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THE CHEMISTRY BEHIND BONE BIOMINERALIZATION. The bone formation process is an example of how both time and 
nature acted harmonically to pave the path for life as we know. The unique association between calcium phosphate (CaP) and collagen 
in a single building block, gave rise to one of the most remarkable biomaterials that we know. Our aim in this revision is to provide 
a brief glance at the different organization levels of the bone tissue, by describing the main their main features. We start with a brief 
discussion regarding the thermodynamic conditions for mineral formation and how living organisms surpass them. Then we present 
collagen, the major organic component of bone, in the light of its hierarchical organization as well as its association to CaP crystals. 
The mechanisms that control both mineral formation and the association with the organic phase are further presented, in which 
cells and other components of the extracellular matrix, such as matrix vesicles and noncollagenous proteins, become agents of bone 
construction. Finally, we underline the difficulty of studying the complex process of bone mineralization and present liposomes, 
proteoliposomes, and Langmuir monolayers as biomimetic approaches to this end.
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INTRODUÇÃO

Muitos organismos, bem como seus constituintes, são formados 
por sistemas químicos complexos que envolvem a interação entre 
compostos orgânicos e inorgânicos ligados química e/ou fisicamente 
para gerar estruturas com propriedades aprimoradas. Tais organismos 
desenvolveram a habilidade de criar tecidos mineralizados a partir 
de precursores iônicos solúveis, que se associam para formar cristais 
dispersos em uma matriz extracelular composta por proteínas e/
ou polissacarídeos.1,2 Nessa matriz, moléculas orgânicas criam um 
arranjo tridimensional que fornece a informação estrutural e espacial 
para o direcionamento da nucleação e posterior crescimento da 
fase mineral. O processo pelo qual ocorre a formação de tecidos 
mineralizados é chamado de biomineralização. Por sua vez, os 
minerais encontrados nesses tecidos são comumente denominados 
biominerais. Diversos biominerais são encontrados na natureza como, 
por exemplo, a sílica presente em diatomáceas (um tipo de alga 
marinha), o carbonato de cálcio encontrado em conchas marinhas e 
o fosfato de cálcio presente na estrutura de dentes e ossos, que será 
o foco dessa revisão.

A formação de dentes e ossos é resultado da biomineralização 
de fosfatos de cálcio, que aqui chamaremos de ossificação. Mais 
precisamente, os biominerais que constituem esses tecidos são 
ortofosfatos de cálcio, formados primariamente pelo grupo ortofosfato 
(PO4

3-), podendo também apresentar as respectivas espécies ácidas 
(HPO4

2- e H2PO4
-) em suas estruturas.3 Em pH fisiológico (~7,4), 

íons fosfato, na sua forma livre, existem em equilíbrio com as formas 
HPO4

2- e H2PO4
- em proporção 4:1, dessa forma, vamos nos referir 

a ambas as espécies por Pi (fosfato inorgânico). Na estrutura de 
ossos e dentes, proteínas, minerais e moléculas de água encontram-
se hierarquicamente associados, dando origem a um material com 
propriedades mecânicas e estruturais únicas. A complexidade desses 
tecidos mineralizados se deve não somente à interação finamente 

controlada entre a parte orgânica e a parte inorgânica de suas 
matrizes, mas também às relações espaciais temporalmente reguladas 
entre todos seus componentes. Ossos e dentina compartilham uma 
matriz extracelular semelhante em composição mineral e proteica, 
enquanto o esmalte dentário difere dos ossos e dentes por seu alto 
teor mineral e matriz orgânica quase absente de colágeno, composta 
por amelogeninas, características essas que conferem resistência 
mecânica aprimorada a esse tecido.4

O tecido ósseo é um biocompósito constituído por aproximada-
mente 65% (em massa) de fase mineral, 25% de matéria orgânica 
e 10% de água.5 Sua fase mineral é formada por fosfato de cálcio, 
enquanto a parte orgânica é composta majoritariamente por colágeno 
do tipo-I e uma fração de proteínas não-colagenosas. O biomineral 
encontrado no tecido ósseo se assemelha em composição e estrutura 
à hidroxiapatita [Ca10(PO4)6(OH)2], que em proporções estequiométri-
cas possui razão molar Ca/P = 1,67. Todavia, diferentes substituições 
iônicas (principalmente CO3

2-, mas também outros íons como Mg2+, 
Sr2+, Cl-, F-, HPO4

2-) e vacâncias na rede cristalina da hidroxiapatita 
ocorrem no tecido ósseo, resultando em baixa cristalinidade e quebra 
de estequiometria comparada ao valor de Ca/P = 1,67. Dessa forma, 
é mais preciso referir-se à fase mineral do tecido ósseo como apatita 
biológica, ou simplesmente apatita,3 como será adotado neste texto. 
Além da sua composição química singular, cristais de apatita no tecido 
ósseo apresentam morfologia característica na forma de plaquetas, 
cujas dimensões variam em torno de 2-6 nm de espessura, 30-50 nm 
de largura e 60-100 nm de comprimento.6,7

Nesta revisão, focaremos na descrição da estrutura do tecido 
ósseo, tal como dos mecanismos bioquímicos que controlam sua 
formação. Abordaremos inicialmente aspectos fundamentais do 
processo de cristalização, de modo a compreender fatores físico-
químicos que controlam a formação da fase mineral. A associação 
íntima entre colágeno e apatita constitui o bloco construtor do tecido 
ósseo, cuja organização hierárquica evolui do nível molecular ao 
macroscópico. Mostraremos, na sequência, que a formação e a 
organização dessa matriz só é possível graças a eventos celulares 
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altamente orquestrados que regulam e garantem a geração dos 
estímulos necessários para a ossificação. Por fim, apresentaremos 
modelos biomiméticos que podem ser utilizados para o estudo do 
processo de biomineralização, além de inspirarem o desenvolvimento 
de tecnologias e biomateriais para regeneração óssea.

BIOMINERALIZAÇÃO: NUCLEAÇÃO E CRESCIMENTO 
DA FASE MINERAL

Um dos maiores desafios da pesquisa atual em biomineralização 
é compreender a relação entre mecanismos físico-químicos e 
bioquímicos que possibilitam o controle extremamente preciso da 
formação de biominerais. Fundamentalmente, biomineralização é um 
processo no qual precursores iônicos solúveis sofrem uma transição 
de fase que parte de um estado de alta energia livre (estado solvatado 
dos precursores iônicos) para um estado de menor energia livre (a 
rede cristalina do biomineral resultante). Essa transição de fase é 
conhecida como nucleação. As bases físico-químicas da nucleação 
estão densamente descritas na literatura,8–10 de forma que, aqui, 
apresentaremos apenas uma visão simplificada do processo, sobre o 
qual alguns fatores essenciais podem ser delineados. O ponto básico 
é que, seja para a nucleação, quanto para o crescimento, a energia 
livre dos íons em solução deve ser maior que a soma das energias 
livre da fase mineral e da solução final. Logo, a força motriz para a 
formação mineral é a redução do potencial químico do sistema. Sendo 
mais preciso, a nucleação requer uma condição de metaestabilidade, 
onde a solução precursora existe em condição supersaturada. A 
supersaturação (S) de uma solução é definida como a razão entre o 
produto da concentração dos precursores solúveis e a sua respectiva 
constante de solubilidade (Kps), relativa à fase mineral formada. 
Dessa forma, para que ocorra nucleação, faz-se necessário o acúmulo 
de íons precursores tal que a condição para nucleação da fase mineral 
seja favorecida por uma supersaturação mínima (S>1).

Enquanto o potencial químico da fase sólida for menor que o 
da solução, isto é, enquanto houver supersaturação, a partícula nu-
cleada poderá crescer. O crescimento ocorre por meio da migração 
de espécies monoméricas da solução (sejam elas átomos, moléculas 
ou complexos moleculares) para um núcleo sólido, gerado a partir 
de flutuações termodinâmicas da solução. No entanto, apenas uma 
fração das partículas formadas por meio dessas flutuações se tor-
narão núcleos estáveis da fase sólida. Isso ocorre devido à tensão 
interfacial existente entre o núcleo formado e a solução, que se opõe 
à redução de energia livre gerada pela transferência de átomos da 
fase solvatada para a fase sólida. Assim, sob o ponto de vista termo-
dinâmico, a formação da fase sólida consiste em sobrepor a barreira 
energética de formação do núcleo mais estável, que então evolui para 
a fase sólida final. Felizmente, a evolução dos organismos permitiu 
o desenvolvimento de mecanismos rebuscados para romper essas 
barreiras e promover a formação de tecidos mineralizados. Por essa 
razão, a visão da nucleação direta para a formação da fase mineral 
termodinamicamente mais estável nem sempre explica a complexi-
dade dos panoramas energéticos envolvidos na biomineralização.2 As 
condições biológicas, além de limitar os tipos de minerais que podem 
ser depositados a partir de soluções aquosas, promovem também um 
fino controle da fase cristalina e da morfologia final do sólido formado 
através da imposição/sobreposição de barreiras energéticas, sendo 
essas reguladas tanto espacial quanto temporalmente. Em virtude 
desse nível particular de controle, é comum fazermos referência 
a um controle cinético de precipitação, no qual modificações das 
barreiras energéticas de nucleação, crescimento e transição de fase, 
ditam a forma e a estrutura final do biomineral formado.11 Nesses 
casos, a cristalização geralmente se dá por um processo sequencial 
que envolve modificações estruturais e composicionais de precursores 

amorfos e intermediários cristalinos, ao invés de um caminho de etapa 
única onde o produto termodinâmicamente mais estável é pronta-
mente formado (Figura 1). A extensão dessas transformações de fase 
depende das solubilidades das fases minerais intermediárias e das 
barreiras energéticas associadas às diferentes etapas, todas fortemente 
influenciadas por aditivos, sendo essa uma das razões que permite 
um alto controle do processo de formação do biomineral pela matriz 
orgânica.12 In vitro, sob condições fisiológicas de pH e concentração 
iônica, a formação de fosfato de cálcio reflete esse mecanismo de 
cristalização em várias etapas, como mostrado na Figura 1. Essa via 
de mineralização a partir de precursores metaestáveis em direção à 
formação da hidroxiapatita tem sido descrita também in vivo.13–15

O CONTROLE CELULAR DA OSSIFICAÇÃO

Simplificadamente, a formação de tecidos mineralizados ocorre 
pela habilidade dos organismos de, simultaneamente, construírem 
uma matriz extracelular que servirá de alicerce para a deposição da 
fase mineral e secretarem um maquinário bioquímico capaz de con-
trolar esse processo.17 Esse é o controle genético da biomineralização, 
no qual a existência de células fenotipicamente capazes de sintetizar 
e controlar a mineralização da matriz extracelular possibilitou o 

Figura 1. Caminhos de cristalização sob controles termodinâmico e cinético. 
Do ponto de vista termodinâmico, um sistema contendo precursores iônicos 
solúveis evolui para a formação direta da fase mais estável desde que seja 
rompida uma barreira de energia (∆G) associada à nucleação e crescimento 
dessa fase. Todavia, é comum a existência de um caminho cineticamente 
controlado, no qual a precipitação sequencial ocorre a partir de precursores 
menos estáveis, controlada por barreiras energéticas (∆G1,2,3). O rota adotada 
para a formação de mineral, rota de etapa única (caminho termodinâmico) 
ou precipitação sequencial (caminho cinético), depende da magnitude das 
barreiras energéticas associadas à nucleação, crescimento e transformação 
de fases intermediárias11. Imagens de microscopia de eletrônica de transmis-
são dos produtos formados a partir de uma solução contendo PO4

3- e Ca2+ 
ao longo do tempo ilustram essa precipitação sequencial, na qual fosfato de 
cálcio amorfo (ACP) é prontamente formado na solução, que então evolui para 
octacálciofosfato (OCP) e, finalmente, hidroxiapatita (HAp). Note o aumento 
da razão Ca/P e a diminuição da solubilidade (Kps) ao longo da formação 
de HAp a partir dos seus precursores metaestáveis. Adaptado da referência16.
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surgimento de tecidos mineralizados. Obviamente, a formação de te-
cidos mineralizados, como os do sistema esquelético, foi fundamental 
para a evolução das espécies pelo seu papel na proteção e locomoção, 
por exemplo. Além disso, os ossos desempenham outras funções im-
portantes, tais como apoio para músculos esqueléticos, locais de nicho 
para síntese de células sanguíneas, armazenamento de íons minerais e 
secreção de hormônios. Outro ponto importante é que, apesar de sua 
aparência inerte e estática, ossos passam por um constante ciclo de 
remodelação de modo a manter a homeostase e funcionalidade da sua 
estrutura. Estima-se que durante os anos ativos de um adulto, a massa 
total da matriz óssea seja sintetizada e reabsorvida a cada cinco ou 
seis anos, obviamente com taxas diferentes dependendo da localização 
do osso e idade do indivíduo.18 De maneira simplista, esse processo 
é controlado pela ação de dois tipos celulares: os osteoblastos e os 
osteoclastos. Osteoblastos são as células responsáveis pela formação 
óssea, secretando colágeno do tipo I e outras biomoléculas capazes 
de controlar a mineralização da matriz extracelular. Osteoblastos 
aprisionados na matriz extracelular mineralizada se diferenciam em 
osteócitos, principal tipo celular encontrado em ossos maduros, que 
formam uma rede complexa (a rede lacuno-canalicular) com impor-
tante função na regulação da atividade óssea.19 Já os osteoclastos são 
as células responsáveis pela reabsorção da matriz calcificada. Essas 
células são capazes de criar um ambiente ácido produzido localmente 
para a degradação e reabsorção da matriz calcificada.20 A perturbação 
do equilíbrio entre a formação e a reabsorção óssea leva a condições 
patológicas. A formação óssea excessiva leva à supermineralização 
e excesso de massa óssea, como no caso da patologia denominada 
osteopetrose.21 Por outro lado, condições patológicas decorrentes de 
reabsorção óssea excessiva podem levar à fragilidade deste tecido, 
como no caso da osteoporose. 

Por razões conceituais, é importante dar a dimensão correta 
ao termo “osso”, já que podemos nos referir a ele tanto como 
um tecido (o conjunto formado por células ósseas e a matriz 
extracelular mineralizada) quanto um órgão (o osso como um todo, 
incluindo cartilagem, medula e vasos sanguíneos, por exemplo). 
Enquanto tecido, ossos podem ser formados por meio de duas vias 
de histogênese mecanisticamente distintas: a intramembranosa e a 
endocondral.18 Durante a ossificação intramembranosa, responsável 
pela formação embrionária de ossos chatos, como os da mandíbula 
e crânio, ocorre a condensação e a diferenciação de células 
mesenquimais progenitoras em osteoblastos. A condensação de 
células mesenquimais forma um molde que predefine a localização 
e o formato do osso futuro. Uma vez que as células mesenquimais se 
tornam comprometidas com o fenótipo osteoblástico, sua maturação 
leva à síntese da matriz óssea, onde osteoblastos expressam colágeno 
e enzimas/proteínas capazes de controlar a nucleação e a propagação 
da fase mineral. O tamanho e a forma final do osso são atingidos por 
meio de processos de remodelagem decorrentes da ação conjunta de 
osteoblastos e osteoclastos. 

O outro tipo de ossificação, a endocondral, é um processo celular 
muito mais complexo que a ossificação intramembranosa, tanto 
em termos temporais quanto espaciais. Esse tipo de ossificação é 
responsável pela formação de ossos longos dos membros, como 
fêmur e tíbia. Durante a condensação das células mesenquimais que 
dita a forma e a localização do osso futuro (assim como no caso 
da intramembranosa), a diferenciação não ocorre diretamente em 
osteoblastos, mas em condrócitos (células específicas de cartilagem), 
que secretam uma matriz extracelular contendo colágeno (nesse caso 
colágeno do tipo II, em oposição ao colágeno do tipo I, majoritário 
em ossos maduros). Sendo assim, o que diferencia a ossificação 
endocondral da intramembranosa é a existência de um molde 
cartilaginoso, que precede a estrutura final do osso. Neste molde, 
os condrócitos proliferam, diferenciam-se e alteram suas funções 

celulares ao atingir o estado de hipertrofia, que possui fenótipo 
mineralizante. Esse processo resulta na formação de cartilagem 
mineralizada, que apresenta uma fase mineral pouco cristalina 
dispersa na matriz de colágeno. Inicia-se então o processo de 
degradação dessa matriz, onde osteoclastos (ou mais precisamente 
condroclastos, por serem células da cartilagem) promovem a 
remoção do conteúdo da cartilagem calcificada, criando vacâncias 
na matriz degradada. Esses espaços tornam-se ocupados por novas 
células progenitoras que, desta vez, diferenciam-se em osteoblastos, 
e sintetizam uma nova matriz extracelular que será posteriormente 
calcificada e dará origem à estrutura final do osso. A formação óssea 
é ainda acompanhada por uma alta vascularização da região em 
crescimento. A invasão por vasos sanguíneos é importante para a 
entrega de células, nutrientes e de precursores iônicos à matriz.22 A 
dependência entre o desenvolvimento do tecido ósseo e a presença 
de oxigênio é extremamente complexa. Pequenas alterações no 
nível de oxigênio que atinge o tecido ósseo afetam sua homeostase 
e por consequência seu metabolismo.23 Por exemplo, a limitação de 
oxigênio à qual condrócitos são submetidos durante a ossificação 
endocondral gera um estado de hipóxia que controla finamente 
o metabolismo celular e a subsequente mineralização da matriz 
extracelular.24

A primeira matriz sintetizada pelos osteoblastos é denominada 
tecido ósseo primário, no qual a formação e mineralização da matriz 
é relativamente rápida e desorganizada, dando origem a fibras 
de colágeno com pouca ou nenhuma orientação preferencial.25 O 
tecido ósseo primário é transiente, sendo substituído pelo processo 
de remodelagem, que gera o tecido ósseo secundário, ou lamelar. 
O tecido ósseo lamelar é caracterizado por uma rede densa de 
fibras de colágeno paralelamente alinhadas dentro de cada lamela, 
mas com orientação alternada entre as lamelas.25 Acredita-se que, 
para a formação do tecido lamelar, osteoblastos se distribuem de 
forma polarizada ao longo da superfície da matriz em remodelação 
e secretam fibrilas de colágeno em uma orientação paralela à essa 
superfície, dando origem à alta organização espacial das fibrilas de 
colágeno observadas no tecido ósseo maduro.26 Ao discutir a estrutura 
extraordinária dos ossos, a literatura especializada geralmente 
se refere à hierarquia do tecido ósseo secundário maduro, que 
descreveremos a seguir.

ESTRUTURA DO TECIDO ÓSSEO

Formação e arranjo tridimensional da fibrila de colágeno 
mineralizada

A arquitetura óssea é dependente de vários fatores, sendo variável 
entre espécies, idade e localização do osso no organismo. Quando 
discutimos a singularidade da estrutura óssea, estamos nos referindo 
à organização multiescalar e hierárquica entre fibrilas de colágeno 
mineralizadas, que se associam dando origem à uma estrutura 
complexa que pode ser desmembrada, de forma simplificada, em 7 
níveis organizacionais5 (Figura 2). Vale ressaltar que com o avanço 
das técnicas de microscopias com resolução em nível nanométrico, 
outros níveis organizacionais puderam ser definidos na descrição 
do material ósseo, especialmente no que tange aos arranjos entre 
colágeno e cristais de apatita.25,27

Partindo do osso como um órgão (Figura 2, Nível 7), a primeira 
distinção organizacional pode ser realizada mesmo a olho nu, onde 
facilmente distingue-se a morfologia do tecido ósseo esponjoso 
(ou trabecular) da do tecido ósseo compacto (ou cortical), ambos 
representados pelo Nível 6, na Figura 2. Enquanto o tecido 
esponjoso possui uma estrutura porosa com um arranjo desordenado 
e interconectado de trabéculas, o tecido ósseo compacto é denso e 
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formado por estruturas cilíndricas concêntricas chamadas ósteons 
(Figura 2, Nível 5). Estruturalmente, ambos os tecidos compacto e 
esponjoso são formados por lamelas, que são arranjos tridimensionais 
de fibras de colágeno da ordem de algumas dezenas de micrômetros 
(Figura 2, Nível 4). Uma fibra é um arranjo supramolecular de fibrilas 
de colágeno, no qual todas encontram-se orientadas ao longo de um 
eixo comum. Os arranjos lamelares de fibras de colágeno podem ser 
altamente organizados, como nos ósteons, onde lamelas são dispostas 
concentricamente, ou lamelas dispostas de modo menos ordenado, 
como no osso esponjoso. A característica básica das lamelas é a 
disposição unidirecional de fibras de colágeno (Figura 2, Nível 3). 
Por fim, chegamos ao nível nanométrico, onde fibrilas de colágeno 
mineralizadas emergem como o bloco construtor do material ósseo 
(Figura 2, Nível 2). 

Uma questão central da pesquisa em biomineralização óssea 
é entender como as células controlam a formação da fibrila de 
colágeno mineralizada e a automontagem desse bloco em estruturas 
tridimensionais com alto nível hierárquico. Apesar de muita evolução 
no conhecimento produzido nessa área, ainda não há um consenso 
acerca do mecanismo preciso da ossificação. Em todo caso, a 
compreensão desse processo inicia-se na análise dos componentes 
isolados da matriz óssea, ou seja, fibrilas de colágeno e cristais de 
apatita (Figura 2, Nível 1).

A ultraestrutura da fibrila de colágeno 

A superfamília de colágenos, que compreende 28 tipos, classi-
ficados por sua composição polipeptídica e arranjo supramolecular, 
representa a principal classe de proteínas estruturais formadoras de 
matriz extracelular em diferentes espécies28. Dentre os diferentes tipos 
de colágenos, os chamados fibrilares são os que mais se destacam 
por sua complexidade organizacional e função, sendo encontrados 
em diferentes tecidos, como na córnea (tipos I e III), cartilagem 
(tipo II) e osso (tipo I). A unidade básica que caracteriza as proteínas 
colagenosas é a existência da tripla-hélice de colágeno, formada pelo 
entrelaçamento de três cadeias alfa (α). A sequência polipeptídica e 
os tipos de cadeias α que formam a tripla-hélice é o que confere a 
diversidade estrutural dos diferentes tipos de colágeno. Por exemplo, 
a tripla-hélice do colágeno tipo I é formada pela associação entre duas 
cadeias do tipo α1(I) e uma cadeia do tipo α2(II). Por outro lado, o 
colágeno do tipo II é formado pelo entrelaçamento de três cadeias do 
tipo α2(II). Cada cadeia α apresenta seus aminoácidos constituintes 
dispostos em uma sequência primária dada pela repetição consecutiva 
da trinca glicina-X-Y, onde glicina está sempre presente na terceira 
posição, e X/Y são ocupados por diferentes aminoácidos. Apesar 
dessas posições serem passíveis de ocupação por qualquer amino-
ácido, cerca de 22% dos resíduos diferentes de glicina são prolina 
ou hidroxiprolina, um aminoácido derivado da prolina resultante de 
modificações pós-traducionais (adição de grupos hidroxila na cadeia 
lateral do aminoácido).29 A ocorrência de glicina a cada terceira po-
sição é essencial, pois é o aminoácido com a menor cadeira lateral 
(apenas um átomo de H), favorecendo o entrelaçamento altamente 
compacto das três cadeias alfa que formam a tripla-hélice. Neste 
arranjo, a cadeia lateral dos resíduos de glicina é projetada para o 
centro da hélice, enquanto as cadeias laterais dos demais resíduos de 
aminoácidos são expostas para o meio externo à tripla-hélice (Figura 
3b). Esse ordenamento singular cria motivos estruturais fundamentais 
que suportam o papel biológico do colágeno na matriz extracelular, 
uma vez que esse arranjo específico de aminoácidos gera pontos de 
ligação para diferentes macromoléculas.28 A tripla-hélice de colágeno 
é estabilizada por interações fracas, principalmente por ligações de 
hidrogênio envolvendo o grupo amino do resíduo de glicina e os gru-
pos carboxílicos de resíduos de aminoácidos presentes nas cadeias α. 
A importância do resíduo de glicina na terceira posição da sequência 
polipeptídica é reafirmada pela existência de diversas patologias ge-
néticas associadas a alterações desta localização.28 Como exemplo, 
pode ser destacada a osteogênese imperfeita, também conhecida como 
doença dos ossos de vidro, cuja principal característica é a extrema 
fragilidade dos ossos. 

A molécula de colágeno (denominada tropocolágeno) é formada 
por uma tripla-hélice que possui cerca de 300 nm de comprimento 
e 300 kDa de massa molecular. Todavia, colágeno não é encontrado 
na forma de moléculas isoladas na matriz extracelular. Na verdade, 
uma característica fundamental desse grupo de proteínas é a sua 
capacidade de se auto-organizarem em arranjos supramoleculares31 
(Figura 3a). Na matriz extracelular do tecido ósseo, colágeno é 
encontrado na forma de fibrilas (espessura da ordem de 100 nm e 
comprimento de até 1 µm), que são arranjos supramoleculares onde 
moléculas de colágeno estão dispostas de forma alinhada ao longo 
de um eixo. A organização axial das moléculas de colágeno foi 
elucidada por Hodge-Petruska em 1964, a partir de análises de MET 
de fibrilas de colágeno reconstituídas in vitro.32 Utilizando contraste 
por elementos eletrodensos, notou-se a existência de um padrão 
de repetitivo no qual uma banda clara intercala com outra escura a 
cada ~ 67 nm, ao longo de toda a fibrila. Hodge-Petruska,32 então, 
propuseram que este padrão característico surge do espaçamento 
(chamado de espaçamento D), entre diferentes moléculas de colágeno, 

Figura 2. Os 7 níveis hierárquicos do osso. Nível 1: Cristais isolados de 
apatita extraídos de osso humano (lado esquerdo) e fibrila de colágeno não-
-mineralizada (lado direito) observados por microscopia eletrônica de trans-
missão (MET). Nível 2: imagem obtida por MET de uma fibrila de colágeno 
mineralizada do tendão de peru. Nível 3: micrografia MET de uma seção fina 
do tendão de peru mineralizado. Nível 4: Quatro padrões de organização de 
matriz lamelar de fibrilas encontrados no osso. Nível 5: imagem obtida por 
microscopia eletrônica de varredura (MEV) de um ósteon de osso humano. 
Nível 6: corte transversal de um fêmur humano fossilizado (cerca de 5.500 
anos). Nível 7: Osso bovino inteiro. Adaptado da referência.5
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cujo comprimento não é um múltiplo inteiro de D, mas em torno de 
4,46xD. Nesse modelo, cada molécula de colágeno é considerada 
como um bastão rígido de comprimento fixo (300 nm). Ao longo do 
eixo da fibrila as moléculas de colágeno estão paralelamente dispostas 
e deslocadas entre si. Note na Figura 3a, que devido ao distanciamento 
entre as moléculas ao longo do eixo da fibrila, há sobreposições axiais 
entre as moléculas, além de regiões onde existem vacâncias geradas 
em função do espaçamento entre duas moléculas vizinhas. Assim, 
surgem as regiões de sobreposição (em inglês overlap, com dimensão 
de 0,46xD) e de lacuna (em inglês gap, com dimensão de 0,54xD). 
A coloração das bandas observadas por MET surge do processo de 
contraste com elementos eletrodensos que penetram mais facilmente 
em regiões de menor empacotamento das moléculas (as ‘lacunas’), 
criando as bandas escuras, enquanto as bandas claras representam 
as regiões de sobreposição. Apesar desse modelo simplista de 
Hodge-Petruska ser válido até hoje, o uso de técnicas avançadas de 
cristalografia permitiu a obtenção de mais detalhes da microestrutura 
da fibrila de colágeno.7,30 Ao invés de bastões rígidos, Orgel et al.30 
revelaram uma superestrutura muito mais complexa para a fibrila de 
colágeno, na qual as moléculas de tropocolágeno não se encontram 
perfeitamente alinhadas, mas organizadas em um arranjo torcido e 
inclinado. O escalonamento entre as moléculas leva à estrutura de 
bandas periódicas característica das fibrilas de colágeno, contendo 
uma região de sobreposição densa e uma região de lacuna menos 
compacta.30

A natureza fibrilar do colágeno, principalmente pela existência 
de sítios de ligação especificamente arranjados a nível molecular,28 
permite a auto-organização lateral das fibrilas, dando origem a um 

arranjo da ordem de dezenas de micrômetros, conhecido como fibras. 
Na realidade, acredita-se que a habilidade das moléculas de colágeno 
formar arranjos supramoleculares seja fundamental para a estabilidade 
dessa proteína em condições fisiológicas.33 Em cada fibra, arranjos 
extensos de fibrilas lateralmente organizadas são estabilizados por 
ligações covalentes. O modo como as fibras de colágeno se associa 
é o que dá origem à organização hierárquica presente em tecidos 
baseados nessa proteína, como em lamelas no caso do tecido ósseo 
(ver Figura 2). Nota-se nas imagens de MET de uma lamela do 
tecido ósseo (nível 3 da Figura 2), que o padrão repetitivo de bandas 
das fibrilas de colágeno individuais é propagado ao longo das fibras 
(onde verifica-se a existência de bandas precisamente posicionadas 
ao longo de centenas de nanômetros). Apesar da estrutura de fibrilas 
de colágeno individuais ser bem conhecida, pouco ainda se sabe 
sobre o modo pelo qual essas fibrilas se organizam em arranjos 
tridimensionais em nível tecidual, onde fibras de colágeno altamente 
organizadas atingem dimensões micrométricas.34 Além disso, a 
complexidade supramolecular e organização estrutural das fibras de 
colágeno é específica para cada tipo de tecido, assim como o grau 
de reticulação e glicosilação, e a combinação entre diferentes tipos 
de colágeno, fatores esses que ditam a estrutura final e a função do 
tecido.35

O CONTROLE FISICO-QUÍMICO DA OSSIFICAÇÃO

Ainda que vários estudos tenham se proposto a elucidar os 
caminhos que determinam onde, quando e como os cristais de apatita 
se formam e se associam às fibrilas de colágeno durante a ossificação, 

Figura 3. Organização multiescalar do colágeno. (a) Visão esquemática do ordenamento hierárquico do colágeno, variando da estrutura primária em escala 
molecular até fibras de colágeno com comprimentos da ordem de 10 µm. (b) Na tripla hélice de colágeno, as três cadeias polipeptídicas se entrelaçam de tal 
forma que seus resíduos de glicina estão dispostos para o interior da molécula, maximizando as interações intermoleculares que estabilizam a estrutura. (c) 
Mapas de densidade eletrônica de fibrilas de colágeno obtidos por cristalografia. O arranjo axial entre diferentes moléculas de colágeno dá origem à fibrila, 
que são arranjos alternados entre regiões de sobreposição e de lacuna. Imagem adaptada da referência.30
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o mecanismo exato do processo ainda é obscuro. Inicialmente, por 
volta da década de 1920, foi proposta uma teoria de cristalização 
homogênea para a ossificação. Acreditava-se que células osteogênicas 
eram responsáveis por aumentar localmente as concentrações dos 
íons precursores da apatita (Ca, Pi), por meio da ação de enzimas, 
até um nível suficientemente alto de supersaturação que resultasse 
na nucleação homogênea e espontânea de cristais de apatita em 
tecidos mineralizados.36 Todavia, com a evolução das técnicas de 
microscopia para análise do tecido ósseo, observou-se que havia 
uma relação íntima entre as fibrilas de colágeno e a fase mineral. 
Em 1952, Robinson e Watson6 mostraram que as células unitárias 
dos cristais de apatita possuem eixo c quase paralelo ao eixo da 
fibrila de colágeno, dando origem à ideia de que uma associação 
específica entre colágeno e a fase mineral era predominante na 
formação óssea. Estudos posteriores demonstraram que os cristais 
de apatita estão localizados principalmente no interior das fibrilas, 
preferencialmente nucleados a partir das regiões de lacuna, formando 
arranjos onde os cristais, na forma de plaquetas, estão quase que 
uniformemente empilhados ao longo do eixo da fibrila.37–39 Essas 
observações da ultraestrutura do tecido ósseo puseram em xeque a 
ideia da precipitação homogênea, na qual cristais seriam formados 
aleatória e espontaneamente pelo simples aumento local da 
supersaturação, e possibilitaram o desenvolvimento do modelo de 
nucleação heterogênea, onde a formação da fase mineral é controlada 
pela existência da matriz orgânica (fibrilas de colágeno e proteínas 
não-colagenosas, por exemplo).40

É consenso na literatura especializada atual que a ossificação 
é controlada pela matriz orgânica, no entanto, diferentes modelos 
têm sido propostos para explicar a origem da fase mineral e o papel 
do colágeno e de diferentes biomoléculas durante o processo.40,41 O 
panorama atual da ossificação é que a mineralização começa quando 
precursores minerais entram nas regiões de lacuna de colágeno, a 
partir do qual cristais de apatita são nucleados e se orientam com 
seus eixos c paralelos ao longo eixo das fibrilas de colágeno.7 
Esses minerais crescem fora das dimensões de uma única fibrila de 
colágeno, formando um padrão contínuo de cristais intrafibrilares 
e extrafibrilares.27 Todavia, a grande questão que ainda perdura na 
literatura especializada é a origem dos precursores minerais. A ideia 
mais simples é a de que o colágeno por si só seja o protagonista no 
controle da mineralização, onde as regiões de lacuna das fibrilas 
permitem que Ca2+ e Pi se acumulem, atingindo a supersaturação 
necessária para a nucleação de apatita.42,43 Mas, evidencias 
experimentais tem apontado que caminhos mais complexos possam 
existir. Evidências experimentais têm indicado a possibilidade 
de diferentes caminhos, como a nucleação mediada por grupos 
carregados do colágeno,44,45 por meio de estruturas vesiculares,14,46–48 
ou ainda pela participação de complexos proteína-mineral circulantes 
no fluido extracelular.49,50 Além disso, grande esforço tem sido 
empregado na compreensão da mineralização intrafibrilar40,41 e 
pouco ainda se sabe acerca da origem do controle na organização do 
cristais extrafibrilares, que pode estar associado ao caráter denso da 
matriz colagenosa que direciona e cria o confinamento onde ocorre 
a deposição dos cristais.51,52 

A ideia de que a formação da fase mineral ocorreria pela 
existência de um precursor mineral amorfo surgiu na década de 1960, 
com a análise da composição do tecido ósseo em diferentes estágios 
de formação.53 Esses estudos demonstraram que a ossificação não 
ocorria pela precipitação direta em apatita cristalina, mas a partir 
de precursores menos solúveis que são consumidos à medida que o 
osso é calcificado e sofre maturação. Foi proposta, então, a existência 
de fosfato de cálcio amorfo (ACP) como um precursor transiente 
da apatita cristalina encontrada no tecido ósseo maduro. Essa ideia 
foi corroborada por estudos in vitro de precipitação de fosfatos de 

cálcio em solução, os quais mostraram que, em condições de pH, 
temperatura e composição próximas às fisiológicas, os primeiros 
precipitados eram amorfos e se convertiam em apatita cristalina.54,55 
Analisando a composição de ACP formado in vitro, Posner56 
propôs que ACP é formado pelo arranjo de subunidades de fórmula 
Ca9(PO4)6, entidades conhecidas como clusters de Posner. Esses 
clusteres seriam os precursores da formação de ACP. A existência 
dos clusters de Posner foi validada com uso de técnicas avançadas 
de microscopia.16,57 Sua estrutura foi revisitada como complexos de 
associação iônica de fórmula geral [Ca(HPO4)3]4-, refletindo que 
essas entidades não representam, de fato, uma unidade estrutural 
fixa, mas que a composição química desses blocos de construção 
progride gradativamente em direção à do produto final (apatita).16 
Na realidade, grupos carregados da matriz orgânica exercem papel 
fundamental na estabilização dessas entidades precursoras,57,58 
diminuindo a barreira energética a ser ultrapassada para a nucleação 
de ACP e posterior evolução à apatita. A existência de intermediários 
que precedem a formação de apatita vai ao encontro da ideia de que a 
biomineralização segue um caminho “não-clássico”, descrito por um 
equilíbrio entre o controle cinético e termodinâmico do processo: a 
formação e estabilização de fases precursoras termodinamicamente 
favorecidas em relação aos íons constituintes livres, diminuindo 
a barreira de energia necessária para a nucleação de ACP, e por 
consequência facilitando a formação final de apatita.59–61 Essas 
observações mostram que a precipitação de fosfato de cálcio in vitro 
é controlada cineticamente, o que significa que o mineral não se 
forma diretamente como produto termodinamicamente mais estável 
(relembre a Figura 1). Ao invés disto, o mineral precipita primeiro 
como a forma cineticamente mais acessível, neste caso ACP, que 
subsequentemente se transforma na fase termodinamicamente 
mais estável (apatita).13 A existência do precursor amorfo durante a 
formação óssea foi demostrada in vivo, como já observado utilizando-
se calvaria de rato15 e em cauda de peixe-zebra,62,63 por exemplo. A 
estratégia da natureza de usar precursores metaestáveis para controlar 
a formação mineral é comumente encontrada na biomineralização.64

Entretanto, qual a origem do precursor amorfo e qual sua relação 
com a mineralização das fibrilas de colágeno? Para responder 
essa questão, muito tem sido estudado sobre a participação de 
proteínas não-colagenosas (PNC) durante o processo. PNC, como 
por exemplo a osteocalcina, osteopontina e sialoproteína óssea, 
são um dos principais componentes orgânicos, além do colágeno, 
encontrados no osso.65 Na matriz extracelular do osso, colágeno é a 
proteína mais abundante em termos de massa, porém em termos de 
quantidades molares, PNC são tão abundantes quanto, atestando que 
estas exercem papel significativo na estrutura do osso.66 As principais 
características dessas proteínas são o grau elevado de fosforilação 
e a abundância de resíduos ácidos como serina, ácido aspártico e 
ácido glutâmico.65,67 Acredita-se que a presença dessas proteínas na 
matriz extracelular possa controlar vários aspectos da mineralização, 
especificamente por meio de mecanismos de inibição e promoção do 
processo pela interação entre seus grupos carregados e a fase mineral 
nascente.65,67 Além disso, resíduos fosforilados nessas proteínas 
podem atuam como motivos estruturais para a interação com a matriz 
de colágeno.68,69 Diferentes estudos utilizando-se proteínas não-
colagenosas isoladas mostraram a influência dessas macromoléculas 
no controle da formação de apatita in vitro. A presença de grupos 
carregados atua tanto como pontos de nucleação pelo aumento local 
de supersaturação,57 quanto como inibidor, por meio da ligação à 
fase mineral nascente, impedindo a captação de íons precursores 
adicionais necessários para o crescimento do mineral.70 Evidências 
in vivo do papel das proteínas não-colagenosas durante a calcificação 
surgem a partir da localização preferencial dessas proteínas em 
tecidos mineralizados e de experimentos de deleção gênica, que 
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demostraram falhas na mineralização devido a alterações na expressão 
dessas proteínas. Todavia, muitas proteínas não-colagenosas (como 
a osteopontina), exercem outras funções nos organismos além do 
controle da calcificação, dificultando a interpretação dos resultados 
observados.66 Essas dificuldades tornaram necessária a criação de 
modelos biomiméticos simplificados para o estudo do efeito de 
proteínas não-colagenosas durante a mineralização.71 

Gower et al.72 desenvolveram um modelo com o uso de polímeros 
negativamente carregados (ácido poliaspártico, por exemplo) 
para mimetizar o papel das proteínas não-colagenosas durante a 
calcificação. A partir deste trabalho seminal, diferentes estudos 
se dedicaram à avaliação do efeito de proteínas não-colagenosas 
no controle da mineralização intrafibrilar do colágeno.7,73–76 A 
mistura de Ca2+ e Pi promoveu a precipitação de ACP, precursor 
de apatita, sob condições iniciais específicas (pH, temperatura, e 
concentrações de Ca2+ e Pi).54 Porém, neste estudo, a adição de um 
polímero negativamente carregado à solução inibiu a transformação 
em apatita, devido à estabilização do precursor amorfo, ACP. 
A interação do polímero com o mineral resultou na formação 
de um complexo negativamente carregado, capaz de interagir 
eletrostaticamente com uma região específica da fibrila de colágeno, 
um domínio positivamente carregado na extremidade C-terminal da 
zona de lacuna, mediando assim a infiltração do ACP no interior da 
fibrila, que posteriormente se transforma em apatita cristalina.73 A 
ultraestrutura da região de lacuna (relembre a Figura 4c) fornece 
canais intermoleculares que, por efeito de confinamento, controlam e 
definem o tamanho e a orientação dos cristais de apatita formados no 
interior da fibrila.7 A infiltração da fase precursora amorfa na fibrila 
de colágeno é resultado de um balanço entre interações eletrostáticas 

e equilíbrio osmótico.74 Apesar desse modelo in vitro permitir a 
compreensão da mineralização intrafibrilar e inspirar metodologias 
para o desenvolvimento de biomateriais para regeneração óssea,77,78 
pouco ainda se sabe acerca do que controla a organização dos cristais 
extrafibrilares e, mais importante, a sua organização nos níveis 
superiores de hierarquia da matriz óssea. É válido ressaltar que esse 
modelo in vitro não implica que, in vivo, a infiltração de proteínas 
não-colagenosas ocorra no interior das fibrilas de colágeno. Na 
realidade, a fibrila de colágeno atua como uma barreira, através da 
qual moléculas menores que 6 kDa podem difundir-se livremente, 
enquanto moléculas maiores que 40 kDa são excluídas do interior 
da fibrila.79 Exceto no caso da osteocalcina, que por seu tamanho 
de apenas 5,6 kDa, poderia ser encontrada infiltrada na região de 
lacuna da fibrila de colágeno. Desta forma, o papel atribuído às 
proteínas não-colagenosas seria tanto na nucleação (atuando como 
esponjas de cálcio, aumentando localmente a supersaturação) como 
na estabilização do precursor amorfo, permitindo sua posterior 
infiltração no interior da fibrila, onde complexos minerais podem 
difundir-se livremente.80

O CONTROLE BIOQUÍMICO DA OSSIFICAÇÃO

Íons estão presentes em todo o nosso corpo, circulando pelo 
fluido extracelular. A concentração de Ca2+ no meio extracelular 
é finamente controlada pelo sistema endócrino, que mantém seus 
valores na faixa estreita de 2,2 a 2,7 mmol L-1.81 Já a concentração 
de Pi varia consideravelmente com a idade, sendo maior durante a 
infância, mas com valores na faixa de 1,12 a 1,45 mmol L-1 na fase 
adulta.82 Em termos puramente químicos, um mineral precipitará 

Figura 4. Mineralização das fibrilas de colágeno. A fibrila de colágeno é formada por regiões de sobreposição e lacuna que se intercalam ao longo do eixo 
da fibrila (a). ACP infiltra-se a partir das regiões de lacuna da fibrila (b). A ultraestrutura da fibrila de colágeno cria um ambiente confinado onde cristais de 
apatita são formados a partir do ACP infiltrado, dando origem à nanocristais orientados com seus eixos c paralelos ao eixo longo da fibrila de colágeno (c-g).
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caso sua solubilidade seja excedida (condição de supersaturação). 
A concentração de Ca2+ e Pi circulantes no fluido corpóreo seria 
suficiente para explicar a origem dos tecidos mineralizados. Porém, 
apesar do log(Kps) para apatita em condições fisiológicas ser por volta 
de 30 ordens de magnitude menor que o logaritmo do produto iônico 
da concentração de Ca2+ e Pi no plasma humano,83 a precipitação 
direta de apatita ou qualquer precursor metaestável não acontece em 
tecidos moles saudáveis. Quando pensamos na biomineralização, 
partindo de uma perspectiva em que a cristalização é controlada 
apenas pelo Kps da fase mineral, nos deparamos com um paradoxo 
decorrente do fino controle do equilíbrio iônico do corpo humano. 
Por meio de mecanismos celulares muito rebuscados, nosso corpo 
é capaz de armazenar íons e promover a mineralização de apatita 
apenas em ossos e dentes, prevenindo a calcificação em tecidos 
moles (exceto em condições patológicas). Além disso, em certas 
regiões do corpo, como na adesão de tendões ao osso, a interface 
entre tecido mineralizado e não-mineralizado deve ser precisamente 
controlada de modo a manter a funcionalidade anatômica. Esse 
fino controle da biomineralização se dá por uma cascata de eventos 
espacial e temporalmente orquestrados na qual íons precursores são 
sistemicamente impedidos de precipitar como uma fase mineral 
sólida, ou são estabilizados como fases precursoras de minerais 
amorfos. Assim, a mineralização ocorre localmente, apenas na matriz 
extracelular de tecidos esqueléticos/dentários, onde o trabalho de 
enzimas expressas por células osteogênicas degradam os inibidores da 
mineralização e criam o ambiente ideal para a nucleação e crescimento 
da fase mineral.17

Até o momento, mostramos nesta revisão como as características 
da matriz extracelular (colágeno e proteínas não-colagenosas) 
influenciam a deposição da fase mineral. Proteínas não-colagenosas 
(como a osteopontina) apresentam um papel fundamental nesse 
processo, seja por meio dos seus grupos carregados que atuam como 
esponjas para a atração de íons precursores, ou por sua habilidade em 
estabilizar o precursor amorfo e permitir a sua infiltração nas fibrilas 
de colágeno. Além disso, grupos carregados existentes na fibrila de 
colágeno poderiam por si só atuar na nucleação da fase mineral.84 
Sendo assim, características da matriz extracelular poderiam explicar 
a totalidade da existência de tecidos mineralizados, onde grupos 
carregados criam o ambiente favorável ao rompimento da barreira 
energética da nucleação/crescimento da fase mineral. Todavia, além 
da habilidade em secretar a matriz extracelular onde os cristais 
serão depositados, células osteogênicas devem ser capazes de criar o 
ambiente favorável ao controle da concentração de íons precursores, 
especialmente pela habilidade em remover inibidores e promover 
localmente a concentração de íons precursores (especialmente Pi). A 
mineralização é restrita a locais onde células são capazes de expressar 
colágeno do tipo I (a matriz) e que apresentam as enzimas capazes 
de remover localmente os inibidores de calcificação.85

O primeiro inibidor de calcificação identificado foi o pirofosfato 
(PPi) extracelular, já descrito na década de 1960 como um potente 
inibidor da calcificação.86 PPi é um éster de fosfato formado por dois 
monômeros de Pi unidos por uma ligação P-O-P, e está presente no 
meio extracelular em concentrações da ordem de 6 µmol/L. Este 
atua como inibidor de mineralização por meio da complexação com 
Ca2+, reduzindo as taxas de nucleação e crescimento de fosfatos de 
cálcio.87 Dessa forma, a manutenção de uma razão ideal Pi/PPi é 
universalmente aceita como uma condição necessária para a formação 
de mineral na matriz extracelular.88 Já foi observado in vitro, que 
diferentes razões Pi/PPi promovem a formação de diferentes fases 
minerais. De fato, razões em torno de 140 resultam na formação 
exclusiva de apatitas, ao passo que a redução desta razão diminui a 
quantidade de apatitas formadas até valores de Pi/PPi = 24, a partir 
do qual observa-se a formação de pirofosfato de cálcio.89 A razão Pi/

PPi não foi completamente investigada em condições fisiológicas, 
porém, considerando que no meio extracelular podem ser encontrados 
1-2 mmol/L de Pi e 1-10 µmol/L de PPi, a relação Pi/PPi resultante 
gira em torno de 1000. Conforme descrito por Garimella et al.90, uma 
pequena variação na ordem de µmol de PPi já é suficiente para induzir 
a inibição da formação de apatita, enquanto uma variação de Pi da 
ordem de mM é necessária para induzir a sua formação. Além de PPi 
ser responsável pelo ajuste fino da mineralização, fosfato também é 
armazenado na forma de polifosfatos (-(Pi)n

n-), sendo essa também 
uma forma de controlar a concentração de Pi livres necessários para 
a nucleação da fase mineral.91

Outro potente inibidor sistêmico da mineralização é a fetuína-A, 
uma proteína circulante com alta afinidade por Ca2+, que impede o 
crescimento de núcleos minerais no sangue pela mobilização desses 
íons e Pi em um complexo com dimensões coloidais que pode 
chegar a 150 nm, conhecido por partículas de calciproteína.50,92 Uma 
única molécula de fetuína-A pode sequestrar até 90-120 átomos de 
cálcio e 54-72 íons fosfato.93 Além disso, ela é abundante no tecido 
ósseo, correspondendo a cerca de 25% em massa das proteínas 
não-colagenosas.94 O processo de ossificação é acompanhado por 
uma intensa vascularização do tecido nascente,18 e a observação de 
partículas minerais oriundas da corrente sanguínea na matriz óssea 
em formação indica que as calciproteínas possam atuar como fonte 
de íons precursores para a calcificação.14,95,96

Se a nucleação da fase mineral é inibida de forma sistêmica, a 
existência de tecidos mineralizados indica a especialização celular 
a um fenótipo capaz de criar o microambiente necessário para a 
mineralização da matriz extracelular. Células osteogênicas, como 
os osteoblastos, além de possuírem papel na construção da matriz 
extracelular que será o alicerce para a deposição do mineral, também 
expressam uma série de enzimas capazes de remover localmente os 
inibidores da mineralização. Além disso, é crescente a ideia de que 
as células osteogênicas controlam a deposição da fase mineral por 
meio de mecanismos ainda mais rebuscados, envolvendo desde a 
formação intracelular de precursores minerais46,97,98 até a liberação 
de vesículas extracelulares mineralizantes.99

VESÍCULAS DA MATRIZ DURANTE A OSSIFICAÇÃO 

As vesículas da matriz (MVs) são um tipo especial de vesículas 
extracelulares apontadas como as responsáveis por desencadear 
a formação da fase mineral na biomineralização óssea. Vesículas 
extracelulares são estruturas liberadas por quase qualquer tipo de 
célula e presentes de forma ubíqua em fluídos biológicos. Atualmente, 
classifica-se as vesículas extracelulares quanto à sua origem celular 
em duas classes: os exossomos e as microvesículas.100 Exossomos 
tem origem intracelular a partir de brotamentos de membranas 
do sistema endossomal, sendo então secretados após a fusão de 
corpos multivesiculares com a membrana celular, liberando assim 
as vesículas para o meio extracelular. Já as microvesículas são 
formadas a partir de brotamentos diretamente da membrana celular. 
As vesículas extracelulares tem despertado um grande interesse 
devido à sua função em transportar e direcionar diferentes cargas (por 
exemplo, ácidos nucléicos, lipídios e proteínas) para serem entregues 
e interagir com outras células, gerando uma resposta importante 
tanto para processos fisiológicos quanto como causa/consequência 
de desenvolvimentos patológicos.100 As MVs são microvesículas 
denominadas como “da matriz” por representarem uma classe especial 
de vesículas extracelulares encontradas interagindo especificamente 
com a matriz extracelular, e com uma função característica de induzir 
mineralização.99 As MVs foram pioneiramente identificadas na década 
de 1960 por Anderson101 e Bonucci102 que, utilizando microscopia 
eletrônica de transmissão, visualizaram estruturas vesiculares 
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contendo mineral na matriz extracelular de células mineralizantes. 
As MVs fornecem um microambiente apropriado para o início da 
mineralização. Todos os seus componentes, proteínas e lipídios, 
desempenham papéis importantes neste processo, seja por catalisarem 
reações ou criarem interações específicas que resultam na otimização 
da formação da fase mineral.99,103 Além disso, são identificadas como 
o único tipo de vesícula extracelular capaz de se ligar a colágeno.104 
Apesar dos mais de 50 anos de estudo acerca das MVs, o mecanismo 
pelo qual elas são secretadas e controlam a mineralização ainda 
permanece elusivo. Além disso, ainda são grandes os desafios para 
a completa compreensão do processo: identificar MVs in vivo, 
diferenciá-las de outras vesículas extracelulares e caracterizar com 
precisão a formação mineral mediada por essas estruturas in vivo e 
ex vivo. O rastreamento da formação mineral tem sido especialmente 
desafiador, principalmente devido a artefatos no preparo de amostras 
para microscopia eletrônica atribuídos a mecanismos de dissolução/
recristalização ou remoção de precursores metaestáveis.

MVs são isoladas a partir de tecidos biológicos por meio de 
protocolos de ultracentrifugação, após digestão por colagenase, 
que permite a obtenção de uma fração rica nessas vesículas, em 
detrimento de resíduos e outras vesículas extracelulares.105 A 
digestão por colagenase é o ponto chave na distinção das MVs 
de outras populações de vesículas extracelulares. A partir desse 
procedimento, uma população de MVs é isolada e diferenciada 
dos demais resíduos celulares por alguns marcadores bioquímicos, 
como: atividade elevada de fosfatase alcalina não-específica de 
tecido (TNAP); habilidade de acumular Ca2+ e Pi in vitro; e um 
perfil proteico e lipídico característico.99,103 Evidências descritas 
na literatura indicam que MVs atuam como nanorreatores durante 
a mineralização óssea devido a duas características principais: (1) 
seu maquinário enzimático rebuscado que opera em harmonia para 
controlar a relação Pi/PPi e (2) a formação da fase mineral nas MVs 
pode ser especificamente controlada por sua composição lipídica/
proteica. Abordaremos na próxima seção o que se sabe sobre a 
origem das MVs e as principiais características do seu maquinário 
bioquímico e membrana lipídica. 

BIOGENESE DAS VESÍCULAS DA MATRIZ 

As MVs possuem diâmetro que varia entre 100-300 nm e 
surgem por brotamento a partir da membrana plasmática de células 
mineralizantes, como demostrado por análises de microscopia 
eletrônica de ossos em formação.103 As células que secretam MVs o 
fazem em seus estágios finais de desenvolvimento. Em condrócitos, 
a biogênese das MVs coincide com a sequência de eventos que 
conduzem à apoptose ou morte celular programada.99 Já em 
osteoblastos cultivados in vitro, observa-se que células estimuladas em 
meio osteogênico (i.e. suplementado com ácido ascórbico e alguma 
fonte externa de Pi, como o beta-glicerofosfato) liberam MVs em 
seus estágios finais de maturação.106 Análises de composição lipídica 
(lipidômica) e proteica (proteômica) identificaram semelhança 
entre a composição das MVs e de regiões específicas da membrana 
celular (microvilosidades da membrana apical)107,108 sendo, portanto, 
comumente aceito que as MVs são liberadas por brotamento a partir 
de regiões específicas da membrana celular. As MVs são enriquecidas 
em colesterol (cerca de 30% em mol), o que pode indicar a origem 
dessas vesículas a partir de regiões de domínios denominados 
jangadas lipídicas (do inglês, lipid rafts) da membrana celular,108 cuja 
composição é abundante em colesterol e esfingomielinas, e confere 
grande afinidade para o recrutamento de proteínas ancoradas por 
glicosilfosfatidilinositol.109 Os fatores que levam ao brotamento das 
MVs, e os mecanismos intracelulares envolvidos na biogênese das 
MVs ainda estão pouco elucidados.

VESÍCULAS DA MATRIZ: PAPEL DOS LIPÍDIOS 

A composição lipídica tem papel fundamental na modulação da 
atividade de enzimas presentes na membrana das MVs,110–116 porém 
acredita-se que o seu enriquecimento em lipídios negativamente 
carregados (principalmente lipídios com grupamento fosfatililserina 
- PS) tenha também um papel predominante na nucleação da 
fase mineral. A ideia de que os fosfolipídios poderiam controlar 
a nucleação da fase mineral derivou de estudos seminais sobre a 
composição da matriz óssea durante a mineralização.117,118 Observando 
que a maior parte dos fosfolipídios estavam intimamente associados à 
fase mineral nascente e que uma parcela desses lipídios só podia ser 
extraída após a completa desmineralização do tecido,119 foi postulado 
que fosfolipídios, principalmente os ácidos (como a PS), poderiam 
desempenhar um papel na ossificação. Cotmore at al.120 demonstraram 
uma interação específica entre PS e Ca2+ na presença de Pi, formando 
um complexo PS-CaPi, sendo essa a primeira evidência a sugerir uma 
correlação entre fosfolipídios e estabilização das fases metaestáveis de 
fosfato de cálcio. Complexos lipídeo-mineral foram posteriormente 
extraídos de tecidos biológicos121,122 e então identificados como uma 
parte integral presente no interior das MVs.123,124 Atualmente sabe-se 
que esses complexos PS-mineral compõem o centro nucleador das 
MVs, identificado por MET como subunidades de ~1 nm de diâmetro 
formadas por aglomerados de Ca2+ e Pi intimamente associados 
à membrana.125 Espectroscopia de absorção no infravermelho e 
31P-RMN apoiaram a conclusão de que ACP (ou seus precursores) 
seja o principal componente deste centro nucleador.125 Recentemente 
demonstramos que a formação do centro nucleador nas MVs pode 
ser entendida como consequência do enriquecimento em PS na 
membrana interna dessas vesículas, onde nanodomínios ricos em 
PS são regiões específicas para aumento local de supersaturação 
de íons precursores, levando à nucleação de ACP na interface pela 
estabilização de complexos PS-CaPi.126

VESÍCULAS DA MATRIZ: O MAQUINÁRIO BIOQUÍMICO

Para uma descrição mais didática, podemos dividir as proteínas 
presentes nas MVs em duas categorias: (1) as responsáveis pela 
produção e transporte de Pi e (2) as responsáveis pela captação de 
Ca2+. 

(1) Com relação à homeostase de fosfato: 
(i) TNAP é uma enzima que possui atividade fosfomonohidro-

lítica, ou seja, produz Pi a partir da hidrólise de qualquer substrato 
fosforilado, como por exemplo trifosfato de adenosina (ATP), 
difosfato de adenosina (ADP), glicose-1-fosfato, glicose-6-fosfato, 
gliceraldeídofosfato, entre outros.127 De maneira mais eficiente e 
seletiva, converte PPi em duas moléculas de Pi, ou uma molécula 
de ATP em Pi e ADP. A existência de uma enzima com atividade 
fosfomonohidrolítica, capaz de produzir Pi localmente durante a 
ossificação, foi proposta na década de 1920,36 sendo posteriormente 
identificada e isolada.128 A TNAP pertence a uma família de proteínas 
com diferentes isoformas dessa enzima estão distribuídas em quase 
todos os tecidos. Em humanos, as fosfatases alcalinas são codificadas 
por quatro genes tradicionalmente nomeados referindo-se aos teci-
dos onde são predominantemente expressos.129 A fosfatase alcalina 
não-específica de tecido (TNAP) é codificada pelo gene ALPL e 
expressa em maiores níveis no fígado, ossos e rim, sendo por essa 
razão chamada de não-específica de tecido. As outras três isoformas 
são tecido-específicas: a fosfatase alcalina placentária (PLAP, gene 
ALPP), de células germinativas (GCAP, gene ALPP2) e intestinal 
(IAP, gene ALPI). Independentemente de sua origem, as fosfatases 
alcalinas são enzimas constituída por duas subunidades idênticas com 
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massa molecular de aproximadamente 60 kDa, contendo em cada 
sítio catalítico três íons metálicos (dois Zn2+ e um Mg2+), necessários 
para a atividade da enzima.130 Um novo sítio não-catalítico que parece 
ser ocupado por Ca2+ foi descoberto após a resolução da estrutura 
tridimensional da PLAP.131,132 A importância estrutural e funcional 
deste novo sítio metálico confirma estudos anteriores que indicavam 
que, em cartilagem, a fosfatase alcalina é uma glicoproteína ligante 
de Ca2+.133 Desde sua identificação, a TNAP tem sido apontada como 
uma das principais enzimas responsáveis pela calcificação da matriz 
óssea.88 Apesar da presença de fosfatases alcalinas em diversos tecidos 
no corpo, a mineralização é fisiologicamente restrita à cartilagem e 
ao osso, uma vez que requer uma matriz extracelular de composição 
específica (colágeno) como molde para a deposição de mineral, e a 
expressão conjunta de TNAP e colágenos fibrilares ocorrem apenas 
em zonas de formação óssea.85 Interessantemente, muitas condições 
patológicas que resultam em mineralização extracelular de tecidos 
moles envolve a ativação da TNAP.134

A TNAP é encontrada na superfície da membrana de células 
osteogênicas e na membrana das MVs, de forma que a sua expressão é 
um marcador da diferenciação celular para um fenótipo mineralizante. 
Além disso, níveis elevados de TNAP têm sido encontrados em MVs, 
atestando o papel dessa enzima na remoção de PPi e geração local de 
Pi para induzir a mineralização. Camundongos deficientes em TNAP 
produzem MVs também carentes em TNAP.135 Análises in vivo da 
matriz óssea nesses animais mostram regiões com mineralização 
deficiente ao redor das MVs, devido à falha na função de gerar Pi 
localmente para a propagação da mineralização.104 Além da geração 
local de Pi, a TNAP pode também estar envolvida na remoção de 
grupos fosfato de algumas proteínas,136,137 como a osteopontina, sendo 
capaz de modificar seu nível de fosforilação e por consequência, 
afetando seu poder inibitório durante a calcificação.137,138 A habilidade 
da TNAP em controlar localmente o nível de fosforilação de proteínas 
não-colagenosas impõe um novo nível de regulação da calcificação.17

A importância da TNAP no controle da biomineralização é 
ainda evidenciada por doenças relacionadas à falha na expressão 
dessa enzima, como a hipofosfatasia (HPP), que é uma doença 
óssea hereditária.139 A fisiopatologia da HPP se deve basicamente a 
falhas da mineralização de tecidos duros, o que leva ao raquitismo 
ou osteomalácia, bem como a malformações dentárias. Além disso, 
a mineralização reduzida das costelas resulta em insuficiência 
respiratória grave, que é a principal causa de morte. A HPP é 
hereditária e recessiva, mas casos autossômicos dominantes foram 
relatados nas formas mais leves. Até o momento, um total de 335 
mutações espalhados por todo o gene ALPL foram relatadas139. No 
entanto, a terapia de reposição enzimática com TNAP (sALP-FcD10, 
também conhecido como ENB-0040 ou asfotase alfa) direcionada a 
minerais mostrou resultados promissores e abriu um novo panorama 
no tratamento dessa doença, até então intratável.140,141

(ii) A nucleosídeo pirofosfatase/fosfodiesterase 1 (NPP1) pertence 
a uma classe de enzimas (NPPs) expressas em diversos tecidos tais 
como ósseo, cartilaginoso e adiposo, possuindo funções específicas 
em cada tipo tecidual/celular. Dentre as principais enzimas dessa 
grande família, destaca-se a NPP1 (ou PC-1), que é uma proteína 
integral de membrana,142,143 com peso molecular de aproximadamente 
125 kDa e um total de 906 resíduos de aminoácidos. Esta enzima se 
destaca por sua capacidade de hidrolisar diversos tipos de nucleotídeos 
polifosforilados e de fosfodiésteres para a geração de PPi.144 Desta 
forma, a NPP1, como a grande geradora de PPi, juntamente com a 
TNAP, que controla a razão Pi/PPi no meio extracelular, possuem, 
juntas, funções cruciais na produção e regulação das concentrações 
de Pi na região extracelular das MVs, influenciando diretamente a 
geração da fase mineral.145 Falhas na expressão de NPP1 resultam 

em anormalidades relacionadas à hipermineralização óssea e 
mineralização patológica de tecidos moles, incluindo calcificação 
arterial.146 Em contrapartida, a expressão elevada de NPP1 resulta 
na calcificação de tecidos cartilaginosos, devido à formação de 
pirofosfato de cálcio diidratado (CPPD), o que ocorre principalmente 
durante o processo de envelhecimento da cartilagem do menisco 
do joelho.147,148 A propósito, assim como em tecidos que expressam 
excesso de NPP1, a precipitação anormal de CPPD também tem sido 
observada em associação com a deficiência de TNAP.146

(iii) A PHOSPHO1 é uma fosfomonohidrolase encontrada no 
interior das MVs.149 Estudos de localização utilizando-se anticorpos 
mostraram que a PHOSPHO1 é especificamente localizada em 
regiões mineralizantes do tecido esquelético.150 Juntamente com a 
TNAP, ela é considerada como uma das principais enzimas produ-
toras de Pi durante a biomineralização, levando ao acúmulo de Pi 
no interior das MVs. Animais duplamente deficientes em TNAP e 
PHOSPHO1 exibiram ablação completa de mineralização esquelética 
e letalidade perinatal.151 Apesar das evidências concretas do papel da 
PHOSPHO1 na ossificação, a via bioquímica pela qual essa enzima 
ajuda na concentração de Pi no interior das MVs permanece obscu-
ra. A PHOSPHO1 gera Pi através da hidrólise de dois substratos: 
fosfocolina (PC) e fosfoetanolamina (PE). Diferentes vias têm sido 
propostas para a produção local desses substratos, seja pela ação da 
fosfolipase PLA2, da ectonucleotídeo pirofosfatase/fosfodiesterase 
6 (NPP6) ou de esfingomielinases (SMPD3), como recentemente 
revisados.152 Camundongos deficientes em PHOSPHO1 apresen-
taram, além de ossificação comprometida, um número reduzido de 
MVs, indicando que essa enzima possa também estar envolvida na 
biogênese das vesículas.146

(iv) Transportadores de fosfato PiT-1 (SLC20A1) e PiT-2 
(SLC20A2) também chamados de cotransportadores Na+/Pi do tipo 
III são encontrados nas MVs.153 PiT-1 e PiT-2 foram propostos como 
proteínas capazes de intermediar o carregamento de Pi extracelular 
para o interior das MVs.146 O PiT-1 foi encontrado em condrócitos 
hipertróficos durante ossificação endocondral em camundongos,154 
evidenciando seu importante papel na regulação das concentrações 
de Pi em ossos e cartilagens. Além disso, foi demonstrado que Pi 
modula a diferenciação de condrócitos e osteoblastos.155 Sugita et 
al.156 sugeriu que a síntese de ATP mediada pelo transporte de Pi 
para o interior das céulas via PiT-1 é fundamental para a regulação da 
apoptose e mineralização de condrócitos. Lau et al.157 demonstraram 
que a atividade de co-transporte Na+/Pi através de PiT-1 está associada 
com a diferenciação de osteoblastos e que o aumento da concentração 
de Pi extracelular afeta a diferenciação de condrócitos. Suzuki et al.158 
também investigaram os efeitos de superexpressão de PiT-1 
transgênica na razão Ca2+/Pi e metabolismo ósseo. Ratos transgênicos 
PiT-1 exibiram metabolismo mineral anormal e também redução da 
atividade da TNAP nos osteoblastos, embora a mineralização da 
matriz óssea e o desenvolvimento esquelético fossem normais.159 
Ratos adultos transgênicos PiT-1 exibiram hiperfosfatemia, associada 
a redução da massa óssea.159 Neste estudo in vitro, a superexpressão 
de PiT-1 em osteoblastos levou a aumento acentuado no transporte 
de Pi e regulação negativa da expressão da TNAP. 

(v) Finalmente uma Na,K-ATPase (NKA) também é encontrada 
em membrana de MV,160 o que pode promover a mineralização 
por aumentar a concentração local de Pi e consequentemente 
alterando as razões Pi/PPi. NKA é um transportador catiônico ativo 
encontrado na membrana celular de todos os mamíferos, atuando no 
movimento de três Na+ para fora e dois K+ para dentro das células, 
para cada molécula de ATP hidrolisada.161 A estrutura funcional da 
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enzima é um heterodímero formado por duas subunidades alfa (α) 
e beta (β) principais. A subunidade α (110 kDa) tem dez segmentos 
transmembrana e três domínios citoplasmáticos, enquanto a 
subunidade β (55 kDa) tem apenas um segmento transmembrana 
e uma porção extracelular altamente glicosilada.162,163 Existem 4 
isoformas para as subunidades α e β que podem associar-se em 
dímeros de atividade e inibição enzimática características. A presença 
das isoformas α1, α2, β1 e β2 foram identificadas em condrócitos 
isolados de articulação cartilaginosa de bovinos164 e em MVs isoladas 
de condrócitos hipertróficos de fêmures de embriões de frango.165,166 O 
fato de que nas membranas de MVs possa haver uma forma dimérica 
da NKA aliado às evidências de que osteoblastos são capazes de 
mineralizar a partir da hidrólise de ATP,167 podem evidenciar um papel 
importante desta enzima na biomineralização. Experimentos in vitro 
em andamento em nosso laboratório confirmam que a NKA poderia 
também atuar na produção de Pi para auxiliar na mineralização.

(2) Proteínas responsáveis pela captação de cálcio
Evidências experimentais sugeriram que anexinas, como proteí-

nas de ligação a Ca2+ e a fosfolipídios, estão envolvidas na homeostase 
de cálcio das células mineralizantes e no influxo de Ca2+ para as 
MVs.168,169 Três proteínas da família das anexinas (AnxA2, AnxA5 
e AnxA6) estão presentes nas MVs, e apesar de não apresentarem 
domínios peptídicos característicos de proteínas transmembranas, 
podem ser responsáveis pela captação de Ca2+ e levar para o interior 
das vesículas.103,170 Dentre essas anexinas, a AnxA5, especificamente, 
é uma proteína de ~35 kDa, responsável pela formação de canais de 
Ca2+ pela associação de subunidades desta proteína tanto com a face 
externa quanto interna da membrana das MVs.171 A AnxA5 humana 
foi a primeira a ter sua estrutura tridimensional caracterizada, a qual 
revela uma molécula ligeiramente curva, constituída por quatro 
repetições homólogas constituídas por cerca de 70 aminoácidos, 
formando domínios compactos de 5 α-hélices.172 Estes domínios 
estão dispostos de modo a formar um poro hidrofílico no centro 
da proteína e esse poro pode apresentar função de canal de Ca2+ na 
membrana das MVs.173 A função de canal iônico foi reproduzida em 
membranas reconstituídas in vitro de maneira semelhante à descrita 
para as MVs.171 Adições de anticorpo anti-anexina específico ou de 
inibidor de canal de anexina K-201174 levou à diminuição do acúmulo 
de Ca2+ e redução da capacidade de mineralização das MVs.175,176 Além 
disso, a adição de anexinas exógenas (AnxA2, AnxA5 e AnxA6) a 
vesículas que não continham anexinas e que não mineralizavam, foi 
capaz de restaurar a sua capacidade de acumular Ca2+. Bolean et al.177 
mostraram que proteolipossomos contendo AnxA5 exibiram alta 
afinidade de ligação a fibrilas de colágeno tipo II, o que indica um 
possível papel desta proteína na ligação de MVs à matriz orgânica 
durante a mineralização. A afinidade de anexinas por sítios específicos 
de ligação na fibrila de colágeno tem sido relatada na literatura.178

Outro membro da família das anexinas encontrado nas MVs 
é a AnxA6, com ~68 kDa. Análises bioquímicas revelaram que a 
AnxA6 está presente em três regiões distintas nas MVs: (a) ligada à 
parte externa da membrana, na presença de Ca2+; (b) localizada na 
superfície interna da monocamada das membranas e (c) inserida na 
bicamada hidrofóbica e co-localizada com regiões ricas em Chol.179 
De maneira distinta dos demais membros da família das anexinas, 
que são estruturalmente caracterizados pela presença de um núcleo 
altamente conservado composto por quatro domínios homólogos,180 
a AnxA6 possui oito domínios em seu núcleo.181

Um trabalho recente de Veschi et al.179 sugeriu um possível 
mecanismo de translocação de AnxA6 através da membrana das 
MVs. Em uma etapa inicial, as anexinas no lúmen de MVs ligam-se 
à fosfatidilserina (PS), presente na lamela interna da bicamada das 
MVs, de modo dependente de Ca2+, o que desencadeia a formação de 

um centro nucleador com o auxílio de AnxA5 e outras proteínas.182 
A AnxA6 também pode contribuir para o acúmulo de Ca2+ criando 
ambiente favorável para a formação de apatita. Na etapa seguintes, 
uma redução local do pH durante a formação de apatita, pode 
promover a inserção de AnxA6 na bicamada das MVs, o que torna 
a AnxA6 resistente à extração por EGTA.183 A inserção de AnxA6 
na membrana induzida por pH ligeiramente ácido é aparentemente 
revertida pelo aumento do pH.184 Este fato sugere que AnxA6 poderia 
ser expelida na matriz extracelular, onde o pH é neutro, ou também 
poderia se ligar a PC presente na superfície das MVs, Assim, a AnxA6, 
bem como a AnxA5, poderia contribuir para reforçar as interações das 
MVs com as fibras de colágeno.177,179 Essas diferentes localizações 
e formas de interação na membrana das MVs indicam que a AnxA6 
pode exercer funções distintas durante o processo de mineralização, 
entretanto até o momento essas funções não estão bem elucidadas. 
Ainda, a capacidade da AnxA6 de transportar Ca2+, como descrito 
para AnxA5, ainda não foi descrita.170,171

VESÍCULAS DA MATRIZ: MODELOS MIMÉTICOS

A complexidade funcional, estrutural e composicional das MVs 
impõe aos pesquisadores a utilização de modelos simplificados que 
sejam capazes de mimetizar parcialmente sua composição, morfolo-
gia e estrutura, a fim de se explorar as funções específicas dos seus 
constituintes. Lipídios de membrana, que são intrinsicamente insolú-
veis em meio aquoso na sua forma monomérica, se auto-organizam 
espontaneamente de modo a formar partículas multilamelares em 
meio aquoso. Para formar vesículas unilamelares (i.e., vesículas 
contendo uma única bicamada concêntrica, semelhante às mem-
branas naturais), as vesículas multilamelares podem ser sonicadas 

Figura 5. Representação esquemática do maquinário bioquímico das MVs. 
Diferentes enzimas e proteínas atuam em harmonia de modo a controlar 
localmente a razão Pi/PPi, assim como acumular Pi e Ca2+ necessários 
para a mineralização das fibrilas de colágeno. MVs acumulam Ca2+ e Pi no 
seu lúmen, dando origem à uma fase mineral de razão Ca/P ~1,0, típico da 
formação de uma fase amorfa e desordenada.185 O mecanismo pelo qual as 
MVs poderiam mediar a mineralização de fibrilas de colágeno a partir desta 
fase precursora ainda permanece carente de detalhamento, no entanto, alguns 
cenários podem ser especulados: (1) as vesículas contendo ACP poderiam 
se infiltrar diretamente na matriz de colágeno e liberar seu conteúdo, por 
efeito mecânico ou por ação de enzimas específicas186 (2) a fase precursora 
liberada pelas MVs poderia interagir com proteínas não-colagenosas (como 
a osteopontina), que controlariam a infiltração da fase precursora no interior 
das fibrilas de colágeno. Imagem adaptada da referência.99
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ou extrusadas até atingirem dimensões manométricas.187 Essas ve-
sículas unilamelares são comumente chamadas de lipossomos. Em 
nosso grupo, propomos uma abordagem biomimética com o uso de 
proteolipossomos para reconstruir in vitro a função de diferentes 
enzimas/proteínas presentes nas MVs. Proteolipossomos lipossomos 
nos quais proteínas são incorporadas de modo a reconstituir in vitro 
suas funcionalidades.188 Essas vesículas sintéticas criam um modelo 
biomimético capaz de imitar a estrutura organizacional e a função das 
biomembranas, tornando essas estruturas um modelo experimental 
vantajoso e conveniente para ajudar no avanço da compreensão da 
calcificação mediada por MVs.99,187 Os proteolipossomos são fáceis 
de preparar e podem ser fabricados usando diferentes métodos, com 
um fino controle da composição lipídica e proteica da membrana e dos 
eletrólitos presentes, representando assim um modelo experimental 
conveniente para reproduzir algumas características essenciais do 
processo de biomineralização.

Uma das enzimas que temos dedicado atenção especial quanto à 
sua reconstituição em proteolipossomos é a TNAP. Como estabelecido 
por nosso grupo, uma vez isolada, a TNAP pode ser subsequentemente 
reconstituída na bicamada lipídica de lipossomos pelo uso da âncora 
de glicofosfatidilinositol (GPI) da enzima.110,144 Um ponto relevante 
a ser observado é que a enzima ligada a lipossomos mantém a 
capacidade de hidrolisar diferentes substratos, tais como ATP, ADP, 
AMP, PPi e p-nitrofenilfosfato.144,189 O microambiente experimentado 
por uma enzima reconstituída em membrana mimetiza a interação 
com lipídios, acesso à substratos, inibidores e moduladores de uma 
maneira mais fisiológica do que em solução. Os proteolipossomos 
contendo TNAP possuem tamanho na faixa de 100 a 200 nm,113,189 
comparável ao tamanho médio de uma MV nativa.126 Imagens obtidas 
por MET mostraram que a reconstituição da enzima não afetou a 
morfologia dos lipossomos.144 Garcia et al.190 demonstraram que a 
porção proteica da TNAP está provavelmente próxima da superfície 
da membrana, sugerindo que a modulação da atividade da TNAP 
pode estar relacionada com a proximidade e a composição lipídica das 
vesículas. De fato, Bolean et al.113 e Favarin et al.112,189 demonstraram 
que as propriedades catalíticas da TNAP variam dependendo 
do microambiente lipídico onde a enzima se encontra. Estudos 
que combinaram os fosfolipídios 1,2-dipalmitoil-sn-glicero-3-
fosfocolina (DPPC) e 1,2-dioleoil-sn-glicero-3-fosfocolina (DOPC), 
associados ou não a diferentes esteróis, mostraram maior afinidade 
da TNAP pela monocamada lipídica saturada, refletida na sua maior 
incorporação nos lipossomos.112,189 Além disso, proteolipossomos 
compostos por DPPC:Chol propagaram a deposição de mineral mais 
eficientemente quando comparados com a composição DOPC:Chol, 
mostrando que a mobilidade e o grau de empacotamento lipídico 
são chave para que o processo de deposição de fosfato de cálcio 
ocorra apropriadamente.112,189 Ensaios de mineralização in vitro 
demostraram que proteolipossomos contendo TNAP são capazes de 
induzir a mineralização in vitro mesmo na ausência de nucleadores, 
mostrando que o microambiente lipídico é essencial para a indução 
e propagação do mineral fosfato.109 Esse processo é ainda controlado 
pela presença de esteróis na composição dos proteolipossomos, 
mostrando a importância da fluidez da membrana lipídica também 
na propagação do mineral.112

Proteolipossomos construídos por lipídios presentes nos lipid 
rafts, como Chol, SM e gangliosídeo GM1 (lipídeo comumente 
encontrado nestes domínios com muita afinidade para Chol), nos 
quais as MVs são enriquecidas, foram utilizados na investigação 
de interações com TNAP. A análise calorimétrica dos lipossomos 
e proteolipossomos indicou segregação lateral de fase somente em 
presença de Chol, com a formação de microdomínios ricos neste 
lipídeo.112–114,189 O aumento gradual na complexidade das vesículas 
diminuiu a atividade da TNAP incorporada, e a presença da enzima 

também alterou a temperatura de transição de fase dos lipídios 
nas vesículas.113,114 Esses estudos mostram a versatilidade dos 
proteolipossomos como modelos miméticos, por meio dos quais pode-
se inferir sobre aspectos funcionais da TNAP, além de parâmetros 
que favorecem à sua incorporação na membrana. Associadas às 
características biofísicas da membrana (fluidez e presença de 
microdomínios, por exemplo), esses modelos consistem ainda de 
importante ferramenta para a compreensão da biogênese das MVs. 

Além da TNAP, outras proteínas importantes no processo de 
biomineralização mediada por MVs tem sido estudada com o uso 
de proteolipossomos, como a NKA191 e a NPP1.144 Simão et al.144 
descreveram a produção e caracterização de proteolipossomos 
contendo além de TNAP, a enzima NPP1, mostrando a inter-relação 
entre essas enzimas na utilização de substratos fisiológicos como um 
meio de compreender a interação mais complexa dessas enzimas em 
MVs. Os estudos de reconstituição de função de enzimas relevantes 
ao processo de biomineralização foram posteriormente validados com 
uso de MVs nativas,135 demonstrando que tanto a cooperatividade 
quanto a competição entre diferentes enzimas reguladoras de Pi 
(TNAP, NPP1 e PHOSPHO1) fornecem um nível adicional de 
regulação do fluxo de metabólitos para o controle do processo de 
mineralização.

Por fim, outra classe de proteína que tem sido explorada na 
reconstituição em proteolipossomos são as anexinas.170,177,179,192 A 
associação entre AnxA5 e TNAP foi estudada em proteolipossomos 
formados por DPPC e DPPS, de modo a determinar se a presença de 
AnxA5 afeta os parâmetros cinéticos da TNAP. A melhor eficiência 
catalítica foi obtida em proteolipossomos de DPPC:DPPS contendo 
AnxA5, condições que aumentaram a especificidade da hidrólise de 
PPi pela TNAP, quando comparada à hidrólise de ATP.170 Além disso, 
AnxA5 foi capaz de mediar o influxo de Ca2+ em proteolipossomos 
de DPPC puro e DPPC:DPPS, em concentrações fisiológicas de 
Ca2+ (~2 mM), processo esse que não foi afetado pela presença 
de TNAP.170 Estes resultados atestaram que o sinergismo entre 
diferentes componentes das MVs pode ser mimetizado com o uso 
de proteolipossomos de modo a delinear fatores que otimizam a 
função de proteínas.

Estudos topográficos de vesículas lipídicas por microscopia de 
força atômica (AFM), em modo contato intermitente, possibilitam 
a visualização de mudanças estruturais ocasionadas por alterações 
na fluidez da membrana, que resultaram na formação de domínios 
lateralmente segregados na presença das proteínas AnxA5, TNAP192 
e AnxA6.179 Imagens de contraste de fase, revelaram a presença de 
protrusões com propriedades visco-elásticas distintas, sugerindo 
que a presença das proteínas induz alterações locais na fluidez da 
membrana. Domínios mais complexos foram observados quando 
ambas as proteínas, TNAP e AnxA5, estavam presentes nas vesículas, 
destacando a importância da AFM na caracterização dos modelos 
miméticos de MVs.192 Tais proteolipossomos foram capazes de se 
ligar a matrizes de colágeno, porém com afinidade reduzida em 
presença de TNAP, mimetizando a função das MVs no momento de 
ancoragem à matriz extracelular colagenosa.177,195

Proteolipossomos também são úteis para estudos funcionais 
decorrentes de alterações estruturais de proteínas. Mutações na TNAP 
associadas a doenças, como as encontradas na HPP,193 podem ser 
minunciosamente estudadas quando presente em sistemas-modelo 
vesiculares que imitam apropriadamente o ambiente biológico in 
vivo da enzima. Considerando que as vesículas artificiais mimetizam 
adequadamente o comportamento cinético de enzimas no ambiente 
de MVs naturais, estas podem ser usadas para a triagem de pequenos 
compostos moleculares capazes de modular a atividade de enzimas 
com potencial terapêutico.194–197 Desta forma, ressalta-se a importância 
da elucidação de interações moleculares referentes às propriedades 
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físicas, organização lateral de fase, propriedades cinéticas de enzimas 
e interações lipídeo-lipídeo, lipídeo-proteína e proteína-proteína 
para a modulação da deposição de mineral. Proteolipossomos como 
modelos biomiméticos de MVs contendo composições lipídicas e 
proteicas variadas certamente ajudarão a elucidar interações ainda 
mais específicas em estudos posteriores, desvendando os mecanismos 
complexos envolvidos nos processos de mineralização fisiológicos 
e patológicos.

De maneira complementar, monocamadas de Langmuir e Filmes 
de Langmuir-Blodgett (LB) podem ser utilizados como modelos 
miméticos de MVs. Apesar de não mimetizarem a geometria dessas 
vesículas, os filmes de Langmuir são úteis para determinação de 
parâmetros termodinâmicos de interação lipídeo-lipídeo e lipídeo-
proteína, como energia livre e área de excesso, pressão de exclusão e 
fatores de compressibilidade isotérmicos.198 Ainda, fatores que regulem 
a atividade de enzimas importantes para o processo de mineralização 
relacionados à composição das monocamadas, e também investigação 
da composição da fase mineral, podem ser investigados com 
técnicas acopladas à cuba de Langmuir. Recentemente, nosso grupo 
desenvolveu metodologia para acompanhar de maneira simultânea 
a inserção de TNAP em monocamadas contendo DPPC e Chol e 
mudanças na atividade da enzima.199 Para isso, um espectrofotômetro 
UV-Vis portátil operado por fibra óptica foi acoplado ao um 
equipamento de tensão superficial dinâmica pelo método da gota 
pendente. Aumento na atividade da enzima foi observado com 
aumento do empacotamento lipídico na interface líquido-ar.199 
Utilizando-se cuba de Langmuir, filmes LB compostos por ácido 
dimiristoilfosfatítico (DMPA) e TNAP foram transferidos para 
suportes de titânio.200 A atividade da enzima foi mantida nesses 
filmes, que foram capazes de propagar mineralização de apatita e 
representam uma alternativa de recobrimentos biomiméticos para 
implantes.200 Derradi et al.111 utilizaram monocamadas de Langmuir 
contendo DPPC e Chol para estudos da modulação da atividade 
enzimática da TNAP. Recentemente, Cruz et al. acompanharam a 
mineralização in situ a partir de monocamadas de Langmuir contendo 
DPPC e DPPC:DPPS, utilizando-se espectroscopia de infravermelho 
acoplada à cuba de Langmuir (PM-IRRAS).126 A fase mineral foi 
caracterizada após transferência a suportes sólidos por MET e FTIR. 
Resultados comparáveis à mineralização de monocamadas compostas 
por lipídios isolados de MVs nativas foram obtidos apenas em 
presença de DPPS, evidenciando a papel primordial deste lipídeo na 
indução de mineralização.

PERSPECTIVAS 

A formação de tecidos mineralizados é um processo rebuscado 
que envolve uma série de eventos celulares temporal e espacialmente 
regulados para construir a matriz extracelular e controlar a deposição 
da fase mineral. Fibrilas de colágeno mineralizadas são o bloco 
construtor da matriz óssea/dentária, que se auto-organiza de forma 
multiescalar, gerando um material compósito de hierarquia e 
propriedades únicas. Um dos grandes desafios atuais da ciência 
de materiais é sintetizar, in vitro, materiais que reproduzam com 
fidelidade a estrutura e composição da matriz mineralizada.201,202 
Todavia, a compreensão em detalhes desses processos é uma 
ferramenta primordial para a translação da ciência básica à 
aplicação tecnológica. MVs nativas e proteolipossomos podem ser 
potencialmente utilizados como agentes terapêuticos em patologias 
relacionadas à perda óssea.203 A habilidade inerente desses materiais 
de controlar a deposição da fase mineral em diferentes níveis pode 
superar limitações e riscos associados às abordagens de terapia celular. 
Desta forma, a caracterização do processo de comunicação mediada 
por vesículas no microambiente ósseo pode fornecer informações 

relativas à complexidade do desenvolvimento e manutenção óssea. 
Assim, estudos futuros sobre a biogênese, absorção e composição de 
MVs, poderão desvelar biomarcadores e auxiliar no desenvolvimento 
de novos materiais osteoindutores e osteocondutores, regeneradores 
ou aceleradores do processo de biomineralização. A compreensão 
dos mecanismos moleculares que levam à biomineralização poderão 
ainda resultar em materiais para tratamento de uma ampla variedade 
de patologias relacionadas a mineralização ectópica.
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