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RESUMO 

 

O desequilíbio no turnover ósseo decorrente dos efeitos do alcoolismo crônico 

está relacionado à apoptose dos osteócitos, diminuição da espessura do osso 

medular e cortical e pelas alterações na atividade e diferenciação de osteoblastos. 

Devido à necessidade de tratamentos regenerativos e reconstrutivos associado ao 

alcoolismo, os xenoenxertos tem providenciado uma possibilidade terapêutica como 

material de preenchimento de defeitos ósseos. Em vista disso, este trabalho teve 

como objetivo analisar o comportamento do biomaterial Bonefill® em defeitos críticos 

realizados em calvária de ratos, comparar a interferência do alcoolismo experimental 

na neoformação óssea, além de avaliar a influência do tipo de dieta líquida sobre a 

massa corporal dos animais. Foram utilizados 40 ratos machos (Rattus norvegicus) 

da linhagem Wistar, com 60 dias de idade, separados aleatoriamente em Grupo 

Controle (GC) os animais receberam água como dieta líquida e Grupo Experimental 

(GE) os animais receberam etanol a 25%, cada grupo composto por 20 ratos. O GC 

foi sub-dividido em GAC (Grupo Água Coágulo) correspondente ao defeito direito na 

calota craniana do animal e GAB (Grupo Água Biomaterial), defeito do lado 

esquerdo do animal. O GE foi sub-dividido em GEC (Grupo Etanol Coágulo) 

correspondente ao defeito direito da calota craniana e GEB (Grupo Etanol 

Biomaterial) defeito do lado esquerdo do animal. Foi realizada uma osteotomia 

circular de 5 mm de diâmetro no osso parietal direito e esquerdo. Os defeitos GAC e 

GEC foram preenchidos com coágulo sanguíneo e os defeitos GAB e GEB com osso 

bovino cortical inorgânico. Cinco animais de cada grupo foram eutanasiados nos 

períodos de 10, 20, 40 e 60 dias pós-cirúrgico. Os resultados da análise histológica 

mostraram que no período de 10 dias, no GAB e GEB as partículas do enxerto 

ósseo estavam circundadas por tecido de granulação e células inflamatórias, 

apresentou uma pequena formação de osso imaturo principalmente nas margens do 

defeito. No período de 20 dias foi obsevado presença de vasos sanguíneos e no 

GAB e GEB algumas partículas parcialmente circundadas por tecido ósseo 

neoformado. Os períodos de 40 e 60 dias exibiram áreas de formação óssea nas 

margens e ao redor de algumas partículas. O osso neoformado encontrava-se em 

um estágio mais avançado de remodelação, porém sem preenchimento completo do 

defeito e sem sinais de reabsorção da superfície do biomaterial. Na análise 

histomofométrica o percentual de formação óssea entre o GAC versus GEC e GAB  





versus GEB, para cada período experimental, não apontou diferença 

estatisticamente significante. Com relação à massa corporal o GC, nos períodos de 

20, 40 e 60 dias pós-cirurgia a massa corporal aumentou, 7,9%, 6,6% e 14,1%, 

respectivamente. No GE ocorreu uma perda de 9,2% da massa corporal após 10 

dias da cirurgia, e aos 40 e 60 dias ocorreu ganho de massa corporal de 

respectivamente 5,9% e 6,4% nos animais. Conclui-se que o biomaterial Bonefill® 

não promoveu uma maior neoformação óssea em defeitos críticos; a dieta alcoólica 

não atingiu os seus efeitos nocivos na formação óssea, e a dieta líquida de etanol, 

quando comparada à de água, interferiu negativamente na massa corporal dos 

animais. 

 

Palavras-chave: Etanol. Regeneração óssea. Transplante ósseo. Transplante 

heterólogo. 



 

 



ABSTRACT 

 

Action of inorganic bovine bone Matrix (Bonefill®) on bone formation in rats 

submitted to experimental alcoholism. Histological and morphometric analysis 

 

The imbalance in bone turnover resulting from the effects of chronic 

alcoholism is related to apoptosis of osteocytes, decrease of trabecular and cortical 

bone thickness and changes in activity and differentiation of osteoblasts. Due to the 

need for regenerative and reconstructive treatments associated with alcoholism, 

xenografts has provided a therapeutic possibility as a filling material of bone defects. 

Therefore, the aims of this study were to analyze the Bonefill® biomaterial behavior in 

critical defects created on the calvaria of rats; to compare the interference of 

experimental alcoholism in bone formation, as well as to evaluate the influence of 2 

type of liquid diet on animal body weight. 40 male Wistar rats were used (Rattus 

norvegicus), with 60 days of age. The rats were randomly separated into Control 

Group (CG, nº = 20), which received water as liquid diet and Experimental Group 

(EG, nº = 20), these rats consumed ethanol 25%. CG was subdivided into WCG 

(Water Clot Group), corresponding to the right calvaria defect and WBG (Water 

Biomaterial Group), left side defect of the calvaria. EG was subdivided into ECG 

(Ethanol Clot Group), corresponding to the right calvaria defect and EBG (Ethanol 

Biomaterial Group), left side defect of the calvaria. A circle osteotomy of 5 mm in 

diameter was performed in the right and left parietal bone. The bone defects in WCG 

and ECG were filled with blood clot and the defects in WBG and EBG were filled with 

inorganic bovine bone. 5 animals from each group were euthanized at periods of 10, 

20, 40 and 60 days after surgery. The histological analysis showed that at 10 days, 

WBG and EBG, the particles of bone graft were surrounded by granulation tissue and 

inflammatory cells, it also showed a small immature bone formation mainly at the 

margins of the defects. At 20 days it was observed blood vessels in WBG and EBG 

and some graft particles partially surrounded by new bone. At 40 and 60 days it was 

exhibited some areas of bone formation at the margins and around a few particles. 

The newly formed bone was in a more advanced stage of bone remodeling, however 

it did not showed neither complete filling nor signs of resorption of the biomaterial 

surface. Histomorphometric analysis on the percentage of bone formation between  





WCG versus ECG and WBG versus EBG, for each trial period, showed no statistical 

significant difference. Regarding the body mass CG, at 20, 40 and 60 days the body 

mass increased 7.9%, 6.6% and 14.1%, respectively. The EG had a loss of body 

weight of  9.2% after 10 days of surgery and at 40 and 60 days it showed a body 

mass gain of 5.9% and 6.4%, respectively. It can be concluded that Bonefill® did not 

promote an increase bone formation in critical defects; the alcohol diet did not 

achieve its adverse effects on bone formation, and the liquid diet containing ethanol, 

compared to the liquid water diet had a  negative effect on animal body weight. 

 

Key words: Ethanol. Bone regeneration. Bone transplantation. Transplantation, 

heterologous 
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1 INTRODUÇÃO 

 

O conceito de alcoolismo teve seu auge no século XVIII, logo após a 

crescente produção e comercialização do álcool destilado, consequente à revolução 

industrial (GIGLIOTTI; BESSA, 2004). A etiologia e as consequências da Síndrome 

da Dependência Alcoólica (SDA) vêm sendo muito estudadas há algumas décadas 

(MORAES et al., 2006).  

O etanol é um solvente orgânico hidrossolúvel com a capacidade de 

penetrar todos os compartimentos do corpo humano. Uma ampla variedade de 

sistemas bioquímicos é influenciada pelos efeitos do etanol, incluindo a inibição da 

gliconeogênese e glicogenólise deprimindo o açúcar no sangue, caquexia, inibição 

da síntese de proteínas, oxidação de ácidos graxos e da cadeia respiratória 

(HOENSCH, 1987; HSU et al., 2006; WAHL et al., 2006). 

O álcool apresenta ações multifatoriais no corpo humano na função 

celular e molecular pela interação direta com componentes celulares que participam 

na oxidação sistêmica e nos estágios da inflamação (RADEK et al., 2005; JUNG et 

al., 2011). 

Os efeitos sistêmicos do álcool produzem alterações no sistema nervoso 

central, sistema muscular, doenças no fígado, pancreatite crônica, doenças 

cardiovasculares, pulmonares, entre outras (GONZÁLEZ-REIMERS et al., 2014).  

As principais complicações e/ou comorbidades clínicas associadas ao 

consumo de álcool são: alterações do sistema nervoso central (convulsão, amnésia 

lacunar, diminuição da habilidade motora e cognitiva, degeneração cerebelar e 

transtornos neuropsicológicos relacionados ao álcool); complicações do sistema 

gastrointestinal (pancreatite crônica, esteatose hepática, hepatite alcoólica, 

hemorragia digestiva, cirrose hepática e gastrite); modificações do sistema ósteo-

muscular (miopatia generalizada, osteopenia e fraturas); anormalidades 

hematológicas (distúrbios de coagulação e anemias); doenças cardiovasculares 

(insuficiência cardíaca, arritmias, miocardiopatia alcoólica e hipertensão arterial); 

acometimentos do sistema endócrino (hipoparatireoidismo transitório, alteração do 

ritmo menstrual, impotência sexual, diabetes, hipoglicemia, infertilidade e diminuição 

da libido); alterações metabólicas (cetoacidose e hipoglicemia); alterações renais 

(insuficiência renal aguda); dermatológicas (afecções secundárias de pele, queda de 
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cabelo, prurido e rubor facial); alterações nutricionais (deficiências vitamínico-

minerais e proteicas) e complicações psiquiátricas (SHULMAN; WOLF, 1999; 

THERAPONDOS et al., 1999; WOLF; TÜZÜN; TÜZÜN, 1999). 

O etanol produz vários efeitos na modulação da resposta imune humoral 

e celular envolvendo atividades de neutrófilos, monócitos, linfócitos e incrementa a 

TNF e IL-1 (PERRIEN et al., 2003; ALOMAN et al., 2007; WAHL et al., 2007) e altera 

a atividade de macrófagos, células killers e ceratinócitos (ZAHS et al., 2012). Por 

longos períodos ele suprime a proliferação das células CD4 em resposta a antígenos 

e células T citotóxicas (CTL), diminui a angiogênese pela redução da expressão do 

VEGF (Fator de crescimento endotelial vascular) e incrementa a hipoxia nos tecidos 

(RADEK et al., 2008; HORVATH et al., 2011).  

Os efeitos do álcool ao nível celular comprometem a função das células 

tronco mesenquimais, incrementa a produção de espécies reativas de oxigênio 

(ROS), exerce uma ação tóxica nas células PC12, importantes na diferenciação 

neuronal e produz a quebra do sistema de defesa antioxidante (LIU et al., 2010); 

interferindo, dessa forma, com os processos de adesão, migração, inflamação, e 

remodelação óssea (WALDSCHMIDT; COOK; KOVACS, 2006). 

A adaptação funcional do álcool altera a atividade da transmembrana 

proteica de sódio, potássio e ATPase; importantes na manutenção dos gradientes 

iônicos celulares, no equilíbrio osmótico e no potencial elétrico da membrana 

(RABIN; ACARA, 1993). 

Segundo Ronis, Mercer e Chen (2011), o álcool induz a estresse oxidativo 

e participa na regulação da diferenciação de osteoclastos, resultando em aumento 

da sinalização do RANKL-RANK (ligante/receptor ativador do fator nuclear kB) nas 

células ósseas e em incremento da osteoclastogênese. 

O consumo de álcool está relacionado com riscos de fratura, osteoporose, 

deficiências nutricionais, produzindo um desequilíbrio no reparo ósseo (LIMA; 

ROCHA; LOPES, 2008; RONIS; MERCER; CHEN, 2011) e gerando efeitos nocivos 

na massa e densidade óssea (DIAMOND et al., 1989; CHAKKALAKAL, 2005a; 

ALVISA-NEGRÍN et al., 2009). 

Estudos in vitro demonstram que o etanol dificulta a formação óssea e 

aumenta a reabsorção do osso inibindo a proliferação dos osteoblastos (FRIDAY; 

HOWARD, 1991; CHEUNG et al., 1995; GONZÁLEZ-PÉREZ et al., 2011). Essa 

alteração na remodelação óssea causada pelo etanol é expressa pela perda de 
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massa óssea e pelos níveis de osteocalcina sérica (um marcador de formação 

óssea), além disso, compromete a expressão genética do colágeno, também as 

proteínas da matriz não colagenosa e reduz significativamente os níveis do 

propeptídeo procolágeno I carboxi-terminal (HIDIROGLOU et al., 1994; WEZEMAN 

et al., 2000; ALVISA-NEGRÍN et al., 2009). 

No osso compacto esse solvente reduz o número de ósteons e retarda o 

processo de mineralização devido aos efeitos deletérios do álcool no turnover ósseo 

(NYQUIST et al., 1996; SAMPSON, 1998; MAUREL et al., 2011a).  

Atualmente a utilização dos biomateriais na área médica e odontológica 

vem assumindo uma importância cada vez maior em função da necessidade de 

restaurar áreas com perdas ou defeitos ósseos, devido ao consequente 

comprometimento da função, morfologia e reparação dos tecidos biológicos 

(CAMARINI et al., 2006; TREVISIOL et al., 2007, BUCHAIM, 2011). 

Os biomateriais são definidos como materiais inertes, farmacologicamente 

capazes de interagir com um organismo vivo sem causar reações adversas no local 

transplantado ou em todo o organismo (JUNIOR; GARRAFA, 2007). 

De acordo com sua origem, os biomateriais usados em técnicas de 

enxertia podem ser classificados em: autógenos ou autoenxertos (obtidos do mesmo 

individuo), aloenxertos ou enxertos homólogos (quando transplantados entre 

indivíduos da mesma espécie), xenoenxertos ou enxertos heterógenos (material 

obtido de outra espécie) e aloplásticos (materiais sintéticos ou naturais utilizados 

como substitutos ósseos) (CARRANZA; MCCLAIN; SCHALLHORN, 2004). 

A avaliação dos materiais de enxertos ósseos é feita com relação ao seu 

potencial osteogênico, osteoindutivo e osteocondutivo. A osteogênese refere-se à 

formação ou ao desenvolvimento do novo osso por osteoblastos e células viáveis 

existentes capazes de sintetizar novo osso. A osteoindução consiste em um 

processo químico através do qual as moléculas existentes no enxerto (proteínas 

ósseas morfogenéticas ou BMPs) convertem células adjacentes em osteoblastos, 

levando a neoformação óssea. A osteocondução é um efeito físico através do qual a 

matriz do enxerto forma um arcabouço que favorece a penetração de células ósseas 

no interior do enxerto (WOLF; RATEITSCHAK, 2006). 

Os enxertos autógenos apresentam características osteogênicas, sendo 

assim considerados como o tipo de enxerto de primeira escolha em procedimentos 

de enxertia. Dentre algumas das suas desvantagens, pode ser citada a necessidade 
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de um sítio doador aumentando a morbidade do paciente, maior tempo cirúrgico e 

em alguns casos o volume requerido no sítio receptor é limitado (POLLOCK et al., 

2008; LINDHE; LANG; KARRING, 2010). 

As técnicas de enxertos ósseos são utilizadas em cirurgias regenerativas 

ou corretivas, em procedimentos destinados a restaurar o tecido ósseo perdido 

durante a doença periodontal ou lesões endodônticas, no preenchimento alveolar de 

dentes extraídos para evitar a redução do volume do rebordo alveolar, em 

levantamentos do assoalho do seio maxilar, assim como em outros procedimentos 

(CASTRO-SILVA; ZAMBIZZI; GRANJEIRO, 2009). 

A implantação cirúrgica de biomateriais no local lesionado estimula e 

controla a repopulação celular. Esses biomateriais estão associados às moléculas 

sinalizadoras que estão envolvidas no controle do crescimento e diferenciação 

celular e fazem parte de um grupo distinto de fatores indutores que podem incluir 

células de sustentação e mecanismos de ação com propriedades de 

osteointegração, osteoindução, osteocondução e regeneração, implicando um 

equilíbrio entre formação (osteoblastos) e reabsorção óssea (osteoclastos) (NAGEM 

FILHO et al., 2009). 

Os xenoenxertos têm sido empregados em tratamentos de osteotomias, 

artrodese1 e fraturas, na restituição de perdas ósseas promovendo a indução de 

formação óssea e providenciando um mecanismo de suporte vascular 

(osteocondução) e de crescimento ósseo.  As vantagens do uso de biomateriais 

heterógenos baseiam-se na necessidade de um único local cirúrgico e, portanto, 

causando menos morbidade pós-operatória e menor tempo cirúrgico, e igualmente 

evita o enfraquecimento da região doadora (CAMARINI et al., 2006; BIGHAM  et al., 

2008; CARBONARI et al., 2009). Os materiais osteosubstitutos resultam em 

biomateriais biocompatíveis e parcialmente absorvíveis, favorecendo a regeneração 

do defeito ósseo (CASTRO-SILVA; ZAMBIZZI; GRANJEIRO, 2009).  

O processamento do osso bovino pode derivar em dois tipos distintos de 

materiais: o inorgânico e o orgânico. O inorgânico é livre de proteínas e células e se 

caracteriza pelo elevado conteúdo de hidroxiapatita. A desproteinização é obtida 

através do tratamento térmico a temperaturas superiores a 300°C, porém quanto 

mais alta a temperatura, menor a possibilidade de bioabsorção do material. Por 

                                                 
1 A artrodese é uma intervenção cirúrgica realizada com a finalidade de suprimir totalmente a mobilidade de uma 

articulação. Fonte: http://www.hcnet.usp.br/dicionario/depto_ortopedia_trau.htm 
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outro lado, o tratamento do osso bovino com solventes orgânicos, álcalis e ácidos 

com concentração e temperatura controlada, levam à remoção de células, detritos 

celulares e várias proteínas não colagenosas, bem como a porção mineral, deixando 

um arcabouço proteico constituído basicamente de colágeno tipo I e pequena 

quantidade de fatores de crescimento, como a proteína morfogenética óssea 

(NAGEM FILHO et al., 2009).  

A matriz óssea inorgânica Bonefill® (Bionnovation, São Paulo, Brasil) é 

extraída do fêmur bovino totalmente desnaturado, isto é, não apresenta porção 

orgânica que possa induzir processos imunogênicos do organismo (NAGEM FILHO 

et al., 2009). Esse material permite uma fácil manipulação para a instalação no leito 

cirúrgico, neoformação óssea consistente. Histologicamente é capaz de propiciar 

neoformação e crescimento ósseo, resultando em um tecido neoformado de 

consistência clínica firme e com grande atividade celular (CARBONARI et al., 2009). 

Com a crescente utilização do etanol em bebidas consideradas de 

consumo social, tem-se aumentado o número de pacientes que ingerem álcool e 

necessitam de tratamento médico-odontológico. Esses pacientes constantemente 

surgem com perdas ósseas, principalmente se o consumo do álcool for associado ao 

tabagismo. Surge então a necessidade de desenvolvimento de pesquisas sobre a 

atividade dos biomateriais para reconstrução de tecido ósseo, como por exemplo, o 

Bonefill®. Com isso, a realização desta pesquisa reuniria subsídios para conhecer o 

comportamento desse biomaterial como alternativa clínica de tratamento em 

pacientes com comprometimento da formação e reparo ósseo, decorrentes da 

dependência do álcool. 
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2 REVISÃO DE LITERATURA 

 

2.1 ANTECEDENTES E PREVALÊNCIA DO ÁLCOOL 

 

Entre 8000 a 3500 anos a.C, conhecido como Período Neolítico, a 

atividade agrícola começou a ser explorada. O aumento da produção da agricultura 

levou à plantação de milho, uvas, arroz e maça para a elaboração de bebidas 

fermentadas. Posteriormente a esse período a descoberta do álcool influenciou 

civilizações antigas como Egito, Mesopotâmia, Índia e o continente americano. O 

seu consumo estava relacionado principalmente à hierarquia social e rituais 

religiosos (HAMES, 2012). 

Com a comercialização do álcool no século XVIII, na Revolução Industrial, 

o seu consumo teve um aumento e distribuição em vários países (GIGLIOTTI; 

BESSA, 2004). O álcool é uma substância de amplo uso à nível mundial adotado em 

diferentes culturas e populações e modelada por fatores sociais e econômicos  

(VONGHIA et al., 2008; MAUREL et al., 2012a). Seu consumo crônico representa 

um problema de saúde multifatorial acometendo o aspecto psicossocial do indivíduo 

e produzindo efeitos deletérios no organismo (MAUREL et al., 2012a). Essas 

consequências negativas aumentam a morbidade, mortalidade e comprometem a 

qualidade de vida dos indivíduos (MIKOSCH, 2014). 

De acordo com a Organização Mundial da Saúde (OMS) estima-se que 

3,3 milhões de pessoas morrem a cada ano pelo uso excessivo do álcool. No Brasil, 

em 2010, o consumo de álcool puro foi de 8,7 litros per capita, superior a países 

como China, México, Costa Rica, Panamá, Equador, Bolívia, Egito, Turquia, Iraque e 

Malásia (WORLD HEALTH ORGANIZATION, 2015a). 

O consumo do álcool puro em litros no Brasil, segundo o gênero, em 2010 

foi mais frequente em homens (19,6 L) em relação às mulheres (8,9 L) (WORLD 

HEALTH ORGANIZATION, 2015b). 

Uma série de fatores influenciam o aparecimento e a evolução da 

Síndrome da Dependência Alcoólica (SDA), entre eles: o gênero, padrão de 

consumo de álcool, as características individuais biológicas e psicológicas e os 

fatores socioculturais (LARANJEIRA et al., 2000). 

O alcoolismo é um transtorno complexo também influenciado por 

aspectos genéticos (GOODWIN et al., 1973; CADORET; GATH, 1978; BOHMAN, 
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1978; SCHUCKIT, 2005). Segundo Köhnke (2008) pesquisas entre familiares 

revelam uma hereditariedade do alcoolismo de 50%. Baseado nessa ligação, muitos 

estudos na literatura conduzem pesquisas com o objetivo de avaliar a correlação do 

álcool com o fator genético. 

A dependência do álcool é um transtorno com múltiplas repercussões na 

saúde do indivíduo e pode apresentar diversos graus e formas de comportamento.  

A CID (Classificação Internacional de Doenças) inclui os efeitos do álcool na 

classificação F10 – Transtornos mentais e de comportamento decorrentes do uso de 

álcool (GIGLIOTTI; BESSA, 2004). 

 

2.2 BIOQUÍMICA DO ÁLCOOL 
 
 

O álcool etílico (fórmula química: C2 H6O) tem efeitos multifatoriais no 

corpo, afetando cada tecido e órgão do nosso organismo. Seus efeitos diretos no 

sistema oxidativo produzem efeitos patofisiológicos (DOLGANIUC et al., 2006; 

SZABO et al., 2007).  

O metabolismo do álcool gera a produção de acetaldeído, espécies 

reativas de oxigênio, aumento da liberação de citocinas pró-inflamatórias, entre 

outros efeitos bioquímicos, resultando em danos no sistema imunológico e estágios 

inflamatórios. A duração desse estresse oxidativo depende da capacidade das 

células na metabolização do álcool (JUNG et al., 2011). 

O etanol é metabolizado pela enzima álcool desidrogenase, citocromo 

p450 e a enzima aldeído-desidrogenase  (ALDH) no fígado (DEY; CEDERBAUM, 

2006). Este processo produz metabólitos oxidativos, como são o acetildeído, 

acetato, espécies reativas de oxigênio (ROS), coenzima a (coa), além de produtos 

não-oxidativos como os ésteres etílicos de ácidos graxos e  fosfatidiletanol (PEth) 

(BEST; LAPOSATA, 2003; SHUKLA; AROOR 2006). Esses metabólitos produzem 

mudanças epigenéticas (modificação da expressão genética sem alteração do DNA) 

nos tecidos, resultantes do metabolismo oxidativo e não-oxidativo (SHUKLA; 

AROOR 2006; CURTIS; ZAHS; KOVACS, 2013).  

O consumo crônico do álcool altera a via da ubiquitina-proteassoma, uma 

via de marcação de proteínas danificadas ou com erros de sínteses que são  

sinalizadas para sua degradação (OLIVA et al., 2009; BARDAG-GORCE, 2010). 
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Esta via proteolítica interage por meio de moléculas com as células 

ósseas, assim participando no turnover ósseo (SÉVÈRE; DIEUDONNÉ; MARIE, 

2013).   

Tem sido descrito na literatura os diversos locais de interação do álcool 

com a membrana dos tecidos, modificando a transdução da sinalização 

(DOLGANIUC et al., 2006; SZABO et al., 2007) e alterando os canais iônicos 

(DOPICO, 2003). Essas mudanças na membrana produzem efeitos prejudiciais no 

organismo mediado pelo aumento do estresse oxidativo produto do álcool (JUNG, et 

al., 2011).   

De acordo com Kim et al. (2013) a sinalização do fator nuclear kappa B 

(NF-kB) está envolvida nos efeitos do álcool nos tecidos. Além disso, ocorre um 

aumento da enzima MMP-12 expressada em macrófagos. 

Outros efeitos bioquímicos do álcool incluem a expressão e sinalização de 

várias moléculas (SETH et al., 2010). Dentre estas, estão às proteínas Wnt, as quais 

desempenham um papel importante na formação óssea pelo seu envolvimento na 

proliferação e diferenciação dos osteoblastos (GONG et al., 2001), na supressão da 

síntese da matriz óssea pela inibição da proliferação e diferenciação das células-

tronco mesenquimais (HILL et al., 2005; CHAKKALAKAL, 2005a), além de 

desempenhar um efeito inibitório no reparo de fraturas ósseas (JUNG et al., 2011). 

O consumo crônico do álcool aumenta os níveis do fator de necrose 

tumoral (TNF) e interleucina 6 (IL-6), citocinas que estão presentes na reabsorção 

óssea  (DÍEZ-RUI et al., 2010). Consequentemente o aumento dessas citocinas 

produz uma elevação dos níveis da osteoprotegerina (OPG) como efeito protetor 

(FÁBREGA et al., 2005; GARCÍA-VALDECASAS-CAMPELO, 2006) e ocorre uma 

diminuição do fator de crescimento semelhante à insulina 1 (IGF-1) (GARCÍA-

VALDECASAS-CAMPELO, 2006). 

A absorção do álcool ocorre no estômago (5-20% no estômago) e no 

duodeno (80-90%) e o restante é excretado pela respiração e urina. A sua 

distribuição penetra em todos os tecidos corporais, através da corrente sanguínea. A 

concentração plasmática máxima acontece em 30 minutos após a ingestão; este 

período vai depender da temperatura e dos alimentos ingeridos. O metabolismo do 

álcool ocorre no fígado, convertendo, na sua primeira fase, a enzima álcool 

desidrogenase em acetaldeído e na segunda fase a enzima Acetaldeído 

Desidrogenase (ALDH) converte o aldeído em ácido acético, que posteriormente é 
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transformado em dióxido de carbono e água, liberando neste processo energia 

(HARDMAN, LIMBIRD, 2012).  

 

2.3 ALCOOLISMO CRÔNICO 

 

O conceito de alcoolismo crônico foi introduzido pelo sueco Magnus Huss 

em 1849, sendo definido como um estado de intoxicação decorrente do uso de 

álcool relacionado com sintomas físicos, psiquiátricos ou mistos (GIGLIOTTI; 

BESSA, 2004). 

O consumo leve, moderado e crônico do álcool é divergente na literatura, 

devido à dificuldade de estabelecer o padrão de consumo, tanto em humanos como 

em animais submetidos ao alcoolismo experimental (MAUREL et al., 2012a). 

A comparação dos efeitos do álcool em animais é difícil de extrapolar em 

humanos (LIEBER; DECARLI; SORRELL, 1989) devido às espécies serem 

diferentes, as percentagens das doses e as calorias da dieta diária serem distintas. 

Contudo, os modelos realizados em animais tem permitido avaliar a microarquitetura 

tanto da anatomia como da fisiologia de uma forma mais específica do que no ser 

humano (MAUREL, 2012a).  

Além disso, as pesquisas em animais permitem um acesso a certos 

parâmetros, tais com: a microscopia de células ósseas e histomorfometria; análises 

difíceis de serem obtidas em humanos (LELOVAS et al., 2008). Outros aspectos 

limitantes em humanos são: a dificuldade de controlar a quantidade de álcool 

ingerida e os fatores concomitantes do abuso do álcool, incluindo uso de cigarro, má 

nutrição, deficiência de vitamina D e falta de exercício (MALIK, 2008); fatores 

relacionados com a baixa densidade mineral óssea (MALIK et al., 2009). 

Existem autores que consideram a ingestão de altas doses de álcool em 

animais equivalentes a 36% do total de calorias, durante 90 dias (MAIER, et al, 

1990; FAUSTINO; STIPP, 2003; MARCHINI, 2010). Enquanto outros autores 

consideram a ingestão de altas doses de álcool correspondente a 18-33% do total 

de calorias consumidas pelo animal (SINGER; BRENNER, 2005; SEITZ, POSCHL, 

SALASPURO, 2006). 

Em humanos, Ganry, Baudoin, Fardellone (2000) define o consumo leve 

sendo de 1-10 g de etanol/dia; o consumo moderado como 11-29 g por dia e o 

consumo crônico sendo maior de 30 g de etanol/dia. Entretanto, González-Calvín et 



2 Revisão de Literatura 

 

37 

al. (1993), classificou o consumo do álcool sendo o crônico maior de 100 g 

etanol/dia; moderado de 60-100 g etanol/dia e o consumo leve sendo inferior a 60 g 

etanol/dia. Com relação à percentagem de calorias do álcool existem autores que 

relatam um valor entre 40% e 65% da dieta (BRUNOUT et al., 1983; ADDOLORATO 

et al., 1997). 

No estudo realizado por Maurel et al. (2011a), a indução ao alcoolismo 

crônico em ratos consistiu no aumento progressivo da percentagem de etanol. A 

dose menor foi de 10% equivalente a 3-4 copos de álcool por dia no humano, sendo 

incrementando para 12%, 15%, 17% e 20% gradativamente (correspondente a 7 

copos de álcool por dia no humano).  

Dentre as consequências deletérias causadas pelo alcoolismo crônico 

estão: as desordens psíquicas (depressão, ansiedade severa, insônia), doenças 

cardíacas, câncer, cirrose hepática, alterações do sistema imunológico, déficits 

cognitivos temporários, neuropatias periféricas, problemas gastrointestinais, redução 

das células sanguíneas e diminuição da densidade óssea (LARANJEIRA et al., 

2000; SCHUCKIT, 2009).  

Com relação a atividade cerebral, o consumo crônico de etanol inibe 

algumas áreas do cérebro incluindo a redução de neurônios no hipocampo (WEST; 

HAMRE; CASSELL, 1986) e da estrutura associada com a aprendizagem, memória 

e alterações de humor (LERACI; HERRERA, 2007) além de deprimir no neurocortex 

a proliferação de células da zona ventricular e ter impacto na diminuição de 

neurônios no girus dentado (MILLER, 1995). 

Segundo Kendell (1980), o consumo de etanol torna-se crônico quando 

ocorre a ingestão por períodos prolongados e desenvolve mecanismos adaptativos 

de tolerância. Tem sido descrito na literatura o alcoolismo experimental crônico em 

ratos com relação ao tempo de exposição ao álcool. Shih e Taberner (1997) 

submeteram ratos ao alcoolismo crônico por 28 dias, Shih e Taberner (2001) 

relataram 4 semanas de consumo de álcool, Udoh et al. (2015) descreveram o 

tempo de exposição correspondente a 5 semanas, Passaglia (2015) conduziram o 

alcoolismo experimental por 2 semanas, Zhang et al. (2015) caracterizaram a 

alcoolização crônica de 3-6 meses, enquanto Zimatkin e Phedina (2015) o 

reproduziram por um período de 6 meses. 
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2.4 TECIDO ÓSSEO 

 

O tecido ósseo é um tipo de tecido conjuntivo especializado e 

mineralizado, composto por células, fibras e substância fundamental amorfa. A sua 

proporção da constituição celular está composta por 35% de matriz orgânica 

(colágeno e proteínas de adesão) e 65% de elementos inorgânicos (cálcio, fósforo, 

cristais de hidroxiapatita) responsáveis pela resistência do osso (MAZZONETTO; 

DUQUE NETTO; NASCIMENTO, 2012). 

O osso caracteriza-se por apresentar rigidez, resistência e elasticidade, 

sendo essa última propriedade devida aos seus componentes orgânicos e ao tecido 

conectivo fibroso da sua matriz (GARDNER, 1998). 

Dentre as suas várias funções, destacam-se a proteção de órgãos vitais, 

homeostase mineral, reservatório de cálcio do organismo, formação das células 

sanguíneas, apoio aos músculos esqueléticos além de alojar a medula óssea 

(HADJIDAKIS; ANDROULAKIS 2006).  

As superfícies internas e externas do osso são recobertas por células 

osteogênicas que constituem o endósteo e o periósteo. O endósteo é formado por 

células osteogênicas que revestem as cavidades do osso esponjoso, o canal 

medular e os canais de Havers e de Volkmann. O periósteo apresenta células 

osteoprogenitoras que se diferenciam em osteoblastos. As funções destas 

membranas são a nutrição do tecido ósseo e o fornecimento de osteoblastos, 

essenciais no crescimento e reparação do osso (JUNQUEIRA; CARNEIRO, 1999). 

 

2.4.1 População celular 

 

Os tipos celulares que participam na regeneração do tecido ósseo são: as 

células osteoprogenitoras, osteócitos, osteoblastos e osteoclastos. As células 

osteoprogenitoras são derivadas do mesênquima e são células precursoras de 

osteoblastos. Estas células estão localizadas no periósteo, endósteo, no osso 

cortical e medular (DYM; HUANG; STERN, 2012).  

Os osteócitos são células achatadas e estão localizados em lacunas 

dentro da matriz óssea. Nessas lacunas existem canalículos que permitem a 

nutrição e possibilitam as trocas de íons e moléculas entre os osteócitos e os 
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capilares sanguíneos. A função dos osteócitos é a manutenção da matriz óssea 

(JUNQUEIRA; CARNEIRO, 1999) (Figura 1). 

Os osteoblastos sintetizam a parte orgânica da matriz óssea e são 

compostos por fosfato de cálcio, glicoproteínas, proteoglicanas, colágeno tipo I e 

possuem também um sistema de comunicação intercelular similar aos osteócitos. 

Quando estão em atividade intensa de síntese são cuboides e quando pouco ativos 

exibem um formato achatado (JUNQUEIRA; CARNEIRO, 1999) (Figura 1). 

 

Fonte: JUNQUEIRA; CARNEIRO, 1999 

Figura 1 – Células da matriz óssea (Ossificação intramenbranosa) 

 

Por sua vez, os osteoclastos são células gigantes móveis, multinucleadas 

e extensamente ramificadas, derivados de monócitos do sangue. A sua função é a 

absorção do tecido ósseo, participando na remodelação óssea (Figura 1). Os 

osteoclastos formam depressões pela ação enzimática (fosfatase ácida e 

colagenase) na matriz óssea conhecidas como lacunas de Howship 

(MAZZONETTO, DUQUE NETTO, NASCIMENTO, 2012). 

 

2.4.2 Classificação do tecido ósseo 

 

No aspecto macroscópico o tecido ósseo é dividido de acordo com a sua 

densidade em: tecido ósseo cortical (denso ou compacto) e tecido ósseo medular 

(trabecular ou esponjoso). Ambos apresentam as mesmas células, mas diferem na 

quantidade de espaços medulares e na sua resistência. O osso medular está 

constituído por espaços medulares e trabéculas, o que lhe confere o aspecto poroso. 

Por sua vez, o osso compacto está composto por canais pelos quais passam nervos 

e vasos sanguíneos, denominados Canais de Volkmann (alinhados 
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perpendicularmente ao longo eixo do osso) e canais de Havers (paralelamente ao 

longo eixo do osso) (LINDHE; KARRING, 1999; MAZZONETTO; DUQUE NETTO; 

NASCIMENTO, 2012) (Figura 2).  

 

Fonte: ROSS; ROWRELL, 1993. 
Figura 2 – Aspecto macroscópico do tecido ósseo 

  

De acordo com a maturação o tecido ósseo pode ser classificado em osso 

primário (imaturo ou não lamelar) e osso secundário (maduro ou lamelar) (TEN 

CATE, 2008).  

O tecido ósseo primário apresenta fibras colágenas dispostas em várias 

direções sem organização definida, possui menor quantidade de minerais e maior 

proporção de osteócitos comparado ao tecido ósseo secundário, caracterizado por 

apresentar fibras colágenas organizadas, lamelas concêntricas dispostas ao redor 

dos feixes neurovasculares e contém a unidade estrutural e metabólica do osso 

denominada ósteon (LINDHE; KARRING, 1999), sendo que o seu tamanho varia de 

100 a 400 µm de diâmetro e 1 a 2 mm de comprimento (JUNQUEIRA; CARNEIRO, 

2008).  

De acordo com a sua origem embriológica o tecido ósseo é classificado 

em: ossificação intramembranosa, que ocorre no interior de uma membrana de 

tecido conjuntivo. Este processo forma o osso frontal, parietal e partes do osso 

occipital, temporal, osso maxilar e a mandíbula (Figura 3 a-e). O segundo tipo 

embriológico é a ossificação endocondral, o qual tem início sobre uma cartilagem 

hialina que sofre modificações incluindo a hipertrofia dos condrócitos e redução da 

matriz cartilaginosa, mineralização e morte dos condrócitos (Figura 3 f-j). Este tipo 



2 Revisão de Literatura 

 

41 

de ossificação é responsável pela formação de ossos curtos e longos (JUNQUEIRA; 

CARNEIRO 1999). 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
2.5 CALOTA CRANIANA  

 
A calota craniana ou calvária esta caracterizada pelo tipo de osso plano 

com duas camadas de osso cortical e em seu interior uma porção de osso trabecular 

ou esponjoso denominada díploe (GARDNER, 1998). 

A calvária é utilizada em vários experimentos em animais com o objetivo 

de avaliar a regeneração óssea utilizando a bioengenharia tecidual. Uma das 

Fonte: NAKASHIMA; CROMBRUGGHE, 2003 

Figura 3 – Ossificação intramembranosa e endocondral 
Ossificação intramembranosa: (a) Condensação mesenquimal nas laterais do crânio, (b) A atividade 
osteogênica se propaga para a linha sagital do crânio, (c) As duas massas celulares de cada lado 
encontram-se na sutura sagital média, (d) As células mesenquimais se diferenciam em células 
osteoprogenitoras e posteriormente em osteoblastos na região da sutura, (e) Vista frontal do crânio de 
rato. Ossificação endocondral: (f) Formação da condensação mesenquimal, (g) As células mesenquimais 
dão origem aos condrócitos e na periferia formam o pericôndrio, (h) Proliferação ativa dos condrócitos no 
centro do osso e diferenciação em condrócitos hipertróficos. A diferenciação dos condrócitos constitui a 
placa epifisiária. Ocorre invasão de vasos sanguíneos e osteoclastos que degradam a matriz dos 
condrócitos hipertróficos, enquanto os osteoblastos depositam matriz óssea  específica; (i) A matriz 
cartilaginosa mineralizada formam uma superfície para deposição de matriz óssea pelos osteoblastos; (j) 
Osso húmero de rato corado com Vermelho de Alizarina e Azul de alcian 
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vantagens de usar esta área anatômica é a falta de compressão, sendo assim 

considerada como uma região com estresse mecânico limitado. Além disso, as 

estruturas musculares vizinhas fornecem um ambiente de proteção (MANKANI et al., 

2006).  

Os defeitos realizados em calvária criam um nicho composto por um 

microambiente de células vindas tanto do periósteo como da dura-máter (LEVI et al., 

2011). Sua regeneração requer da dinâmica entre estas células capazes de se 

diferenciar em linhagem osteogênica (BRADLEY et al., 1997; GREENWALD et al., 

2000). 

Tem sido bem esclarecido na literatura a importância e função da dura-

máter na cicatrização e revascularização de defeitos em calvária. A sua ausência 

resulta no atraso na fase de remodelação do enxerto ósseo (HANSON et al., 1977; 

MABBUTT; KOKICH, 1979; HOPPER et al., 2001).  

Por outra parte, o periósteo funciona como uma barreira para que os 

fibroblastos não invadam precocemente a área onde será formado tecido ósseo, em 

vista que a maturação dos osteoblastos demora mais tempo que os fibroblastos; 

apesar de ambos os tecidos serem conjuntivos. Assim, a diferenciação e migração 

dos osteoblastos, na reparação óssea, é mais lenta comparado com os fibroblastos. 

Se o periósteo for lesado o tecido conjuntivo fibroso cicatricial pode invadir o espaço 

anteriormente ocupado pelo osso, prejudicando o reparo ósseo (CONSOLARO, 

2009). 

Durante a reossificação ocorre uma deposição de osso nas margens do 

defeito. No caso da regeneração do crânio, o tecido do endocrânio é capaz de 

produzir osteoindução (MABBUTT; KOKICH, 1979) devido à grande quantidade de 

fatores de crescimento com propriedades osteogênicas e osteoindutivas, 

participando no desenvolvimento e regeneração da calota craniana (MEHRARA et 

al., 1999). 

Os defeitos ósseos de diâmetro reduzido tem a capacidade de se auto-

regenerar por um mecanismo similar à osteogênese embriológica (DE CARVALHO, 

2010). Em defeitos com dimensões maiores, este mecanismo de regeneração não 

ocorre (PINHEIRO; GERBI, 2006). Assim, a completa regeneração dos defeitos 

ósseos depende, além de outros fatores, do tamanho do defeito (SCHMITZ; 

HOLLINGER, 1986; SCHMITZ et al., 1990).  
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Segundo Hollinger e Kleinschmidt (1990), um defeito ósseo crítico é 

definido como, “a menor ferida intra-óssea que não vai se regenerar 

espontaneamente durante toda a vida de um animal.” 

Lindsey et al. (2006), estabeleceram que para considerar um defeito como 

crítico, este deve exceder 1,5-3,0 vezes o diâmetro do osso. O conceito de defeito 

crítico depende da espécie animal, da localização do defeito (MARQUES et al., 

2010), da associação de tecidos moles protegendo a área cirúrgica, a carga 

mecânica que a região é submetida, idade do animal e as condições metabólicas e 

sistêmicas. Esses fatores influenciam na cicatrização e neoformação óssea 

(LINDSEY et al., 2006). 

 

2.6 ÁLCOOL E TURNOVER ÓSSEO 

 

De acordo com a literatura disponível atualmente, De Vernejoul, Bielakoff 

e Herve (1983); Schnitzler e Solomon (1984),  foram os primeiros pesquisadores em 

relatar a associação do álcool com a redução do volume e espessura do osso 

trabecular em humanos. Esses dados foram confirmados em estudos posteriores 

relacionando o álcool à osteopenia (FEITELBERG et al., 1987), reabsorção óssea 

(FARLEY et al., 1985), diminuição da mineralização (TURNER; GREENE, BELL 

1987), mudanças na estrutura e massa óssea e menor atividade osteoblástica 

(DIAMOND et al., 1989). 

Alvisa-Negrín et al. (2009), observaram que o consumo crônico do álcool 

aumenta a reabsorção óssea e diminui a massa óssea de diferentes locais do corpo 

humano, tais como: a crista ilíaca, o trocánter, região lombar e torácica da coluna 

vertebral e cabeça do fêmur. Esses efeitos deletérios produzem osteopenia e 

diminuição da proteína osteocalcina sérica. 

Outros efeitos prejudiciais que comprometem a formação óssea produto 

do consumo crônico de álcool são: a apoptose dos osteócitos (WANG et al., 2003; 

MAUREL et al., 2011b), diminuição da espessura do osso medular e cortical 

(MADDALOZZO, et al., 2009) e alterações na atividade e diferenciação de 

osteoblastos (CHAVASSIEUX et al., 1993). 

Lorenz e Jänicke-Lorenz (1983), demonstraram que ratos submetidos ao 

alcoolismo experimental durante 10 meses (5%-20% de álcool) exibiram mudanças 
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morfológicas dos osteócitos, fragmentação das células, aumento do número de 

vesículas, citólisis e modificação das organelas. 

O efeito do álcool no osso produz um decréscimo da densidade mineral 

óssea. O alcoolismo é considerado como uma causa secundária de osteoporose no 

homem, assim incrementando os riscos à fratura (MAUREL et al., 2012b). 

As modificações no osso decorrentes do álcool afetam a microarquitetura 

dos tecidos e o metabolismo ósseo, produzindo efeitos negativos, diretos e indiretos, 

no turnover ósseo (renovação óssea) (MAUREL et al., 2014). Tanto os efeitos 

diretos e indiretos estão relacionados com a perda óssea. Os efeitos indiretos estão 

associados à má nutrição, o que induz à perda óssea e alterações hormonais, que 

consequentemente podem interferir na atividade das células ósseas (MAUREL et al., 

2012a) (Figura 4). Estas mudanças estão relacionadas com a duração e exposição 

ao álcool (MIKOSCH 2014).  

 

Fonte: MAUREL, 2012a 

Figura 4 - Efeitos diretos e indiretos do etanol no tecido ósseo 

 

As consequências negativas no tecido ósseo derivadas do etanol são 

dose-dependentes. Chakkalakal et al. (2005b), determinaram as mudanças no 

metabolismo ósseo de acordo com a percentagem do total de calorias diárias. A 

dose mais baixa utilizada foi de 26%. Os resultados mostraram que houve 

mudanças mínimas no metabolismo ósseo dos ratos na dose de 26% em 

comparação com a dose de 36%, que acarretou em uma deficiência do reparo 
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ósseo. Os ratos que não receberam dieta líquida com etanol apresentaram menor 

acometimento de perda da rigidez e densidade óssea. Este efeito foi reafirmado no 

estudo de Buchaim et al. (2009), cujos resultados demonstraram que a neoformação 

óssea decresce de acordo com o aumento da concentração alcoólica, retardando o 

processo de reparo ósseo.   

 

2. 7 SUBSTITUTOS ÓSSEOS 

 

A primeira referência na literatura sobre o uso de substitutos ósseos foi ao 

redor de 1600, quando Job Van Meek’ren transplantou um osso craniano de um cão 

para um defeito craniano em humano, obtendo sucesso (MEEK’REN, 1632 apud 

YASZEMSKI et al., 1996). 

Na odontologia e cirurgia maxilofacial existem condições que levam a 

perda óssea prejudicando a função dental e até a reabilitação bucal devido à 

ausência da quantidade e qualidade óssea (POLO et al., 2011). O objetivo primordial 

do tratamento cirúrgico regenerativo é o preenchimento de defeitos ósseos com um 

biomaterial que promova a osteogênese reparativa (TSONIS, 2002). 

Os biomateriais são substâncias farmacologicamente ativas ou inertes 

utilizadas na reparação tecidual, com o objetivo de substituir parcial ou totalmente 

tecidos e órgãos (DA SILVA, JOLY, DE CARVALHO, 2010).  

Os substitutos ósseos são utilizados em procedimentos cirúrgicos, tais 

como: levantamento de assoalho do seio maxilar, preenchimento de defeitos 

periodontais, aumento horizontal e vertical de rebordo alveolar, reconstruções 

maxilares e faciais, conservação do rebordo alveolar após exodontias, entre outras 

aplicações (DO DESTERRO, 2012). 

Para serem considerados ideais os biomateriais devem induzir à 

neoformação óssea, ter capacidade de reabsorção com o tempo, apresentar 

biocompatibilidade e biofuncionalidade, radiolucência, disponibilidade, não gerar 

resposta imunológica e a acessibilidade econômica. Esse é o objetivo primordial da 

bioengenharia tecidual (DA SILVA, JOLY, DE CARVALHO, 2010).  

A biocompatibilidade dos substitutos ósseos pode ser definida como: 

A habilidade de um biomaterial desempenhar sua função desejada em 

relação a uma terapia médica, sem induzir qualquer efeito local ou sistêmico 

indesejável ao beneficiário da terapia; porém, gerando as respostas 
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celulares e teciduais mais benéficas naquela situação específica e 

otimizando as respostas clinicamente relevantes daquela terapia 

(WILLIAMS, 2008, p. 2951).  

A biofuncionalidade refere-se às propriedades mecânicas que habilitam 

um implante (biomaterial) a desempenhar a função esperada (BOSS et al., 1995). 

Com relação a origem, os biomateriais de preenchimento ósseo podem 

ser classificados em:  

a) Autógeno: O enxerto tem origem do próprio indivíduo. Esse enxerto é o 

único osteogênico, osteocondutor e osteoindutor, e não induz riscos de 

transmissão de doenças, assim sendo considerado o “padrão ouro” dos 

biomateriais de enxertia. No entanto, precisa de dois leitos cirúrgicos, 

aumentando a morbidade do paciente e o tempo trans-operatório. As 

suas fontes podem ser intraorais (mento, tuberosidade da maxila e 

ramo da mandíbula) e extraorais (crista ilíaca, tíbia e calota craniana); 

b) Homógeno/Alógeno: Quando o doador e o receptor são indivíduos 

diferentes, mas da mesma espécie. Esse enxerto tem propriedades 

osteoindutivas associadas à porção orgânica que contém BMPs 

(proteínas ósseas morfogenêticas). Entretanto, existe uma 

preocupação e desconfiança relacionada aos bancos de osso, métodos 

de esterilização e armazenamento; além dos fatores referentes com o 

doador. Algumas das suas vantagens são a ausência de um segundo 

sítio cirúrgico, disponibilidade da quantidade do enxerto, diminuição do 

tempo cirúrgico e baixo custo; 

c) Heterógeno/xenógeno: Quando o doador e o receptor são de espécies 

diferentes. Os enxertos de origem bovina são os mais utilizados em 

procedimentos de enxertia. Podem ser de origem vegetal 

(hidroxiapatita de coral) ou animal. Esse biomaterial apresenta íntimo 

contato com o osso neoformado pela sua porosidade, área de contato 

das partículas e índice cálcio/fosfato semelhantes ao osso autógeno. O 

enxerto xenógeno tem propriedade osteocondutora, visto que durante o 

processamento, as moléculas bioativas são removidas mantendo 

apenas o arcabouço mineral que servirá de guia na formação de novo 

osso. A reabsorção ocorre de forma lenta, sendo gradualmente 

substituído. Esta característica resulta da exposição a altas 
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temperaturas (sinterização) para eliminar a porção orgânica do osso 

(JOLY; MESQUITA; SILVA, 2010). Dentre suas vantagens estão: a 

disponibilidade de grandes volumes de osso, sem a necessidade de 

área doadora, a biocompatibilidade e custo acessível (MAZZONETTO, 

DUQUE NETTO, NASCIMENTO, 2012); 

d) Sintéticos/Aloplásticos: Podem ser metálicos, cerâmicos ou plásticos 

(DE CARVALHO et al., 2010). São materiais produzidos sinteticamente 

e são considerados seguros, não alergênicos e funcionam como 

arcabouço na formação óssea. Um exemplo desse biomaterial é o β-

TCP, utilizado na regeneração óssea por apresentar a mesma 

porosidade da hidroxiapatita (HA) e as suas partículas são 

reabsorvidas (50%) e substituída por osso. (JOLY; MESQUITA; SILVA, 

2010).   

Quanto a propriedade biológica, os mecanismos que fundamentam a 

utilização dos enxertos ósseos são: 

a) Osteogênesis: Processo pelo qual células viáveis formam centros de 

ossificação com o enxerto e contribuem com a formação de novo osso 

(KLOKKEVOLD, JOVANOVIC, 2004);  

b) Osteocondução: É a capacidade do biomaterial de conduzir por meio 

de uma matriz de suporte (arcabouço) as células ósseas para a sua 

substituição (reabsorção) e formação de novo osso. A osteocondução é 

mantida pela matriz inorgânica do biomaterial (DE CARVALHO et al., 

2010; LINDHE; LANG; KARRING, 2010); 

c) Osteoindução: É um processo que envolve a estimulação de células 

osteoprogenitoras imaturas a formar novo osso. Os enxertos de origem 

homógenos e autógenos apresentam estas propriedades. A atividade 

osteoindutora reside na liberação de BMPs, as quais são liberadas 

entre 2 semanas a 2 meses e seu pico de descarga ocorre em 6 meses 

(DE CARVALHO et al., 2010); 

d) Osteopromoção: É um princípio utilizado pelas técnicas de 

regeneração óssea guiada. Envolve o uso de membranas ou barreiras 

que promovem o isolamento e impedem que células que teriam uma 

ação inibidora entrem em contato com o enxerto (MAZZONETTO, 

DUQUE NETTO, NASCIMENTO, 2012).  

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/25704530
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Observando as características físicas, os materiais de enxertia são 

submetidos a processamentos químicos, classificados em: 

a) Anorgânicos, inorgânicos ou mineralizados: neste processo são 

removidos os componentes orgânicos e a matriz inorgânica apresenta 

formatos e tamanhos variados; 

b) Desmineralizados: os componentes celulares e inorgânicos são 

removidos, permanecendo apenas a matriz extracelular e pode ou não 

incluir as BMPs; 

c) Fresco: é obtido e utilizado sem nenhum tipo de processamento 

(MAZZONETTO, DUQUE NETTO, NASCIMENTO, 2012). 

Quanto à reação biológica os biomateriais podem ser divididos em: 

a) Biotolerados: apresenta tecido conjuntivo fibroso entre o implante e o 

tecido ósseo; 

b) Bioinertes: quando ocorre uma neoformação óssea de contato (sem 

reação entre o leito e o implante); 

c) Bioativos: material caracterizado por induzir uma reação físico-química 

entre o implante e o osso, produto de uma adaptação microestrutural e 

química com o tecido ósseo (DE CARVALHO et al., 2010; 

MAZZONETTO, DUQUE NETTO, NASCIMENTO, 2012). 

 

2.7.1 Resposta biológica aos substitutos ósseos 

 

O processo de incorporação dos enxertos ósseos inicia com a 

homeostase do osso remanescente e posterior substituição do biomaterial por novo 

osso, caracterizando a fase reparativa (FRIEDLAENDER, 1987).  

A incorporação dos substitutos ósseos consiste em 5 estágios: a) fase de 

organização do coágulo, b) fase inflamatória: proliferação vascular (angiogênese) e 

resposta celular local e sistêmica, c) osteocondução: o enxerto funciona como um 

andaime ou suporte mecânico para permitir a angiogênese, e) osteoindução: nesta 

fase células mesenquimais do hospedeiro conduzem à diferenciação de células 

osteoblásticas, e) remodelação tecidual: fase de neoformação óssea 

(aposição/reabsorção óssea). Esta fase final demora aproximadamente de 3-6 

meses (FRY; MILHOLEN; HARBRECHT, 1983; MAZZONETTO; DUQUE NETTO; 

NASCIMENTO, 2012). 
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A regeneração óssea ocorre por dois mecanismos, o primário e o 

secundário. O mecanismo primário está associado a uma fixação rígida, onde existe 

uma proximidade entre os fragmentos ósseos. Na interfase das margens, os 

osteoclastos produzem colagenase, reabsorvendo o osso existente (primeiro 

evento). Assim, o tecido fibrovascular e os osteoblastos começam a secretar matriz 

osteóide. Posteriormente, na fase de maturação essas células são convertidas em 

canais haversianos. Por outro lado, o mecanismo secundário envolve a formação de 

um calo, e dentro do mesmo os osteóides são secretados e mineralizados 

(JUNQUEIRA; CARNEIRO, 1999; DYM, HUANG, STERN 2012).  

O mecanismo secundário da regeneração óssea se dá em 3 fases: 

inflamação, reparo e remodelação (CONSOLARO, 2009). A etapa de inflamação se 

caracteriza pela formação de um hematoma com a presença de macrófagos, 

fibroblastos e outras células inflamatórias que migram para o local. A etapa de 

reparo tem a formação de tecido de granulação, aumento do tecido vascular e 

migração de células mesenquimais, e o osteóide é posteriormente mineralizado, 

formando o calo ósseo mole. Esse calo é subsequentemente mineralizado e 

ossificado, constituindo uma ponte de tecido ósseo. A fase de remodelação ou de 

maturação pode demorar meses a anos e a resistência funcional completa é atingida 

de 4-6 meses (DYM, HUANG, STERN 2012).   

O período mais crítico dessas fases evolutivas da reparação óssea 

acontece na 1.ª e 2.ª semana, onde ocorre a inflamação e revascularização. Nessa 

fase qualquer fator sistêmico (má-nutrição, diabetes, artrite reumatóide, 

medicamentos e agentes citotóxicos) pode inibir a proliferação de células ósseas 

(KALFAS, 2001). 

Assim, a regeneração óssea é um processo complexo que envolve a 

interação de vários elementos, incluindo as células ósseas, fatores de crescimento, 

hormônios e citocinas que resultam na manutenção da arquitetura óssea e a 

homeostase do cálcio (ERIKSEN, 2010).  

  

2.7.2 Biomaterial Bonefill® 

 

Os materiais de origem bovina desmineralizados tem sido descritos como 

uma matriz de suporte da proliferação e ancoragem de osteoblastos na regeneração 

óssea (STEPHAN et al., 1999). 
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Os xenoenxertos são amplamente utilizados em clínicas odontológicas e 

procedimentos médicos. Possuem a vantagem de fornecer uma quantidade 

abundante de osso, o custo é relativamente acessível e não gera resposta 

imunológica do tipo “corpo estranho”, devido a sua biocompatibilidade. A 

controvérsia que geram o uso dos xenoenxertos é causada pela possível presença 

de príons que colocaria em risco à saúde do paciente pela transmissão de doenças 

em humanos. No entanto, análises experimentais tem demonstrado que os enxertos 

xenógenos não tem risco de transmissão de doenças (LI; WANG 2008; WENZ, 

OESCH, HORST, 2001), uma vez que sua matriz orgânica é removida por 

procedimentos químicos (JOLY; MESQUITA; SILVA, 2010; MAZZONETTO, DUQUE 

NETTO, NASCIMENTO, 2012). 

Os príons são patógenos infecciosos que causam doenças 

neurodegenerativas fatais (STANLEY; PRUSINER, 1998). Na sua composição 

apresentam proteínas normais alteradas denominadas proteínas príons. A 

desnaturação e modificação dessas proteínas produz uma inativação dos príons e 

consequentemente elimina o risco de atividade imunológica dos enxertos xenógenos  

(WENZ, OESCH, HORST, 2001). 

Uma das características que devem apresentar os biomateriais é a 

presença de poros com tamanhos específicos. No interior do poro do biomaterial, o 

crescimento ósseo ocorre de fora para dentro, de forma centrípeta (IKEDA; 

KAWANABE; NAKAMURA, 1999). Engin e Tas (1999) relatam que os poros devem 

apresentar tamanho entre 50-100 mm ou entre 250 e 300 mm. Os biomateriais com 

poros menores de 50 mm não permitem a formação de novo osso (IKEDA; 

KAWANABE; NAKAMURA, 1999).  

Vários materiais xenógenos tem sido desenvolvidos no Brasil, dentre 

deles está a marca comercial Bonefill®. O biomaterial Bonefill® consiste em uma 

estrutura mineral extraída do fêmur bovino. Sua porção inorgânica apresenta uma 

estrutura similar à do osso humano, totalmente desproteinizado, por tanto, está 

isento de contaminações imunológicas. Apresenta a propriedade de osteocondução 

que permite a sua utilização em reconstruções de defeitos ósseos promovendo a 

remodelação e neoformação óssea. No seu processamento o osso fresco é triturado 

e recebe uma sequência de banhos com o objetivo de solubilizar as porções 

orgânicas (fibras e proteínas) conservando a porção mineral. O Bonefill® é utilizado 

em defeitos periodontais, enxerto ósseo ao redor de implantes, material de 
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preenchimento em exodontias, substituto ósseo em levantamento de seio maxilar, 

em procedimentos regenerativos, na neoformação óssea, defeitos ósseos em 

regiões orais, maxilares e faciais, base do crânio, fusão espinhal e em 

procedimentos ortopédicos  (BIONNOVATION, 2015).  

Polo et al. (2011) utilizaram o Bonefill® como material de preenchimento 

em tíbias de ratos obtendo resultados satisfatórios relacionados com a 

biocompatibilidade, osteocondução e regeneração óssea, após 10 e 30 dias pós-

operatórios. 

Em um estudo comparativo realizado por Manfro et al. (2014) foi avaliado 

a propriedade osteocondutiva de três substitutos ósseos inorgânicos bovinos: Bio-

Oss®, Bonefill® and Gen-Ox® inorgânico. Os resultados da análise histométrica e 

histológica mostraram que o Bonefill® e o Bio-oss® obtiveram valores similares e 

superiores ao Gen-Ox® inorgânico. 

Carbonari et al. (2009) analisaram em cobaias albinas jovens (Cavia 

porcellus) o potencial de citotoxicidade, toxicidade aguda sistêmica, teste de irritação 

cutânea e avaliação histológica de defeitos ósseos. Os resultados demonstraram a 

biocompatibilidade e biossegurança do Bonefill® como material de preenchimento 

em defeitos ósseos. 

Apesar dos resultados positivos obtidos em várias pesquisas 

experimentais sobre o biomaterial Bonefill® existe a necessidade desse substituto 

ósseo ser testado na regeneração óssea em defeitos críticos associados ao 

alcoolismo crônico, descrito na literatura como um fator que interfere negativamente 

na formação óssea e cuja prevalência aumenta nos pacientes atendidos na clínica 

médico/odontológica.  
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3 PROPOSIÇÃO 

 

3.1 OBJETIVO GERAL 

 

Analisar a ação da matriz óssea bovina inorgânica desmineralizada 

(Bonefill®) na neoformação óssea em ratos submetidos ou não ao alcoolismo 

experimental, por meio de análise histológica e histométrica. 

  

3.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

a-)  Analisar o comportamento do biomaterial Bonefill® no preenchimento 

de defeitos críticos em calota craniana de ratos; 

b-) Avaliar e comparar a interferência do alcoolismo experimental na 

neoformação óssea; 

c-)  Avaliar a interferência do tipo de dieta líquida sobre a massa corporal 

dos animais dos Grupos Controle (GC – água) e Experimental (GE – 

etanol).  
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4 MATERIAL E MÉTODOS 

 

4.1 DELINEAMENTO EXPERIMENTAL 

 

O projeto de pesquisa foi submetido à Comissão de Ética no Ensino e 

Pesquisa em Animais da Faculdade de Odontologia de Bauru – Universidade de São 

Paulo (CEEPA – Proc. N 023/2012), sendo aprovado em 24 de setembro de 2012 

(Anexo A). 

Os procedimentos realizados nos animais foram desenvolvidos no 

Laboratório de Mesoscopia da Disciplina de Anatomia, Departamento de Ciências 

Biológicas da Faculdade de Odontologia de Bauru – FOB/USP. 

Foram utilizados 40 ratos machos (Rattus norvegicus) da linhagem Wistar, 

adultos (60 dias de idade), fornecidos pelo Biotério Central da Faculdade de 

Odontologia de Bauru, Universidade de São Paulo (FOB/USP) – Campus de Bauru, 

São Paulo.  

No Biotério, os animais foram mantidos em gaiolas contendo 4 animais 

cada. O macroambiente apresentou uma iluminação artificial administrada por 

“timer”, que controlava o ciclo claro/escuro de 12/12 horas com luminosidade de 220 

lux, umidade de 55%, exaustor e ar condicionado, que manteve a temperatura média 

de 22ºC, confirmada por um termômetro de temperatura ambiente. 

Os animais foram separados aleatoriamente em Grupo Controle (GC) com 

20 ratos, sendo dividido em Grupo Água Coágulo (GAC) correspondente ao defeito 

direito na calota craniana do animal e Grupo Água Biomaterial (GAB), defeito do lado 

esquerdo do animal. O Grupo Experimental (GE), composto por 20 ratos foi dividido 

em Grupo Etanol Coágulo (GEC) correspondente ao defeito direito na calota 

craniana do animal e Grupo Etanol Biomaterial (GEB) defeito do lado esquerdo do 

animal. 

1. Grupo Controle (GC): Os animais receberam água como dieta líquida. 

Foi realizada uma osteotomia circular de 5 mm de diâmetro no osso parietal direito e 

esquerdo. O lado direito (GAC) foi preenchido com coágulo sanguíneo e o lado 

esquerdo (GAB) com osso bovino cortical inorgânico (Bonefill® Bionnovation, São 

Paulo, Brasil) de granulação média de 0,6 a 1,5 mm - 0,5 g (Figuras 5 e 6). 

2. Grupo experimental (GE): Os animais receberam como dieta líquida 

álcool (álcool etílico absoluto, Laboratório Labsynth, Diadema, São Paulo, Brasil) a 
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25%, diluído em água.  Foi realizada uma osteotomia circular (5 mm de diâmetro) no 

osso parietal direito e esquerdo. O lado direito (GEC) foi preenchido com coágulo 

sanguíneo e o lado esquerdo (GEB) com osso bovino cortical inorgânico (Bonefill® 

Bionnovation, São Paulo, Brasil) de granulação média de 0,6 a 1,5 mm - 0,5 g 

(Figuras 5 e 6). 

 

Figura 5 - Desenho experimental da divisão dos grupos 

 

 

Figura 6 – Biomaterial Bonefill® de granulação média (0,6-1,5 mm) 

 

Os animais receberam a mesma dieta sólida “ad libitum” (Ração Nuvilab 

CR1; Nuvital, Colombo, PR, Brasil) durante todo o experimento. 

Os ratos do Grupo Experimental (GE) foram submetidos ao alcoolismo crônico 

“semi-voluntário” por adaptação gradativa ao álcool (TIRAPELLI; TAMEGA; 

PETRONI, 2000; TIRAPELLI et al., 2007a-b; TIRAPELLI et al., 2008a-b). A 

administração gradual permite produzir a alcoolização experimental e evita o óbito 

dos animais. A adaptação progressiva correspondeu ao fornecimento de álcool 

etílico diluído em água na dieta líquida. Na primeira semana 8%, na segunda 
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semana 16% e na terceira semana 25%. Os animais continuaram a receber dieta 

alcoólica por um período de 90 dias, na concentração final de álcool (25%) conforme 

o protocolo de Buchaim (2011). 

Decorridos 90 dias os animais foram submetidos à cirurgia experimental e 

a dieta alcoólica continuou após realização da cirurgia até a eutanásia dos animais. 

 

4.2 PROCEDIMENTOS CIRÚRGICOS 
 
 

Os ratos foram previamente pesados em balança analítica (MicroNal® 

Equipamentos de Precisão, SP, Brasil)  e submetidos à anestesia geral 

intramuscular por meio da associação do sedativo cloridrato de quetamina 50 mg/kg 

(Dopalen® Sespo Indústria e Comércio Ltda – Divisão Vetbrands Saúde Animal, 

Jacareí, São Paulo, Brasil) e o relaxante muscular cloridrato de xilazina 10 mg/kg 

(Anasedan® Sespo Indústria e Comércio Ltda – Divisão Vetbrands Saúde Animal, 

Paulínia, São Paulo, Brasil) em uma proporção de 0,3 mg/100 Kg IM. A região 

superior da cabeça foi tricotomizada com aparelho de barbear (Philips® Multigroom 

QG3250, São Paulo, Brasil).  

Para a identificação de cada animal os pavilhões auriculares foram 

perfurados com um Alicate Perfurador (Ainsworth Golgran®, São Paulo, Brasil). 

Antissepsias do campo operatório foram realizadas com clorexidina 2% (RIOHEX® 

Indústria Farmacêutica Rioquimica LTDA – Brasil) na região frontoparietal. Os 

animais foram posicionados em decúbito ventral sobre uma tábua de cortiça. A 

seguir, foi infiltrado anestésico local Mepivacaína 2% com Vasoconstritor com 

epinefrina 1:1000.000 (Mepivalem SD®, Dentsply, São Paulo, Brasil) na região 

cirúrgica para controlar o sangramento e permitir melhor visualização dos tecidos. 

Foi realizada uma incisão longitudinal média crânio-caudal no couro cabeludo com 

lâmina de bisturi nº15 (Embramax®, São Paulo, Brasil), sobre a sutura sagital da 

calvária, com aproximadamente 20 mm de comprimento para exposição e divulsão 

dos tecidos, permitindo o seu deslocamento e afastamento, obtendo-se assim 

visualização dos ossos parietais (Figura 7 A-C). 

Em âmbos os grupos (GC e GE) foi realizado uma osteotomia circular no 

osso parietal direito e esquerdo com broca trefina (SIN®, Sistema de Implante, São 

Paulo, Brasil) de 5 mm de diâmetro, em baixa velocidade (1500 rpm), sob irrigação 
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de solução salina constante para evitar necrose óssea por ação térmica, obtendo 

assim, um fragmento de osso arredondado, preservando a integridade da dura-

máter e o cérebro (Figura 7D).  

 

 

Figura 7 – Procedimentos cirúrgicos: (A) Tricotomia da área da calota craniana; (B) Incisão crânio-

caudal (20 mm); (C) Divulsão dos tecidos e visualização dos osssos parietais; (D) 

Osteotomia circular de 5 mm realizada nos parietais  

 

Como a calota craniana tem aproximadamente 1 mm de espessura a 

marcação da broca trefina ajuda a monitorar a perfuração da calvária. A pressão da 

broca sobre o osso foi menor do que o peso do micromotor utilizado (micromotor 

com contra-ângulo adaptado modelo 500, Kavo®, Santa Catarina, Brasil) seguindo 

os cuidados e procedimentos cirúrgicos relatados na literatura (SPICER et al., 2012). 

A translucência do fragmento ósseo indicou a total osteotomia e o mesmo foi 

removido com o uso do descolador de molt 2/4 (Quinelato®, Rio Claro, SP, Brasil) 

pelas margens do defeito (Figura 8A). A colocação do biomaterial foi feita sem 

exercer pressão sobre o cérebro. O lado direito foi preenchido com coágulo 

sanguíneo do próprio local e o lado esquerdo com osso bovino cortical inorgânico 

(Bonefill®) com aproximadamente 0,015 g de biomaterial (Figura 8B). 
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Os tecidos da área cirúrgica foram reposicionados e suturados. 

Internamente o periósteo (pontos simples) com fio de poliglactina Vicryl® (Ethicon- 

Johnson & Johnson São Paulo, Brasil) 5-0 e externamente a pele (pontos simples), 

utilizando-se fio de seda 4-0 (Ethicon®- Johnson & Johnson, São Paulo, Brasil) 

(Figura 8 C-D). 

 

 
Figura 8 – Procedimentos cirúrgicos: (A) Exposição do defeito ósseo; (B) Preenchimento do defeito 

com Biomaterial Bonefill®; (C) Sutura do plano profundo com fio Vicryl® 5-0; (D) Sutura 

do plano superficial com fio de seda 4-0 

  

Imediatamente após os procedimentos cirúrgicos os animais receberam 

antibiótico em dose única (Flotril 2,5%, Schering-Plough S. A., Rio de Janeiro, Brasil) 

na dose de 0,2 mL/Kg e analgésico dipirona (Analgex V, Agener União, Brasil), na 

dose de 0,06 mL/Kg, em aplicações intramusculares. A aplicação do analgésico foi 

mantida a cada 12 horas, durante 3 dias. 
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4.3 EUTANÁSIA E PROCESSAMENTO DAS AMOSTRAS 

 

Decorridos os períodos de 10, 20, 40 e 60 dias pós-cirúrgico. Após de ter 

sido conferido o peso corporal de cada animal e aplicação da anestesia, as calotas 

cranianas foram cuidadosamente removidas com o auxílio de uma broca tronco-

cônica de ponta diamantada FG 4138 (KG Sorensen®, Cotia, São Paulo, Brasil), 

preservando os tecidos moles supraperiosteais (Figura 9 A-F). 

Posteriormente à remoção da calota, cinco animais de cada grupo, por 

período, foram eutanasiados por injeção de dose excessiva do anestésico citado 

anteriormente.  

 

 

Figura 9 – Eutanásia: (A) Tricotomia da região da calota craniana; (B) Remoção da pele; (C) Incisão 

para separar o segmento de osso da calota; (D) Osteotomia com broca tronco-cônica de 

ponta diamantada; (E) Remoção da calota craniana; (F) Após remoção da calota  

 

As peças foram fixadas em formol a 10% tamponado, por um período de 

48 horas. Após esse período de fixação, as peças foram lavadas em água corrente 

por 24 horas e colocadas em EDTA a 10% (solução contendo 4,13% de Titriplex III 

Merck® e 0,44% de hidróxido de sódio), fazendo trocas a cada 48 horas, para o 

processo de desmineralização, período aproximadamente de 40 dias. As amostras 

foram radiografadas no Departamento de Estomatologia, Disciplina de Radiologia, 

da Faculdade de Odontologia de Bauru – Universidade de São Paulo usando filmes 

oclusais (Radiografia dental Kodak Insight® IO-41, Eastman Kodak Company - EUA) 

e o aparelho de Raio-X, modelo x-707 (Yoshida Dental® MFC Co. Tóquio, Japão) 

regulado em 70 KVp e 7 mA, com uma distância foco-filmede 40 cm e tempo de 
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exposição de 0,17 s. Em seguida, a amostra passou pelo processo laboratorial de 

rotina para inclusão em parafina. 

As secções histológicas foram realizadas com 5 µm de espessura no 

micrótomo semi-automático Leica® (Modelo RM 2245, Leica Microsystems®, 

Alemanha) (Figura 10), levando em consideração a região central do defeito (maior 

diâmetro). Os cortes foram corados com Hematoxilina-Eosina (HE) e Tricrômico de 

Masson, para estudo histomorfológico e histométrico. 

 

  
 

Figura 10 - Micrótomo Leica® RM 2245 

 

4.4 ANÁLISE HISTOLÓGICA E HISTOMORFOMÉTRICA 

 

Para a realização das análises histológica e histomorfométrica foram 

utilizadas duas lâminas de cada espécime contendo três cortes semi-seriados da 

área cirúrgica. 

Na descrição histológica das áreas do defeito ósseo, em todos os 

espécimes foram consideradas as regiões de margem e central, para análise de 

formação de tecido de granulação, infiltrado infamatório, formação de tecido ósseo 

primário e maturação óssea. 

Para a análise histomorfométrica, as fotografias foram capturadas no 

microscópio Olympus BX50 (Olympus Corporation, Tóquio, Japan) com a câmera 

digital acoplada (Olympus DP 71, Tokyo, Japan) (Figura 11). A análise quantitativa 

foi realizada no computador (Processador Intel (R) Celeron Windows 8; Manaus, 

Brasil) usando o programa AxioVision version 4.9 Zeiss, Alemanha, assim foi medida 

a área do biomaterial e da neoformação óssea.  
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Figura 11 – Microscópio Olympus BX50 

 

4.5 ANÁLISE ESTATÍSTICA 

 

Na comparação da massa corporal inicial (dia da cirurgia experimental) 

nos diferentes grupos (grupo controle e grupo experimental), foi utilizado o teste “t” 

independente, e na confrontação da massa corporal inicial e final (dia da eutanásia) 

dentro do mesmo grupo (grupo controle e grupo experimental) foi aplicado o teste “t” 

pareado. 

A análise estatística para mensurar o percentual de formação óssea e de 

biomaterial, dentre os animais dos Grupos GAC, GAB, GEC e GEB, nos diferentes 

períodos (10 x 20 x 40 x 60 dias), foi utilizado o teste de variância ANOVA a um 

critério (tempo) para amostras independentes, com post hoc teste de Tukey. O nível 

de significância determinado foi de p<0.05.  

Para comparar o percentual de formação óssea nos animais de grupos 

diferentes para cada tratamento (GAC x GEC e GAB x GEB), nos diferentes 

períodos, foi aplicado o teste “t” para amostras independentes, com nível de 

significância p<0,05. 

Para comparar o percentual de formação óssea nos animais do mesmo 

grupo para tratamentos diferentes (GAC x GAB e GEC x GEB), nos diferentes 

períodos, foi aplicado o teste “t” pareado, com nível de significância p<0,05. 
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5 RESULTADOS 

 

5.1 MASSA CORPORAL 
 

A massa corporal inicial (dia da cirurgia experimental) dos animais que 

receberam água (GC) foram superiores em comparação com os animais que 

receberam álcool (GE) por um período de 110 dias (período total da alcoolização 

experimental), mostrando diferenças estatisticamente significantes (Tabela 1; Figura 

12).  

 

Tabela 1: Comparação da massa corporal inicial do grupo controle (GC) e do grupo experimental 

(GE) por meio do Teste “t” para amostras independentes. 

 

 
Massa corporal inicial (g) 

GC GE Test “t” (p) 

n  Media DMP n  Média DMP  
 

0,000000 
 

20 444,59±45,20*a 20 343,82±41,93 b 

* Média ± Desvio Padrão de 40 animais. 

Letras diferentes p<0,05 (teste "t" independente) 

 

 

Figura 12 – Representação da variação do tamanho corporal do GE e GC 

 

Durante os períodos pós-cirúrgicos a massa corporal final (dia da 

eutanásia) dos animais do GC não apresentou diferença significante no período de 

10 dias. Nos períodos 20, 40 e 60 dias pós-cirurgia a massa corporal aumentou, 
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7,9%, 6,6% e 14,1%, respectivamente, mostrando diferenças estatisticamente 

significantes nesses períodos (Tabela 2). 

 

Tabela 2: Massa corporal inicial e final por períodos (10, 20, 40 e 60 dias) do Grupo Controle (GC) 

 

Massa corporal do GC (g) 

Período n Inicial Final MCF -MCI Teste "t" pareado (p) 

      

10 dias 5 456,32±55,94* a 454,30±39,24 a 
 

-2,020000 0,888698 

20 dias 5 413,78±26,30 a 446,46±18,80 b 32,682000 0,007984 

40 dias 5 475,18±35,70 a 506,70±52,91 b 31,524000 0,021220 

60 dias 5 433,09±43,76 a 494,34±60,24 b 61,246000 0,004928 

* Média ± Desvio Padrão de 20 animais. 

Letras diferentes p<0,05 (teste "t" pareado) 

 

Na massa corporal final dos animais do GE ocorreu uma perda de 9,2% 

da massa corporal após 10 dias da cirurgia. No período de 20 dias depois da cirurgia 

a massa corporal mostrou-se similar ao da massa inicial. Aos 40 e 60 dias ocorreu 

ganho de massa corporal de respectivamente 5,9 e 6,4% nos animais. Constataram-

se diferenças estatisticamente significantes nos períodos de 10, 40 e 60 dias (Tabela 

3). 

 

Tabela 3: Massa corporal inicial e final por períodos (10, 20, 40 e 60 dias) do Grupo Experimental   

(GE) 

 

Massa corporal do GE (g) 

Período n Inicial Final MCF -MCI Teste "t" pareado (p) 

      

10 dias 5 284,81±17,36* a 258,61±14,43 b -26,20400 0,000178 

20 dias 5 376,79±10,81 a 389,29±23,43 a 12,50200 0,343744 

40 dias 
 

5 
 

349,69±28,45 a 
 

369,88±26,09 b 
 

20,18400 
 

0,006915 
 

60 dias 5 363,98±23,46 a 386,23±27,82 b 22,24600 0,045035 

* Média ± Desvio Padrão de 20 animais. 

Letras diferentes p<0,05 (teste "t" pareado) 
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5.2 OBSERVAÇÕES HISTOMORFOLÓGICAS 

 

A descrição histomorfológica a seguir será realizada de duas maneiras: 

inicialmente, com objetivas de 4 e 10 vezes, com coloração de Tricrômico de 

Masson, a descrição será nos períodos estipulados previamente (10, 20, 40 e 60 

dias), com ênfase na observação da cavidade cirúrgica em relação às margens do 

defeito, o biomaterial enxertado, tecido ósseo e conjuntivo no seu interior. Depois, 

com objetiva de 40 vezes, coloração de Hematoxilina e Eosina (HE), a análise dos 

Grupos GAB e GEB, GAC e GEC, nos períodos estipulados previamente (10, 20, 40 

e 60 dias), com ênfase na observação dos elementos celulares presentes na 

cavidade cirúrgica. 

 

5.2.1 Período de 10 dias 

 

A análise histomorfológica dos defeitos nos diferentes grupos 

demonstraram em GAB e GEB partículas do enxerto ósseo circundado por tecido 

conjuntivo e pequenas áreas de formação óssea na margem do defeito. Os grupos 

GAC e GEC apresentaram uma pequena formação óssea na margem do defeito, 

sendo que o GEC também mostrou formação óssea no centro do defeito. Em ambos 

os grupos observou-se grande quantidade de tecido conjuntivo (Figura 13). 

Os grupos GAB e GEB apresentaram as partículas do enxerto ósseo 

circundados por tecido de granulação, sem sinais de reabsorção da sua superfície e 

pequenas áreas de formação óssea na margem do defeito. Nos grupos GAC e GEC 

observaram-se formação de novo osso e tecido de granulação nas margens do 

defeito (Figura 14). 
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Figura 13: Objetiva de 4x. Aspecto panorâmico dos defeitos dos diferentes grupos no período de 10 

dias coradas pelo Tricrômico de Masson. Enxerto ósseo (Eo), tecido conjuntivo (Tc), tecido 

de granulação (Tg), margem do defeito (M), formação óssea (seta amarela) 
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Figura 14: Objetiva de 10x. Fotomicrografia dos defeitos dos diferentes grupos no período de 10 dias 

coradas pelo Tricrômico de Masson. Enxerto ósseo (Eo), tecido conjuntivo (Tc), tecido de 

granulação (Tg), margem do defeito (M), formação óssea (seta amarela) 
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5.2.2 Período de 20 dias 

 

 A análise histomorfológica dos defeitos, nos diferentes grupos no período de 

20 dias, coradas pelo Tricrômico de Masson, mostraram o grupo GAB e o GEB com 

partículas do enxerto ósseo envolvidas por tecido conjuntivo. No grupo GAB são 

observadas áreas de formação óssea nas margens e no centro do defeito. Algumas 

partículas estão envolvidas por tecido ósseo neoformado. Os grupos GAC e GEC 

apresentaram uma pequena formação óssea na margem do defeito, sendo que o 

GEC também apresentou formação óssea no centro do defeito. Ambos os grupos 

apresentavam uma quantidade menor de tecido conjuntivo em relação ao período de 

10 dias (Figura 15). 

 Nos grupos GAB e GEB apresentaram-se algumas áreas ao redor das 

partículas do enxerto ósseo rodeadas por tecido de granulação e algumas áreas de 

formação óssea no centro do defeito, circundando algumas partículas do biomaterial 

enxertado. Tanto o grupo GAB como o GEB não mostram sinais de reabsorção na 

superfície do biomaterial. Nos grupos GAC e GEC observaram-se formação óssea 

imatura nas margens dos defeitos, pequenas áreas isoladas de formação óssea no 

centro do defeito no grupo GEC, e áreas de tecido de granulação reduzidas 

comparado com o período de 10 dias desses grupos (Figura 16). 



5 Resultados 

 

78 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



5 Resultados 

 

79 

Figura 15: Objetiva de 4x. Aspecto panorâmico dos defeitos dos diferentes grupos no período de 20 

dias coradas pelo Tricrômico de Masson. Enxerto ósseo (Eo), tecido conjuntivo (Tc), tecido 

de granulação (Tg), margem do defeito (M), formação óssea (seta amarela) 
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Figura 16: Objetiva de 10x. Fotomicrografia dos defeitos dos diferentes grupos no período de 10 dias 

coradas pelo Tricrômico de Masson. Enxerto ósseo (Eo), tecido conjuntivo (Tc), tecido de 

granulação (Tg), margem do defeito (M), formação óssea (seta amarela) 
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5.2.3 Período de 40 dias 

 

 A análise dos defeitos ósseos de todos os grupos, no período de 40 dias 

corados pelo Tricrômico de Masson, revelaram nos grupos GAB e GEB algumas 

áreas de formação óssea principalmente nas margens dos defeitos e ao redor de 

algumas partículas. Estas partículas de biomaterial foram circundadas por tecido 

conjuntivo e especificamente no grupo GEB apresentam um deslocamento das 

mesmas. Os grupos GAC e GEC exibiram uma formação óssea nas margens do 

defeito e sobre a superfície da dura-máter, mais extensa que nos períodos 

anteriores, porém de espessura menor que o osso original. Ambos os grupos 

apresentavam uma menor quantidade de tecido conjuntivo em relação aos períodos 

de 10 e 20 dias (Figura 17). 

 Os grupos GAB e GEB apresentaram algumas partículas envolvidas por 

tecido ósseo neoformado. No grupo GEB foram observadas áreas isoladas de 

neoformação óssea no centro do defeito. Os grupos GAC e GEC mostraram um 

comportamento de formação óssea similar entre eles, sobre a superfície da dura-

mater mais extensa em comparação com os períodos anteriores (Figura 18). 
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Figura 17: Objetiva de 4x. Aspecto panorâmico dos defeitos dos diferentes grupos no período de 10 

dias coradas pelo Tricrômico de Masson. Enxerto ósseo (Eo), tecido conjuntivo (Tc), 

margem do defeito (M), formação óssea (seta amarela) 
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Figura 18: Objetiva de 10x. Fotomicrografia do defeito dos diferentes grupos no período de 10 dias 

coradas pelo Tricrômico de Masson. Enxerto ósseo (Eo), tecido conjuntivo (Tc), margem 

do defeito (M), formação óssea (seta amarela) 
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5.2.4 Período de 60 dias 

 

 A análise histomorfológica dos defeitos nos diferentes grupos, no período de 

60 dias coradas pelo Tricrômico de Masson, mostraram o grupo GAB e o GEB com 

áreas de formação óssea principalmente nas margens do defeito. Observaram-se 

partículas do enxerto ósseo circundadas por tecido conjuntivo, pequenas áreas de 

osso neoformado ao redor de algumas partículas e poucas áreas que revelaram 

sinais de reabsorção da superfície do biomaterial.  Os grupos GAC e GEC 

apresentaram uma extensa formação óssea na margem do defeito, sendo que o 

GEC também apresentou tecido ósseo neoformado no centro do defeito, porém sem 

preenchimento total da área do defeito (Figura 19). 

Os grupos GAB e GEB apresentaram as partículas do enxerto ósseo 

circundados por tecido conjuntivo, com pequenas áreas de reabsorção na superfície 

das partículas. Nos grupos GAC e GEC observou-se uma grande área de formação 

óssea com semelhança no aspecto físico da maturação óssea. Todos os grupos 

deste período exibiram um estágio mais avançado de remodelação óssea (Figura 

20). 
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Figura 19: Objetiva de 4x. Aspecto panorâmico dos defeitos dos diferentes grupos no período de 60 

dias coradas pelo Tricrômico de Masson. Enxerto ósseo (Eo), tecido conjuntivo (Tc), 

margem do defeito (M), formação óssea (seta amarela) 
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Figura 20: Objetiva de 10x. Fotomicrografia dos defeitos dos diferentes grupos no período de 60 dias 

coradas pelo Tricrômico de Masson. Enxerto ósseo (Eo), tecido conjuntivo (Tc), Margem 

do defeito (M), formação óssea (seta amarela) 
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5.2.5 GAB e GEB nos períodos de 10 20, 40 e 60 dias (HE): 

 

A análise microscópica dos defeitos dos grupos GAB e GEB, nos diferentes 

períodos corados pela Hematoxilina-Eosina, mostraram no período de 10 dias em 

ambas as condições clínicas o biomaterial estava circundado por tecido conjuntivo 

frouxo contendo vasos sanguíneos. No período de 20 dias observou-se no grupo 

GAB uma fina camada de tecido conjuntivo separando as partículas, sendo que no 

grupo GEB esta camada de tecido conjuntivo era mais extensa. No período de 40 

dias o GEB apresentou células gigantes multinucleadas e um tecido conjuntivo em 

proceso de organização. Aos 60 dias foi possível observar sinais de reabsorção da 

matriz óssea por células mononucleares (Figura 21). 

 
 

5.1.6 GAC e GEC nos períodos de 10 20, 40 e 60 dias (HE): 

 

A análise microscópica dos defeitos dos grupos GAC e GEC, nos diferentes 

períodos corados pela Hematoxilina-Eosina, apresentaram no período de 10 dias, 

formação óssea imatura nas bordas do defeito, intensa proliferação de células 

inflamatórias mononucleares e osteócitos. Aos 20 dias foi possível observar uma 

maior quantidade de tecido ósseo imaturo nas margens do defeito e presença de 

vários canais nutritivos. O período de 40 dias mostrou neoformação óssea em íntimo 

contato com a margem do defeito sem interposição de tecido conjuntivo fibroso. Aos 

60 dias foi observado um tecido ósseo mais compacto presente nas margens dos 

defeitos (Figura 22). 
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Figura 21: Objetiva de 40x. Aspectos microscópicos do defeito dos grupos GAB e GEB nos períodos 

de 10, 20, 40 e 60 dias corados pela Hematoxilina-Eosina. Tecido conjuntivo frouxo (TC); 

vasos sanguíneos (seta azul); células inflamatórias mononucleares (círculo preto); enxerto 

ósseo (Eo); neoformação óssea (asterisco); osteócitos (seta verde); células gigantes 

multinucleadas (seta vermelha) 



5 Resultados 

 

98 

 

 

 



5 Resultados 

 

99 

 

Figura 22: Objetiva de 40x. Aspectos microscópicos do defeito dos grupos GAC e GEC nos períodos 

de 10, 20, 40 e 60 dias corados pela Hematoxilina-Eosina. Tecido conjuntivo frouxo (TC); 

vasos sanguíneos (seta azul); células inflamatórias mononucleares (círculo preto); 

margem do defeito (M); neoformação óssea (asterisco); osteócitos (seta verde) 
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5.3 OBSERVAÇÕES HISTOMORFOMÉTRICAS 

 

Quando se avaliou a influência do tempo na formação óssea dentro de cada 

grupo experimental (Tabela 4) foi verificado que no GEC o percentual de osso 

neoformado foi de 6,67% aos 10 dias. Entre 10 e 40 dias o percentual de osso 

neoformado aumentou gradualmente 1,61 vezes (161%) e se manteve até os 60 

dias.  

No GAC, o percentual de osso neoformado apresentou o mesmo padrão de 

formação óssea observado no GEC (Tabela 4).  

Nos grupos tratados com biomaterial independentemente do tipo de consumo 

líquido o percentual de tecido ósseo (Tabela 4) e biomaterial (Tabela 5) dos grupos 

GAB e GEB não variou estatisticamente entre os períodos, sendo em média de 

respectivamente 24,6% e 10%. Estes dados estão representados na figura 23 para o 

percentual de formação óssea, e figura 24 e tabela 5 para o percentual de 

biomaterial. 

 

Tabela 4  –  Comparação do percentual de formação óssea nos diferentes períodos de reparo 

para cada grupo: ANOVA a um critério (tempo) para amostras independentes e post 

hoc teste de Tukey 

 

 10 dias 20 dias 40 dias 60 dias ANOVA 
(p) 

GAC 5,30±3,08* a 8,41±5,17 a,b 15,50± 7,14 b 14,51±7,69 b 0,049 

GAB 7,54±6,56 a 13,79±11,14 a 12,97±7,07 a  13,34±12,45 a 0,618 

GEC 6,67±3,09a 12,33±1,89b 17,42±2,78b 18,29±7,89b 0,007 

GEB 6,98±5,97 a 7,96±4,40 a 9,59±4,59 a 12,85±7,94 a 0,466 

* Média ± Desvio Padrão de 5 animais/grupo 

Letras diferentes p<0,05 (teste de Tukey) 
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Tabela 5  –  Comparação do percentual de Biomaterial nos diferentes períodos de reparo para cada 

grupo experimental tratados com biomaterial: ANOVA a um critério (tempo) para 

amostras independentes e post hoc teste de Tukey 

 

 10 dias 20 dias 40 dias 60 dias ANOVA 
(p) 

GAB 32,69±11,71 a 21,60±5,16 a 28,03±10,64 a 18,43±11,86 a 0,160 

GEB 28,24±11,60 a 22,93±11,46 a 25,58±4,00 a 19,54±11,06 a 0,601 

* Média ± Desvio Padrão de 5 animais/grupo 

Letras diferentes p<0,05 (teste de Tukey) 

 

Representação gráfica da densidade de área de tecido ósseo obtido para os grupos 

GAC,GEC, GAB e GEB nos diferentes períodos experimentais. n=5, Barra=Erro 

Padrão da média. Anova a um critério (p = 0,049). Letras diferentes indicam diferença 

estatisticamente significante 

Figura 23  – 
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Figura 24 – Representação gráfica do percentual de Biomaterial nos diferentes períodos de reparo 

para cada grupo experimental tratados com biomaterial obtido para os grupos GAC e 

GEC nos diferentes períodos experimentais. n=5, Barra=Erro Padrão da média. Anova a 

um critério (p = 0,049). Letras diferentes indicam diferença estatisticamente significante 

 

Para avaliarmos possíveis interferências na formação óssea associado ao 

quadro clínico dos animais (alcoolizado e não alcoolizado) foi confrontado o 

percentual de osso neoformado obtidos entre GAC versus GEC e GAB versus GEB 

para cada período experimental. Nenhuma diferença estatisticamente significante foi 

observada (Tabela 6; Figuras 25 e 26). 
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Tabela 6 – Comparação do percentual de formação óssea nos animais alcoolizados e não 

alcoolizados para cada tratamento (biomaterial ou coágulo) nos diferentes períodos 

experimentais para cada grupo experimental: Teste “t” para amostras independentes 

 

 
Período 
em dias 

Tratamento com Coágulo 
 
Teste 
“t” (p) 

Tratamento com Biomaterial 
 
Teste 
“t” (p) 

GAC GEC GAB GEB 

10 dias 5,30±3,08* a 6,67±3,09 a 0,528 7,54±6,56 a 6,98±5,97 a 0,899 

20 dias 8,41±5,17 a 12,33±1,89 a 0,151 13,79±11,14 a 7,96±4,40 a 0,307 

40 dias 15,50±7,14 a 17,42±2,78 a 0,591 12,97±7,07 a 9,59±4,59 a 0,678 

60 dias 14,51±7,69 a 18,29±7,89 a 0,464 13,34±12,45 a 12,85±7,94 a 0,942 

* Média ± Desvio Padrão de 5 animais/grupo 

 

 

 

Figura 25 –  Representação gráfica da densidade de área de tecido ósseo obtido para os grupos GAC 

e GEC nos diferentes períodos experimentais. n=5, Barra=Erro Padrão da média. Anova 

a um critério (p = 0,049). Letras diferentes indicam diferença estatisticamente significante 
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Figura 26– Representação gráfica da densidade de área de tecido ósseo obtido para os grupos GAB 

e GEB nos diferentes períodos experimentais. n=5, Barra=Erro Padrão da média. Anova a 

um critério (p = 0,049). Letras diferentes indicam diferença estatisticamente significante 

 

Para se comparar a interferência do tipo de tratamento na formação óssea 

foram confrontados os dados dos defeitos preenchidos com o biomaterial em relação 

aos preenchidos com coágulo em cada condição clínica e período experimental. 

Verificou-se que nos animais não alcoolizados (GAC versus GAB) o percentual de 

formação óssea foi similar entre os grupos preenchidos com coágulo e com 

biomaterial em todos os períodos experimentais. Porém, nos animais alcoolizados 

(GEC versus GEB) a formação óssea foi mais lenta/menor nos animais tratados com 

o biomaterial quando comparados com os preenchidos com coágulo, sendo 

observadas diferenças estatisticamente significantes apenas no período de 40 dias 

(formação óssea 0,45 vezes menor nos tratados com biomaterial versus coágulo) 

(Tabela 7; Figuras 27 e 28). 



5 Resultados 

 

106 

Tabela 7: Comparação do percentual de formação óssea conforme o grupo de tratamento 

(biomaterial versus coágulo) para cada situação clínica dos animais (alcoolizados e não alcoolizados): 

Teste “t” pareado 

 
 
Período 
em dias 

Tratamento com Água 
 
Teste 
“t” (p) 

Tratamento com Álcool 
 
Teste 
“t” (p) GAC GAB GEC GEB 

10 dias 5,30±3,08* a 7,54±6,56 a 0,326 6,67±3,09 a 6,98±5,97 a 0,852 

20 dias 8,41±5,17 a 13,79±11,14 a 0,370 12,33±1,89 a 7,96±4,40 a 0,156 

40 dias 15,50± 7,14 a 12,97±7,07 a 0,610 17,42±2,78 a 9,59±4,59 b 0,018 

60 dias 14,51±7,69 a 13,34±12,45 a 0,865 18,29±7,89 a 12,85±7,94 a 0,122 

* Média ± Desvio Padrão de 5 animais/grupo 

Letras diferentes p<0,05 (teste de Tukey) 

 

Figura 27 – Representação gráfica da densidade de área de tecido ósseo obtido para os grupos GAC 

e GAB nos diferentes períodos experimentais. n=5, Barra=Erro Padrão da média. Anova a um critério 

(p = 0,049). Letras diferentes indicam diferença estatisticamente significante 

 



5 Resultados 

 

107 

 

Figura 28 – Representação gráfica da densidade de área de tecido ósseo obtido para os grupos GEC 

e GEB nos diferentes períodos experimentais. n=5, Barra=Erro Padrão da média. Anova a um critério 

(p = 0,049). Letras diferentes indicam diferença estatisticamente significante 
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6 DISCUSSÃO 

O presente trabalho teve como objetivo analisar a ação da matriz óssea 

bovina inorgânica desmineralizada (Bonefill®) na neoformação óssea em ratos 

submetidos ou não ao alcoolismo experimental, por meio de análise histológica e 

histométrica. Os resultados mostraram que a presença do biomaterial não estimulou 

a neoformação óssea nas condições de alcoolismo experimental, quando se 

comparou com a cavidade cirúrgica preenchida somente por coágulo. Nos animais 

não alcoolizados o tratamento (coágulo x biomaterial) teve um percentual similar de 

formação óssea. 

Os efeitos deletérios do álcool sobre o tecido ósseo têm sido investigados 

desde a década de 80 (DE VERNEJOUL; BIELAKOFF; HERVE, 1983). A partir 

dessa data, vários estudos têm direcionado os seus objetivos para a avaliação dos 

efeitos diretos e indiretos do álcool na dinâmica do turnover ósseo (FEITELBERG et 

al., 1987; CHAVASSIEUX et al., 1993; (WANG et al., 2003; BUCHAIM et al. 2009, 

MAUREL et al., 2014; ZHANG et al., 2015).  

A utilização de animais nessa pesquisa está baseada na vantagem de 

fornecer informações fisiológicas e de condições patológicas com relevância clínica, 

além de prover uma melhor aproximação dos resultados em humanos (GOMES; 

FERNANDES, 2011). O motivo da escolha de ratos, com idade de 60 dias, foi por 

causa da influência que exerce a idade sobre a cicatrização, vascularização e 

consequentemente na angiogênese no processo de reparo de fraturas. Sendo 

assim, ratos mais jovens apresentam um reparo ósseo mais próximo às condições 

fisiológicas normais, fornecendo dados mais confiáveis (LU et al., 2008). 

Quanto ao sexo dos animais, a escolha por ratos machos foi em razão da 

influência dos hormônios sexuais no tecido ósseo. Apesar da participação do 

androgênio, estrogênio e seus respectivos receptores no crescimento e manutenção 

óssea, tem sido atribuída uma ação inibidora no periósteo do osso em formação, 

relacionada ao estrogênio nas mulheres. Além disso, o esqueleto masculino está 

caracterizado por apresentar maior massa óssea, ser mais resistente e possuir um 

risco à fratura óssea de 15% em contraste com um 40% nas mulheres (VENKEN et 

al., 2008; OURY, 2012). 

 A preferência do uso da calvária foi devido à similaridade embriológica com 

os ossos da face, obtendo resultados que podem ser aplicados na clínica 
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odontológica (DEVELIOGLU, UNVER SARAYDIN, KARTAL, 2009). O uso da 

calvária permite a reprodução e estandardização, podendo ser avaliada 

radiograficamente e histologicamente; permite um acesso cirúrgico para implantação 

de um biomaterial; além das razões econômicas (REICHERT et al., 2010). Em 

contrapartida, as pesquisas em calota craniana tem como limitação a incapacidade 

de realizar avaliação mecânica (GOMES; FERNANDES, 2011). 

A escolha pela dieta líquida de consumo de álcool foi baseada na eficiência 

desta técnica no estudo dos efeitos do etanol devido à flexibilidade de ajustar as 

necessidades fisiológicas, à facilidade de estudar os efeitos tóxicos do álcool e a sua 

inter-relação com os nutrientes ingeridos (LIEBER; DECARLI; SORRELL,1989). A 

técnica da dieta líquida foi descoberta 25 anos atrás e tem melhorado até então, 

sendo considerada uma ferramenta no estudo experimental dos efeitos do álcool 

(LIEBER; DECARLI; SORRELL, 1989), podendo simular o consumo de etanol em 

humanos (GIL-MARTÍN; CALVO; FERNÁNDEZ-BRIERA, 1998). 

Outras técnicas como a as injeções intraperitoneais e a gavagem como 

método de alcoolismo experimental são consideradas estressantes, além do risco de 

necrose tecidual e de processo inflamatório (GIL-MOHAPEL et al., 2010).  

Em diversas pesquisas têm sido relatados procedimentos cirúrgicos em ratos 

para avaliar a regeneração óssea em defeitos ósseos críticos maior ou igual a 5 mm 

(WINN et al., 1999; CACCIAFESTA et al., 2001; VERNA et al., 2002; LUTOLF et al., 

2003; QIU et al., 2007). No entanto, Porto et al. (2012), consideram que osteotomias 

de 5 mm utilizadas como defeitos críticos não devem ser usados em análises por um 

período maior de 30 dias, devido a que o defeito tem uma propensão ao reparo após 

esse período, sem a necessidade de biomaterial como preenchimento. Esses dados 

não condizem com os resultados da atual pesquisa, já que não foi observado 

preenchimento total dos defeitos em nenhum dos grupos, nos períodos analisados 

(10, 20, 40 e 60 dias). 

No presente estudo as duas cavidades, de 5 mm de diâmetro, foram 

distribuídas lateralmente à sutura sagital, nos ossos parietais direito e esquerdo. Os 

defeitos ósseos de 5 mm de diâmetro na calota craniana de ratos possibilitam a 

realização de osteotomias de ambos os lados, podendo assim avaliar no mesmo 

animal o grupo controle e o grupo experimental (QIU et al., 2007), além do mais se 

evita lesão da sutura sagital, reduzindo o risco de danos do seio sagital superior 

(BOSCH, MELSEN, VARGERVIK, 1998).  
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Com relação ao biomaterial empregado, em todos os períodos analisados, o 

biomaterial Bonefill® formou uma cápsula de tecido conjuntivo fibroso, mostrando ser 

um substituto ósseo biotolerado, teve um comportamento bioinerte e não 

demonstrou biofuncionalidade. Este encapsulado de tecido fibroso foi observado 

anteriormente por Develioglu, Unver Saraydin e Kartal (2009), em um estudo no qual 

utilizaram um xenoenxerto de origem bovina em defeitos realizados no osso parietal 

em ratos. Os resultados mostraram a presença de tecido fibroso ao redor das 

partículas após 30 dias. Segundo Kasper et al. (2006), essa reação ocorre pela 

tentativa do organismo de isolar o biomaterial.  

Quanto ao peso dos animais, o GE mostrou um peso corporal menor no 

período inicial (dia da cirurgia experimental) quando comparado ao GC, em que 

posteriormente não ocorreu perda de massa corporal no pós-cirúrgico. Tem sido 

relatada a ocorrência da diminuição da massa corporal em ratos alcoolizados 

(LIEBER; JONES; DECARLI, 1965). A diminuição da ingestão de alimentos em ratos 

submetidos ao alcoolismo é causada pelos danos hepáticos, pelas mudanças 

químicas e anormalidades estruturais no fígado (LIEBER; JONES; DECARLI, 1965).  

Na análise histomorfológica e na fotomicrografia de todos os grupos, no 

período de 10 dias, foi observado uma grande quantidade de tecido conjuntivo e 

uma formação de osso imaturo principalmente nas margens do defeito. O grupo 

GEC mostrou uma reabsorção mais intensa das margens, em comparação com os 

outros grupos do mesmo período. Este mecanismo é conhecido como “primeiro 

evento” do processo de remodelação óssea, onde os osteoblastos produzem 

colagenase na interfase das margens, reabsorvendo o osso existente (DYM, 

HUANG, STERN 2012, JUNQUEIRA; CARNEIRO, 1999).  

No período de 10 dias, de todos os grupos, foram obsrvadas algumas  

espículas ósseas localizadas nas margens do defeito. Tem sido relatado que após 

14 dias da perfuração de defeitos ósseos críticos na calota craniana, espículas 

podem ser observadas na periferia dos defeitos ósseos (SILVEIRA et al., 2008). 

O Grupo GAB, no período de 10 dias, apresentou um deslocamento do 

biomaterial, sendo que algumas áreas não estavam preenchidas pelo enxerto ósseo 

implantado, o que pode ter limitado a formação óssea e ser o motivo pelo qual esse 

grupo obteve as médias mais baixas. Stevenson, Emery e Goldberg (1996), 

relataram a importância da estabilização inicial do biomaterial na osseointegração. 

Visto que, as micromovimentações podem inibir o crescimento ósseo, causando 
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uma união de tipo fibrosa (HJORTING-HANSEN; WORSAAE; LEMONS; 1990; 

CESTARI et al., 2009).  

A avaliação histomorfológica, no período de 20 dias, mostrou nos grupos GAB 

e GEB algumas partículas parcialmente circundadas por tecido ósseo neoformado, 

com maior formação óssea em áreas próximas às partículas de biomaterial. Aos 40 

dias foi possível observar uma maior quantidade de tecido ósseo neoformado em 

relação aos períodos anteriores, porém sem sinais de reabsorção do biomaterial e 

com tecido fibroso ao redor de várias partículas, assim como foi observado por 

Develioglu, Unver Saraydin, Kartal (2009). 

No período de 60 dias o reparo ósseo apresentou um estágio mais avançado 

de remodelação e consolidação, assim como relatado por Hyun et al. (2005), no 

entanto sem reparo completo do defeito. O reparo incompleto do defeito ósseo, aos 

60 dias, demonstrou que osteotomias de 5 mm realizadas em calota craniana de 

ratos podem ser consideradas como defeitos críticos, o que vem de encontro com 

pesquisas anteriores (WINN et al., 1999; CACCIAFESTA et al., 2001; VERNA et al., 

2002; LUTOLF et al., 2003; QIU et al., 2007). 

O mecanismo do reparo aconteceu das bordas do defeito para o centro (de 

forma centrípeta) em todos os períodos, sendo que nos períodos de 20, 40 e 60 dias 

houve também formação óssea no centro do defeito pela proliferação de células 

ósteogênicas vindas da dura-máter. Hyun et al. (2005), observaram o crescimento 

inicial de osso nas bordas do defeito. Cestari et al. (2009), perceberam também uma 

formação óssea centralmente na superfície da dura-máter. 

Nas observações microscópicas, os grupos GAB x GEB e GAC x GEC no 

período de 10 mostraram uma maior quantidade de células inflamatórias 

mononucleares em comparação com os períodos posteriores. Esse período é 

descrito como o mais crítico das fases da reparação óssea, onde ocorre a 

inflamação e revascularização (KALFAS, 2001). Nessa fase, agentes citotóxicos 

como o etanol, podem inibir a proliferação de células ósseas (KALFAS, 2001). O 

processo inflamatório apresentou uma redução significante aos 20 dias, assim como 

observado por Silveira et al. (2008).  

Aos 20 dias, em todos os grupos, houve presença de vasos sanguíneos, 

dentro de canais nutritivos, sendo essa proliferação vascular correspondente às 

fases iniciais no processo de incorporação dos substitutos ósseos (MAZZONETTO; 

DUQUE NETTO; NASCIMENTO, 2012), e também está presente no mecanismo 
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normal de reparo ósseo (CONSOLARO, 2009). Aos 40 dias foi observado um tecido 

conjuntivo em processo de organização, em comparação com os períodos 

anteriores, o que também foi descrito por De Oliveira et al. (2008). Além disso, no 

grupo GEC foi evidenciada a presença de células gigantes multinucleadas, o que 

caracteriza uma reação de corpo estranho. A presença dessas células foi relatada 

no estudo de Carneiro et al. (2005), localizadas ao redor do biomaterial de origem 

bovina implantado em tíbias em todos os períodos analisados (30, 90 e 180 dias).   

No período de 60 dias encontrou-se um tecido ósseo mais maduro (HYUN et 

al., 2005), porém com tecido conjuntivo preenchendo algumas áreas do defeito. 

Essa condição do preenchimento parcial do defeito ocorreu até mesmo no grupo 

controle aos 60 dias, o que também foi percebido no estudo de Cestari et al. (2009), 

nos períodos finais analisados. 

As observações histomorfométricas mostraram uma diferença 

estatisticamente significante na evolução (períodos de reparo) de formação óssea 

somente nos grupos GAC e GEC, o que sugere que a presença do biomaterial 

interferiu no processo de reparo do tecido ósseo. Em estudos in vivo e in vitro tem 

sido demonstrado que o tamanho dos poros tem um papel importante na formação 

óssea, sendo que in vitro, a baixa porosidade estimula a formação óssea, enquanto 

uma maior porosidade produz um maior crescimento ósseo in vivo pela deposição 

de osteoblastos e formação de capilares (KARAGEORGIOU; KAPLAN 2005), além 

da migração celular (KUBOKI et al. 1998). O comportamento biológico de todo 

biomaterial depende das suas características físicas e químicas, cristalinidade, 

composição química, o tamanho das partículas, a morfologia da superfície e a sua 

porosidade (JOSCHEK et al. 2000; XU et al. 2003; OKAMOTO et al. 2006). Assim, a 

presença dos poros nos biomateriais é essencial para a colonização celular (IKEDA; 

KAWANABE; NAKAMURA, 1999). Até a presente data, na literatura consultada, não 

se encontraram pesquisas relatando o tamanho dos poros do biomaterial Bonefill®. 

Comparando o percentual de Biomaterial nos diferentes períodos de reparo 

para cada grupo experimental (tratados com biomaterial – GAB e GEB), não houve 

diferença estatisticamente significante, mostrando que o biomaterial praticamente 

não sofreu absorção/reabsorção, nem mesmo aos 60 dias da implantação. Este 

comportamento pode estar relacionado com a baixa cristalinidade do biomaterial 

Bonefill®, o que pode interferir nas propriedades físico-químicas dos cristais de 
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hidroxiapatita e consequentemente na sua substituição por osso novo (DO 

DESTERRO et al., 2014). 

A avaliação da interferência do álcool no coágulo e no biomaterial (GAC x 

GEC e GAB x GEB) com relação à formação óssea, não mostrou diferença 

estatística significante, indicando que o consumo de álcool não atingiu os níveis 

deletérios na formação óssea comparando cada situação clínica (alcoolizado x não 

alcoolizado) com o tipo de tratamento (coágulo x biomaterial). As condições 

fisiológicas, o tempo e a dose de consumo podem ter sido o motivo pelo qual nessa 

pesquisa, com o desenho experimental utilizado em ratos, não alcançou o nível 

necessário de consumo de etanol que causasse inibição da formação óssea. Além 

disso, se observou uma variabilidade na resposta dos animais, o que poderia estar 

relacionado às características fisiológicas de cada animal e à diferença no consumo 

de álcool, sendo considerado crônico quando a sua ingestão é por longo período, 

assim desencadeando mecanismos adaptativos de dependência e tolerância 

(SAMSON; HARRIS, 1992). Como já tem sido relatado na literatura, as sequelas do 

álcool no tecido ósseo estão diretamente relacionadas com a dose e tempo de 

consumo, a idade, sexo e aspectos hormonais (MAUREL et al., 2012a).  

Quando avaliada a formação óssea nos grupos GAC e GAB não se encontrou 

diferencia significante estatisticamente, o que levanta a hipótese de que o 

biomaterial Bonefill® não estimulou uma maior formação óssea.  Esse resultado vai 

de encontro com o estudo de Cooper et al. (2010), em que os autores observaram 

que, nos defeitos de 5 mm de diâmetro realizados no osso parietal em ratos, o 

xenoenxerto de origem bovina utilizado não apresentou diferença estatística em 

comparação com o grupo controle. 

Na análise da interferência do tipo de tratamento (coágulo x biomaterial) na 

formação óssea, foi verificado que nos animais alcoolizados (GEC versus GEB) a 

formação óssea foi mais lenta/menor nos animais tratados com o biomaterial (GEB) 

quando comparados com os preenchidos com coágulo (GEC), sendo observadas 

diferenças estatisticamente significantes apenas no período de 40 dias. Estes 

resultados indicam que o biomaterial na presença do alcoolismo não propiciou a 

neoformação óssea. Os fatores nocivos do álcool associados às propriedades físicas 

e químicas do biomaterial Bonefill® (tamanho dos poros, baixa cristalinidade e 

tamanho das partículas) podem ter limitado o crescimento ósseo.  
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Apesar de ser difícil a comparação do rato e o humano, além de gerar 

controvérsias (QUINN, 2005), várias pesquisas estabelecem uma relação de idades. 

Sendo assim, um dia do rato, na idade adulta, equivale a 30 dias de vida no homem, 

dessa forma 30 dias do rato corresponde a 2,5 anos no humano (GITTES, 1986; 

KLEE et al., 1990). Se fossem considerados esses dados, as partículas do 

biomaterial circundadas por osso observadas a partir dos 20 dias do rato seria o 

equivalente a 1 ano e 6 meses no humano, sendo que o fabricante 

(BIONNOVATION®, São Paulo, Brasil) afirma que o processo de crescimento ósseo 

ao redor das partículas do biomaterial Bonefill® ocorre entre 6-8 meses no homem. 

No entanto, existem diferentes fatores (fisiológicos, anatômicos e biológicos) que 

tem que ser considerados ao correlacionar estudos em animais com a vida humana 

(ANDREOLLO et al., 2012). 

O processo de remodelação óssea é realizado por um difícil equilíbrio de 

reabsorção pelos osteoclastos, e deposição de osso lamelar pelos osteoblastos. 

Embora o processo tenha início em torno de três a quatro semanas em modelos 

animais e humanos, a remodelação pode levar anos para ser completada e alcançar 

uma estrutura óssea totalmente (WENDEBERG, 1961).  

Em vista da necessidade de terapias regenerativas e reconstrutivas 

associadas ao alcoolismo, os enxertos ósseos tornam-se uma ferramenta útil na 

bioengenharia tecidual. O estudo dos biomateriais, disponíveis atualmente no 

mercado, fornecem dados in vitro necessários para conhecer o seu comportamento, 

reação biológica e viabilidade para seu uso clínico. Limitações ocorreram nesse 

estudo, como por exemplo, a ausência de testes imunológicos para avaliar 

marcadores ósseos e mensurar os níveis de fosfatase alcalina e cálcio além de 

testes sanguíneos da concentração do álcool para confirmação do grau de 

alcoolismo. Como perspectiva futura seria de grande aporte a combinação de 

biomateriais com fatores de crescimento para estimular o reparo ósseo, além da 

utilização de membranas biológicas com o intuito de evitar movimentações e 

deslocamentos do biomaterial enxertado. 
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7 CONCLUSÕES 

Considerando a metodologia e os resultados obtidos nesta pesquisa, 

pode-se concluir que: 

a-) O biomaterial Bonefill® não estimulou a nova formação de tecido ósseo 

em defeitos críticos; 

b-) A dieta alcoólica não atingiu os seus efeitos deletérios na formação 

óssea, e os animais alcoolizados (GE) demonstraram formação de novo osso similar 

e sem diferença significante em relação aos animais do GC (água). 

c-) A dieta líquida de etanol, quando comparada à de água, interferiu 

negativamente na massa corporal dos animais, tanto no período inicial quanto no 

final do experimento. 
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