas doce semanas despues de la cirugía. 
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6.3.1.4. Análisis histomorfométrico de los nervios   

 

Para el análisis histológico se usaron cortes de la zona distal de los nervios reparados de todos 

los animales (grupos I, II y III). Como control se incluyó el nervio sano de una extremidad 

contralateral no intervenida. En los cortes del nervio sano se encontraron axones mielinizados 

uniformes, con morfología redonda y envoltura mielínica intensamente teñida de azul, así 

como, pocas agrupaciones o “clusters” de axones en proceso de mielinización (Figura 29 

A). En el nervio autoinjertado se observaron axones mielinizados con un diámetro 

aparentemente menor que el diámetro de los axones sanos de la Figura 29 A. Se evidenció 

más tejido conectivo de sostén y vainas de mielina delgadas, que no parecen corresponder al 

diámetro del axón, en algunos axones en proceso de mielinización; también, se observaron 

agrupaciones de axones en proceso de regeneración (Figura 29 B). Hallazgos similares se 

encontraron en el análisis del nervio injertado con el conducto P3, en el que se detectaron 

axones mielinizados de diámetro mediano y pequeño, agrupados en pequeños haces y 

distribuidos a lo largo del corte transversal del nervio. Sin embargo, en este caso la asimetría 

de los axones fue mayor que la simetría encontrada en el nervio autoinjertado (Figura 29 C). 

En el nervio seccionado reparado por segunda intención se observaron pocos axones, 

abundante tejido conectivo y ausencia de haces (Figura 29 D). 
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Figura 29. Evaluación histológica de secciones transversales de los nervios reparados teñidas con 

azul de toluidina. A. Nervio ciático. Flecha negra: axón simétrico; flecha roja: núcleo de una célula 

de Schwann; flecha blanca: invasiones mielínicas hacia la región axonal; rectángulo rojo: axones en 

proceso de regeneración. B. Nervio ciático autoinjertado. Flecha negra: axón mielinizado con 

diámetro menor al de los axones del nervio sano; flecha roja: vainas de mielina delgadas en proceso 

de mielinización; *: tejido conectivo; rectángulo rojo: axones en proceso de regeneración. C. Nervio 

ciático injertado con el conducto P3. Flecha negra: axón asimétrico, *: tejido conectivo; rectángulo 

rojo: axones en proceso de mieliniación; círculo punteado: axones dispuestos en fascículos. D. Nervio 

ciático reparado por segunda intención. Flecha negra: axones amielinicos; *: tejido conectivo. 

 

Se hicieron cortes longitudinales de fascículos de fibras nerviosas de los nervios sanos e 

intervenidos, las cuales, se visualizaron con microscopía de autofluorescencia. Las imágenes 

mostraron fibras nerviosas orientadas unidireccionalmente en el nervio sano (Figura 30 A) 

y en el nervio autoinjertado (Figura 30 B). En el nervio injertado con el conducto P3, las 

fibras también se orientaron unidireccionalmente, sin embargo, la densidad de las fibras fue 

menor que en los casos anteriores (Figura 30 C). En el nervio lesionado no injertado, se 

* 
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observaron fibras desorganizadas y brotes axonales orientados en diferentes direcciones 

(Figura 30 D). 

 

 

Figura 30. Imágenes de autofluorescencia representativas de los cortes longitudinales de los nervios 

tratados. A. Nervio periférico sano. Flechas blancas: fibras longitudinales de tejido endoneural. B. 

Nervio periférico autoinjertado. Flecha blanca: fibras densas de tejido endoneural orientadas 

longitudinalmente parecidas a las del nervio sano. C. Nervio injertado con el conducto P3. Flecha 

blanca: fibras de tejido endoneural orientadas longitudinalmente con densidad disminuida; *: espacios 

entre las fibras. D. Cabo nervioso presente en los brotes axonales de los animales no injertados: se 

observa pérdida de la estructura del tejido endoneural. 

 

La valoración cuantitativa realizada con el análisis histomorfométrico mostró que la densidad 

axonal fue similar en los animales sanos e injertados (p > 0.05). No hubo diferencias 

significativas entre el autoinjerto y los animales injertados con el conducto P3 (p = 0.999). 

En el grupo no injertado, este parámetro fue significativamente menor que en los animales 

autoinjertados (p= 0.018) y en los injertados con el conducto P3 (p = 0.020) (Figura 31 A). 
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El diámetro de los axones en los dos grupos injertados fue similar (p = 0.283), sin embargo, 

los diámetros del autoinjerto y de los nervios injertados con P3 fueron significativamente 

más bajos que los del control sano (p = 0.004 y p = 1.2 × 10-4, respectivamente). Este 

parámetro fue significativamente menor en los animales no injertados que en los animales 

con autoinjerto (p = 0.006) o injertados con el conducto P3 (p = 0.001) (Figura 31 B). El 

grosor de la mielina fue similar en animales sanos, en los autoinjertados y en los injertados 

con el conducto P3 (p = 0.709 y p = 0.059, respectivamente) y no hubo diferencias entre los 

grupos injertados (p = 0.432). Sin embargo, este grosor fue significativamente menor en los 

animales no injertados que en los sanos (p = 5.2 × 10-4), autoinjertados (p = 0.007) e 

injertados con el conducto P3 (p = 0.001) (Figura 31 C). 

 

 

Figura 31. Análisis histomorfométrico. A. Densidad de axones por mm2. B. Diámetro de los axones. 

C. Grosor de mielina. Diferencias significativas: *p < 0.05; **p < 0.01. Diferencias no significativas: 

n.s.: p > 0.05. 
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6.3.1.5. Análisis cualitativo del músculo gastrocnemio 

 

Las secciones transversales del músculo gastrocnemio de los miembros intervenidos fueron 

teñidos con tricrómico de Masson y analizadas histológicamente (Figura 32). En el músculo 

sano del miembro contralateral no intervenido empleado como control, se observaron formas 

poligonales características del tejido muscular (Figura 32 A). Estas formas poligonales 

también se vieron en el músculo de los animales autoinjertados e injertados con el conducto 

P3, sin embargo, en estos grupos se evidenció presencia de colágeno (coloración azul) y 

tejido adiposo (espacio en blanco tabicado) (Figuras 32 B, C). En el grupo no injertado se 

encontraron fibras musculares atróficas de aspecto irregular, tejido conectivo fibroso que 

reemplaza el tejido muscular y vasos sanguíneos (Figura 32 D). 

 

Figura 32. Evaluación histológica de cortes transversales del músculo gastrocnemio. A. Tejido 

muscular sano con células esqueléticas estriadas con morfología hexagonal y numerosos núcleos en 

color azul (flechas negras). B. Tejido muscular de animales autoinjertados. C. Tejido muscular de 

animales injertados con el conducto P3. D. Tejido muscular de animales no injertados. Flechas 

amarillas: tejido conjuntivo fibroso.   
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Como resultado de la denervación de los músculos diana, la lesión del nervio ciático puede 

provocar atrofia muscular (98). Para evaluar la atrofia muscular, se estableció la relación 

entre la masa muscular del músculo gastrocnemius del miembro intervenido y la masa 

muscular del músculo gastrocnemius del miembro sano contralateral. Después de pesar los 

músculos fijados de los lados lesionados (Wi) y sanos (Wh), se determinó la relación Wi / 

Wh. Los animales implantados con el autoinjerto tuvieron mayor masa muscular que los 

animales injertados con P3, sin embargo, la diferencia no fue significativa (p = 0.083). En 

los animales no injertados, esta relación fue significativamente menor que en los animales 

que recibieron el autoinjerto (p = 0.003) y en los animales injertados con P3 (p = 0.031) 

(Figura 33). 

 

Figura 33.  Evaluación de atrofia muscular de músculo gastrocnemio. Relación de la masa muscular 

de tejido del miembro intervenido sobre el miembro sano contralateral después de 12 semanas de 

tratamiento. Diferencias significativas: *p < 0.05; n.s.: p > 0.05. 
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7. Discusión 

 

 

La regeneración de las lesiones nerviosas periféricas continúa siendo un desafío para la 

investigación médica. El autoinjerto de nervio ha sido el tratamiento estándar para las 

lesiones grandes, sin embargo, este enfoque está limitado por la disponibilidad de nervios 

autólogos y porque puede presentarse fallo terapéutico que resulta en la pérdida de 

sensibilidad y función motora (5). Para el tratamiento de nervios periféricos lesionados que, 

como consecuencia del tamaño de la lesión, no pueden regenerarse espontáneamente se han 

desarrollado conductos nerviosos elaborados con diferentes materiales que sirven como 

neuroprotectores y guías del crecimiento del cono axonal. Aunque la mayoría de estos 

conductos funcionan en defectos nerviosos menores de 3.0 cm, su uso en lesiones más largas 

es controvertido (8,19). Hoy en día se sabe, que los soportes con microestructura orientada 

impactan la morfología y el comportamiento de las células que crecen dentro de ellos (21,23). 

Trabajos publicados han demostrado que conductos de colágeno-elastina cilíndricos con 

canales longitudinales en el interior promueven el crecimiento axonal dirigido (25,26). Para 

elaborarlos, se utilizó un procedimiento de congelación unidireccional patentado (99) que 

promueve el congelamiento de la dispersión de colágeno-elastina en forma vertical desde la 

parte inferior hacia la superior del dispositivo de congelamiento. Las esponjas con canales 

longitudinales resultantes se perforan para extraer cilindros con canales orientados 

longitudinalmente con diámetros y longitudes fijos. A pesar de que estos conductos ofrecen 

canales unidireccionales que guían el crecimiento axonal en forma parecida a como lo hace 

el autoinjerto nervioso, su diámetro no se puede ajustar al de los muñones intervenidos. 

Cuando esto ocurre, el injerto puede no funcionar causando el fracaso de la intervención 

terapéutica. 

 

En el mercado se encuentra una lámina de colágeno I (NeuraWrap®) que envuelve los 

nervios periféricos lesionados, ajustándose al diámetro de los muñones del nervio afectado. 

Sin embargo, por ser una envoltura este producto carece de microestructura interna 

direccionada que guie el crecimiento axonal. Por eso, al actuar como una interface no 
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constrictiva que separa al nervio lesionado del ambiente tisular que lo rodea  no está indicado 

para direccionar la regeneración de los axones nerviosos (100). 

 

Como alternativa a los productos existentes y con el fin de superar sus limitaciones, esta tesis 

propuso evaluar la hipótesis de que un soporte bifásico con una zona de poros 

unidireccionales continua a una con poros multidireccionales, se puede enrollar para formar 

un conducto con microestructura unidireccional interna cubierto por una envoltura con 

microestructura multidireccional externa; el cual, se pueda ajustar durante el acto quirúrgico 

al diámetro de los muñones del nervio en que se injerte. Inicialmente, se estableció un 

procedimiento para congelar, con métodos diferentes y de manera secuencial, dos 

dispersiones de colágeno tipo I de concentraciones diferentes (5 mg/g y 8 mg/g). Aplicando 

una metodología establecida y patentada por nuestro grupo de investigación (74,75), la 

dispersión de menor concentración se expuso a un gradiente de temperatura con el fin de 

congelarla longitudinalmente - de un extremo al extremo opuesto del dispositivo de 

congelamiento - para formar cristales de hielo unidireccionados que sirvieran como 

porógenos. El dispositivo de congelamiento empleado en el proceso, diseñado durante la 

ejecución de esta tesis, permitió que después de hacer el congelamiento unidireccional de la 

dispersión de colágeno de menor concentración se pudiera servir la dispersión de mayor 

concentración y congelar - siguiendo un procedimiento empleado por el grupo - para obtener 

soportes con cristales de hielo orientados en diferentes direcciones. Al liofilizar las 

dispersiones congeladas diferencialmente, se obtuvieron soportes bifásicos laminares (10 

cm2) de colágeno tipo I constituidos por una zona con poros unidireccionales (U) adyacente 

a una zona con poros multidireccionales (M). Con este diseño, el soporte bifásico se puede 

plegar desde la zona unidireccional a la multidireccional las veces que se requiera para que 

el conducto coincida con el diámetro de los muñones que se quieren conectar. Debido a que 

hasta el momento ningún producto comercial tiene una estructura tridimensional adaptable 

al diámetro del nervio seccionado el procedimiento establecido, el soporte bifásico y el 

conducto se incluyeron en una solicitud de patente presentada por la Universidad Nacional 

de Colombia Sede Bogotá a la Superintendencia de Industria y Comercio y vía Patent 

Cooperation Treaty (PCT). 
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La evaluación de la microestructura de la zona U de los soportes demostró la formación de 

poros que forman canales continuos con baja interconectividad, indispensables para que al 

formar el conducto se guie el crecimiento axonal in vivo. Los resultados de la evaluación 

preclínica hecha en el modelo animal de lesión de nervio ciático confirmaron que el conducto 

elaborado con el soporte P3 previene brotes nerviosos desorganizados y guía el crecimiento 

axonal unidireccionalmente. También, que en el nervio ciático injertado se formaron 

estructuras similares a la del tejido endoneural, lo cual, previene la interferencia en la 

conducción de los impulsos nerviosos de axones vecinos (34).  

 

El diámetro de los poros que forman los microcanales de la zona U, es importante porque 

permite la migración axonal y de las células de Schwann, el crecimiento de los vasos 

sanguíneos y la difusión de factores neurotróficos dentro del conducto nervioso. Un diámetro 

demasiado pequeño evita el crecimiento de los vasos sanguíneos y el intercambio efectivo de 

nutrientes y fluidos en los conductos (101). Aunque no son muchos los trabajos que evalúen 

el efecto del diámetro de los microcanales de los soportes unidireccionados en el crecimiento 

axonal se ha descrito que los axones, los vasos sanguíneos y las células gliales son 

regeneradas en microcanales lineales con diámetros en el rango de 100 μm a 300 μm (102). 

En esta tesis, la dispersión del tamaño de los poros de la zona U del soporte P3 estuvo entre 

67.01 μm y 303.2 μm, con un promedio de 184 μm, el cual se encuentra en el rango de los 

diámetros de los fascículos individuales (200 μm y 1000 μm) de los nervios femorales y de 

los nervios que conforman las extremidades superiores humanas (103,104). Lo interesante, 

es que el trabajo pudo confirmar con los resultados del modelo animal que el tamaño de los 

poros fue compatible con el crecimiento axonal organizado y unidireccional en el nervio 

ciático seccionado.  

 

El tamaño medio de los poros de las zonas M (286.6 ± 129 μm) de todos los soportes fue 

mayor que el tamaño medio de la zona U (211.3 ± 100 μm). El resultado descrito, no soporta 

la hipótesis de que la envoltura del conducto nervioso elaborado con mayor concentración de 

colágeno previene la migración de fibroblastos hacia el interior del conducto porque los 
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tamaños de poro de las zonas M son compatibles con la migración y el crecimiento de los 

fibroblastos (69,105). No obstante, la reparación conseguida con el conducto elaborado con 

el soporte P3, similar a la observada al emplear el autoinjerto, sugiere que la disposición en 

la capa externa de la zona con poros multidireccionales y en la parte interna de los 

microcanales formados por los poros unidireccionales de la zona U controla la presencia de 

fibroblastos en la zona del nervio injertada favoreciendo el crecimiento axonal y el de las 

células de Schwann.  

 

En estrecha relación con el párrafo anterior, los resultados de la degradación enzimática 

mostraron que en el día 30 el 65% de la zona M y el 50% de la zona U del soporte P3 se 

habían degradado. El hecho de que la zona M se degradara más rápido que la zona U, que 

constituye la microestructura unidireccional del interior del conducto, sugiere un efecto de 

barrera de la envoltura multidireccional del conducto en las fases temprana e intermedia de 

la reparación, suficiente para crear el microambiente inicial que propicia la migración guiada 

de los axones del muñón proximal. Los datos clínicos, histológicos e histomorfométricos 

sugieren que una vez iniciada la reconexión, la degradación gradual de la envoltura formada 

por la zona M evita la compresión de los axones (106).  

 

Un conducto que guíe la regeneración de nervio periférico debe encontrar un equilibrio entre 

la estabilidad mecánica - proporcionada por el entrecruzamiento - y la biodegradación 

(69,107). El soporte P3 entrecruzado con glutaraldehído al 0.06% fue el único soporte 

citocompatible que no se degradó completamente en el día 30 del ensayo enzimático; como 

se mencionó anteriormente, este fue uno de los resultados que se tuvo en cuenta en la 

escogencia del conducto P3 para el estudio preclínico en el modelo animal. Al degradarse 

más lentamente que los otros soportes no citotóxicos (N, P1 y P2), permite que el conducto 

guíe la migración axonal mientras ocurre la reconexión. Esta decisión probó ser acertada ya 

que los resultados del ensayo animal indirectamente demostraron que el conducto P3 se 

degrada permitiendo que el proceso de regeneración del nervio ciático lesionado se lleve a 

cabo. 
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Cuando se injertan los conductos se exponen a fluidos biológicos, por eso, es importante 

estudiar la hidrofilicidad de los soportes y su capacidad de interactuar con fluidos. Estos 

parámetros predicen la capacidad que tiene el conducto para permitir la difusión/flujo de 

nutrientes desde el líquido intersticial al tejido nervioso (20). Este trabajo no encontró 

diferencias significativas en la porosidad y tamaño de poro de las zonas U y M de los 

soportes. Sin embargo, demostró que la direccionalidad del poro afecta la capacidad de 

sorción de líquidos de los soportes, lo cual, se puede explicar por sus diferencias en 

composición y microestructura. Por composición, porque al aumentar la concentración de 

colágeno las fibras poliméricas hidrófilas aumentan y con ello la capacidad de retener 

líquidos (27). Por eso, en todos los casos los valores de capacidad de sorción de líquidos 

fueron más altos en las zonas M (8 mg /g) que en las U (5 mg/g). Por microestructura, porque 

al aumentar la tortuosidad también aumenta la capacidad de retener líquidos del soporte 

(108,109). De ahí, que las zonas M al ser más tortuosas que las zonas U presentaran mayor 

capacidad de sorción. Finalmente, los valores de ángulo de contacto, por encima de 50◦ y por 

debajo de 90◦, indicaron que todos los soportes son hidrofílicos. En conjunto, la capacidad 

de sorción de líquidos y la hidrofilicidad de los soportes producidos sugieren su habilidad de 

retener agua y su capacidad de interactuar con las células in vivo (110). 

 

Es conveniente estudiar las propiedades de tracción de los conductos nerviosos porque los 

nervios periféricos in vivo están expuestos constantemente a una carga que da lugar a una 

tensión de tracción (111). Además, porque los conductos nerviosos deben ser flexibles para 

evitar la compresión de los axones en crecimiento (14). El módulo de Young del conducto 

elaborado con el soporte P3 (0.437 MPa) fue cercano al del nervio ciático descelularizado de 

ratas (0.576 ± 0.16 MPa) (112). Los resultados del experimento animal confirmaron la 

importancia de este valor predictivo de la flexibilidad y la resistencia exhibida por el 

conducto in vivo, ya que al injertar el conducto P3 en el nervio ciático transectado se 

promovió la reconexión axonal del nervio en forma similar a como lo hizo el autoinjerto de 

nervio ciático.   
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La carga eléctrica superficial de los conductos afecta su biocompatibilidad cuando se injertan 

en un nervio lesionado porque impacta la adhesión de neuronas, células de Schwann y otros 

tipos de células (83,113). Los fibroblastos se adhieren menos a soportes con carga superficial 

negativa que a soportes con carga superficial positiva (114). En este trabajo el potencial Z 

fue negativo en las zonas M y positivo en las zonas U de los soportes P3-P5. Aunque no se 

evaluó la adhesión celular a cada una de estas zonas, los datos de potencial Z sugieren que la 

envoltura exterior del conducto formada por las zonas M del soporte, no favorece la adhesión 

de los fibroblastos a su superficie. También, que el interior unidireccional formado por las 

zonas U promueve la adhesión y proliferación de las células de Schwann in vivo. Estudiar el 

efecto del potencial Z en la adhesión de fibroblastos y células de Schwann, puede ayudar a 

comprender mejor cómo el conducto P3 favorece la reconexión axonal en forma similar a 

como lo hace el autoinjerto. 

 

Los ensayos in vitro de citotoxicidad y crecimiento de las células en los soportes son buenos 

predictores de la citocompatibilidad que in vivo tiene un conducto para regeneración 

nerviosa. Además, hacen parte de la evaluación de seguridad y eficacia requerida para 

determinar el potencial del conducto para interactuar con las células que pretende guiar 

durante la reconexión axonal. Esta tesis analizó estos parámetros en todos los soportes 

desarrollados como parte de la caracterización de su actividad biológica y los resultados de 

estos ensayos, junto con los de los ensayos mecánicos y fisicoquímicos, se tuvieron en 

cuentan en la selección del soporte P3 para elaborar el conducto P3 empleado en el ensayo 

animal. La citocompatibilidad del conducto P3 fue confirmada por los resultados funcionales, 

histológicos e histomorfométricos de la evaluación preclínica, demostrándose el valor 

predictivo de los ensayos in vitro. 

 

Un conducto que conecta un nervio transectado debe interactúar con las células madre 

presentes en la zona lesionada, las cuales, tienen el potencial de convertirse en células 

similares a Schwann y expresar factores neurotróficos NGF, BDNF, GDNF y NT4 (98,115). 

Por lo anterior, este trabajo también usó cultivos primarios de hASC sembradas en la zona U 

del soporte P3 para evaluar su diferenciación a células similares a células de Schwann en 
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presencia o ausencia de medio de inducción de células de Schwann. Efectivamente, las hASC 

se adhirieron y alinearon en la misma dirección de las fibras unidireccionales del soporte; 

además, proliferaron y se diferenciaron en células S100b positivas con morfología de huso 

típica de células de Schwann. 

 

Como se mencionó anteriormente, se creó un modelo murino de lesión de nervio ciático con 

el que demostró que el conducto formado con el soporte bifásico P3 se ajustaba al diámetro 

de los muñones y guiaba a través de su microestructura interna unidireccionada el 

crecimiento axonal. Los datos del análisis histológico mostraron la presencia de axones 

mielinizados en la porción distal de los nervios injertados en todos los animales tratados con 

el conducto y con autoinjertos. Aunque el diámetro de los axones en estos dos grupos parecía 

menor que el del nervio sano utilizado como control, el análisis histomorfométrico no mostró 

diferencias significativas entre ellos. A pesar de que no hubo diferencias significativas en el 

número de axones y el grosor de la vaina de mielina, los axones formados en animales 

injertados con P3 fueron menos simétricos que los formados en animales autoinjertados, lo 

que indica que las fibras formadas en el conducto P3 eran menos maduras. En general, el 

ensayo animal demostró que este conducto es biocompatible, se integra y remodela cuando 

se injerta en la lesión del nervio ciático promoviendo la regeneración del nervio en toda su 

longitud, como fue demostrado por los cortes longitudinales de los nervios intervenidos que 

evidencia la presencia de tejido endoneural. 

 

Finalmente, el músculo gastrocnemio se atrofia cuando se lesiona el nervio ciático. Esto da 

como resultado una disminución del peso muscular y cambios estructurales, incluida la 

formación de tejido conjuntivo fibrótico y grasa, que conducen al deterioro progresivo de la 

función muscular (98). Nosotros no encontramos diferencias en el peso del músculo 

gastrocnemio entre los animales injertados con el autoinjerto y los injertados con el conducto 

P3. Sin embargo, hubo diferencias significativas entre estos dos grupos y los animales no 

injertados. Los datos presentados en este trabajo confirman que injertar el conducto P3 en las 

lesiones del nervio ciático evaluadas conduce a resultados similares a los obtenidos con el 

autoinjerto. 
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8. Conclusiones 

 

  

En este trabajo se entrecruzaron dos dispersiones de colágeno tipo I con diferentes 

concentraciones de glutaraldehído y se congelaron empleado metodologías diferentes, una 

de las cuales, no había sido reportada. Con la utilización secuencial de los dos procedimientos 

de congelamiento se obtuvo una dispersión congelada bifásicamente. La liofilización de esta 

dispersión produjo soportes laminares con zonas porosas continuas 

unidireccionales/multidireccionales, que al enrollarse desde la zona unidireccional a la 

multidireccional forman un conducto con microestructura interna unidireccional que guía el 

crecimiento axonal. Se debe hacer énfasis en que el diámetro del conducto se puede ajustar 

al diámetro de los muñones de un nervio periférico seccionado, controlando el número de 

plegamientos de la zona U del soporte. La evaluación in vitro de las propiedades 

fisicoquímicas, microestructurales y mecánicas de los soportes, así como, el estudio de 

bioactividad (biodegradabilidad, glutaraldehído residual, citocompatibilidad) sirvieron para 

escoger al soporte P3 para hacer los ensayos de proliferación y diferenciación de los cultivos 

de hASC primarias y para realizar el estudio preclínico en el modelo de lesión de nervio 

ciático que se desarrolló durante la tesis. Los resultados de la evaluación in vivo de los 

conductos P3 fueron similares a los obtenidos con el autoinjerto, que hasta el momento es el 

tratamiento estándar. Lo cual, evidencia la biocompatibilidad del conducto elaborado con el 

soporte bifásico y confirma la hipótesis de la tesis. fue la primera aproximación del grupo de 

investigación en el desarrollo de conductos nerviosos a nivel nacional. 
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9. Recomendaciones 

 

Aunque los datos del experimento animal muestran que el conducto P3 es biocompatible, 

biodegradable, eficaz y seguro se debe explorar el efecto del conducto en la regeneración de 

nervio periférico a nivel celular y molecular. Se recomienda evaluar la adhesión y migración 

de fibroblastos y células inflamatorias en la zona M del conducto, así como, la capacidad de 

mantener los factores neurotróficos liberados por las células de Schwann y los axones de 

neuronas de la zona U del conducto. También, evaluar la relación de los axones regenerados 

con la función motora o sensorial.  
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10. Texto del artículo: “Adjustable conduits for guided peripheral nerve regeneration 

prepared from bi-zonal unidirectional and multidirectional laminar scaffold of 

type I collagen” 
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