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Resumo 
 
As lesões nervosas periféricas (LNPs) afetam, além do nervo, a inervação do 

músculo e as junções neuromusculares (JNMs) associadas. Ocorrem diversas 

alterações morfofuncionais e moleculares, além de uma intensa resposta imune, 

principalmente macrofágica. Métodos alternativos de reparo vêm sendo utilizados a 

fim de potencializar a regeneração nervosa como o biopolímero heterólogo de fibrina 

(BHF). O objetivo desse estudo foi avaliar os efeitos do BHF associado à neurorrafia 

no reparo do nervo isquiático, com ênfase no microambiente da lesão e na interação 

neuromuscular. Quarenta ratos Wistar (CEUA/IBB/Unesp: 1177/2019) foram 

distribuídos em 4 grupos (n = 10/grupo). No grupo Controle (C) foi realizada a 

localização do nervo. No grupo Desnervado (D), neurotmese e remoção de 

fragmento de 6 mm, inversão dos cotos e fixação na tela subcutânea. No grupo 

Sutura (S), neurotmese seguida de neurorrafia. No grupo Sutura + BHF (SB), 

neurotmese seguida de neurorrafia e acrescido o BHF. Os animais foram 

eutanasiados aos 7 e 30 dias após cirurgia. Os nervos e os músculos sóleos foram 

coletados para análise semiquantitativa dos macrófagos M2 (CD206+); análise 

morfológica e morfométrica do nervo, do músculo e das JNMs; quantificação de 

tecido conjuntivo intramuscular. O grupo SB foi o único que apresentou semelhança 

ou maior proximidade ao grupo C, em relação ao número de axônios aos 7 dias; e 

ao número, área e densidade dos vasos sanguíneos, angulação e ângulo de Feret 

das JNMs,  número de núcleos centrais e quantificação de tecido conjuntivo do 

músculo, aos 30 dias. Também aos 7 dias no grupo SB, houve aumento da área do 

nervo, número e área dos vasos sanguíneos em relação aos outros grupos. E ainda 

no grupo SB aos 7 e 30 dias houve aumento da área dos macrófagos M2 em relação 

a todos os outros grupos. Esses resultados demonstram o potencial do BHF em 

acelerar a regeneração nervosa, induzir angiogênese e potencializar a resposta 

imune, além de prevenir degeneração muscular severa, com menor grau de fibrose 

e auxiliar no retorno das JNMs aos seus padrões morfológicos normais O BHF 

fornece um microambiente favorável, que melhora a regeneração nervosa, e assim, 

vantajoso no reparo de nervos periféricos. 

 

 

 
Palavras-chave: Biopolímero de fibrina; Interação neuromuscular; Lesão nervosa 
periférica; Macrófagos; Neurorrafia; Regeneração nervosa; Resposta imune. 

 
 
 

  



Abstract 
 
Peripheral nerve injuries (PNIs) affect, in addition to the nerve, muscle innervation 

and associated neuromuscular junctions (NMJs). There are several morphofunctional 

and molecular changes, in addition to an intense immune response, mainly 

macrophagic. Alternative repair methods have been used in order to enhance nerve 

regeneration, such as the heterologous fibrin biopolymer (HFB). The purpose of this 

study was to evaluate the effects of HFB associated with neurorrhaphy on sciatic 

nerve repair, with emphasis on the microenvironment of the injury and on 

neuromuscular interaction. Forty Wistar rats (CEUA/IBB/Unesp: 1177/2019) were 

distributed into 4 groups (n = 10/group). In the Control group (C), the location of the 

nerve was performed. In the Denervated group (D), neurotmesis and removal of a 6 

mm fragment, inversion of the stumps and fixation in the subcutaneous tissue. In the 

Suture (S) group, neurotmesis followed by neurorrhaphy. In the Suture + BHF (SB) 

group, neurotmesis followed by neurorrhaphy plus BHF. Animals were euthanized at 

7 and 30 days after surgery. The nerves and soleus muscles were collected for 

semiquantitative analysis of macrophages M2 (CD206+); morphological and 

morphometric analysis of the nerve, muscle and NMJs; quantification of 

intramuscular connective tissue. Group SB was the only one that showed similarity or 

greater proximity to group C, in relation to the number of axons at 7 days; and the 

number, area and density of blood vessels, angulation and Feret angle of NMJs, 

number of central nuclei and quantification of muscle connective tissue, at 30 days. 

Also at 7 days in the SB group, there was an increase in the nerve area, number and 

area of blood vessels in relation to the other groups. And even in the SB group at 7 

and 30 days there was an increase in the area of M2 macrophages compared to all 

other groups. These results demonstrate the potential of BHF in accelerating nerve 

regeneration, inducing angiogenesis and potentiating the immune response, in 

addition to preventing severe muscle degeneration with a lower degree of fibrosis 

and helping to return NMJs to their normal morphological patterns, which improves 

nerve regeneration, and thus is advantageous in peripheral nerve repair. 

 
 
Keywords: Fibrin biopolymer; Immune response; Macrophages; Neuromuscular 
interaction; Neurorrhaphy; Nerve regeneration; Peripheral nerve injury. 
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1. INTRODUÇÃO 

 

1.1.  SISTEMA NERVOSO: CONSTITUIÇÃO GERAL E DIVISÃO ANATÔMICA 

 O sistema nervoso (SN) pode ser dividido anatomicamente em duas partes: 

uma parte central, o sistema nervoso central (SNC), e uma parte periférica, o 

sistema nervoso periférico (SNP). O SNC é constituído pelo encéfalo e pela medula 

espinal, enquanto que os nervos, gânglios e terminações nervosas compõem o SNP 

(Felten et al., 2015; Bear et al., 2020). 

 O SN é constituído pelo tecido nervoso, uma complexa rede de células 

altamente especializadas que transmitem sinais elétricos (impulsos nervosos) de e 

para as diferentes regiões do corpo, coordenando assim todas as suas funções 

(Hussain et al., 2020). 

 As células que compõe o tecido nervoso são divididas em dois grupos: 

neurônios e células da glia. As células da glia incluem, no SNC, oligodendrócitos, 

astrócitos, micróglias e células ependimárias, e no SNP, células de Schwann e 

células satélites (anfícitos). Os neurônios são responsáveis pela recepção, 

transmissão e processamento de estímulos, por meio da geração e condução de 

impulsos nervosos, enquanto que as células da glia possuem papel de sustentação, 

defesa e nutrição dos neurônios, fornecendo-os um microambiente adequado 

(Felten et al., 2015; Bear et al., 2020). 

 Um neurônio (Figura 1) é constituído por um corpo celular, do qual tem origem 

os dendritos e o axônio. O corpo celular contém organelas responsáveis pela síntese 

de macromoléculas e de outros componentes necessários para garantir a estrutura e 

função do neurônio. Os dendritos são inúmeras ramificações que partem do corpo 

celular, e realizam diversas sinapses, constituindo a principal área de contato e 

comunicação dos neurônios. O axônio também tem origem no corpo celular, em uma 

região denominada cone de implantação, mas diferente dos dendritos, é uma 

ramificação geralmente única, que se estende por longas distâncias, podendo 

chegar a mais de 1 m de comprimento (Bear et al., 2020). 

 Todos os axônios têm um começo (cone de implantação ou cone axônico), 

um meio (o axônio propriamente dito) e um fim. A extremidade final é denominada 

terminal nervoso ou botão terminal (Figura 1), é um local onde o axônio entra em 
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contato com outros neurônios ou outras células, e transmite informações a elas, 

constituindo as sinapses axônicas (Bear et al., 2020). 

 

 

 

Figura 1: Esquema geral de um neurônio e seus componentes celulares. Adaptado de Martini et al. 
(2009). 

 

  

 Os axônios podem associar-se, no SNP, a células de Schwann, e no SNC, a 

oligodendrócitos, que emitem projeções da sua membrana plasmática, envolvendo 

os axônios, e formando as bainhas de mielina. Enquanto um oligodendrócito 

contribui com mielina para vários axônios, cada célula de Schwann mieliniza apenas 

um único axônio. A bainha de mielina não se estende continuamente ao longo de 

todo o comprimento do axônio, há espaços sem mielinização entre as bainhas, 

chamados de nodos de Ranvier. A distância entre os nodos é geralmente de 0,2 a 

2,0 μm, dependendo o tamanho do axônio, sendo que axônios de maior diâmetro 

possuem distâncias internodais maiores. A mielina associada ao axônio tem como 

função o isolamento elétrico, visando o aumento da velocidade de condução do 

impulso nervoso. Os axônios mais o seu envoltório glial são denominados de fibras 

nervosas, que podem ser mielinizadas ou não (Bear et al., 2020). 

 O diâmetro de um axônio varia de menos de 1 μm a cerca de 25 μm em 

humanos. Esta variação é importante, logo que a velocidade de condução do 

impulso nervoso aumenta com o aumento do diâmetro axonal. Axônios de grande e 

médio diâmetro (maiores que 1 μm) apresentam bainhas de mielina, enquanto que 
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os axônios de pequeno diâmetro (menores que 1 μm) são desmielinizados (Felten et 

al., 2015; Bear et al., 2020). 

 

1.2.  SISTEMA NERVOSO PERIFÉRICO: ESTRUTURA E FUNÇÃO 

 Os nervos são os principais constituintes do SNP, são formados por feixes de 

fibras nervosas, e associam diferentes partes do corpo ao SNC. Os sinais sensoriais 

são transmitidos ao SNC por meio das fibras nervosas sensitivas (aferentes), e a 

resposta gerada é conduzida pelas fibras nervosas motoras (eferentes) até os 

órgãos-alvo. Assim, uma via de comunicação mútua é estabelecida entre o SNC e 

áreas periféricas do corpo (Hussain et al., 2020). 

 Morfologicamente, cada nervo é constituído externamente pelo epineuro 

(Figura 2A.), uma camada fibrosa de tecido conjuntivo denso que reveste o nervo e 

envolve os feixes de fibras nervosas, denominados de fascículos nervosos, 

conferindo resistência e rigidez a estrutura. O epineuro possui um arranjo mais 

espaçado de fibras colágenas, e ainda inclui tecido adiposo, além de ser 

vascularizado por capilares fenestrados, ou seja, que possuem orifícios (fenestras) 

em sua camada de células endoteliais. Cada fascículo nervoso é revestido pelo 

perineuro (Figura 2B), formado por várias camadas de células robustas, achatadas e 

justapostas (células perineurais), unidas por junções oclusivas e interpostas por 

lâmina basal. O perineuro é permeado por pequenos vasos sanguíneos, que irrigam 

o tecido nervoso, denominados de vasa nervorum ou vaso dos nervos, cujas células 

endoteliais são unidas por junções oclusivas, sendo que o perineuro é uma das 

camadas que constitui a barreira hematoneural (ou hematonervosa), uma barreira 

que previne passagem de muitas macromoléculas, sendo um importante mecanismo 

de defesa contra agentes nocivos. Dentro de cada fascículo encontram-se axônios, 

cada um envolvido pelas células de Schwann, com sua lâmina basal, e um 

envoltório de tecido conjuntivo frouxo, o endoneuro (Figura 2C), constituído 

principalmente por células endoneurais, fibras colágenas, fibras reticulares 

sintetizadas pelas células de Schwann, além de outros elementos da matriz 

extracelular. O endoneuro é permeado por capilares sanguíneos que provêm dos 

vasa nervorum, e com isso, suas células endoteliais também formam junções 

oclusivas impermeáveis, estabelecendo efetivamente a barreira hematoneural 

(Kerns, 2008; Geuna et al., 2009). 
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 Como já mencionado anteriormente, na maioria das fibras nervosas do SNP, 

a membrana plasmática da célula de Schwann se enrola em volta do axônio, 

fundindo-se, e dando origem à bainha de mielina (Figura 2D), um complexo 

lipoproteico constituído por diversas camadas de membrana celular modificada, 

possuindo maior proporção de lipídeos do que as membranas celulares em geral. 

Essa bainha se interrompe em intervalos regulares formando os nodos de Ranvier, 

recobertos por expansões laterais das células de Schwann, que vão garantir a 

condição saltatória dos sinais elétricos, aumentado a velocidade de condução do 

impulso nervoso (Geuna et al., 2009; Hussain et al., 2020). 

 

 

Figura 2: Fotomicrografia de secção transversal de nervo isquiático corado com tetróxido de ósmio e 
azul de toluidina e representação esquemática de um nervo espinal em corte transversal. A: 
Epineuro. B: Perineuro. C: Endoneuro.  D: Bainha de mielina. 
 

 

 Os nervos podem ser classificados anatomicamente, de acordo com a sua 

origem, em cranianos e espinais, e funcionalmente em sensitivos, motores e mistos. 

Nervos espinais, originados na medula espinal, são todos mistos, ou seja, formados 

por fibras nervosas sensitivas e motoras (Waldram, 2003; Hussain et al., 2020). Os 

axônios dos nervos espinais são projeções de neurônios, cujos corpos celulares, das 

fibras nervosas sensitivas, estão localizados nos gânglios sensitivos das raízes 

posteriores (dorsais), e das fibras nervosas motoras, na coluna anterior da medula 

espinal (Figura 3), para função motora somática, e na coluna lateral, para função 

motora visceral (sistema nervoso autônomo) (Felten et al., 2015; Bear et al., 2020). 
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 Entre as fibras nervosas motoras temos o neurônio motor inferior (Figura 3), 

uma célula especializada e com uma arborização dendrítica altamente desenvolvida. 

Esse neurônio consiste em um dos principais pontos de conexão do SNC com o 

SNP, e ao alcançar seu órgão-alvo, o músculo estriado esquelético, forma uma 

região morfofuncionalmente especializada denominada de junção neuromuscular 

(JNM) (Figura 3). Neste local, ocorre a transmissão e a transdução de um sinal 

elétrico (impulso nervoso) e químico (neurotransmissores) do neurônio motor para a 

fibra muscular, promovendo a contração muscular. Essa junção apresenta uma 

subclasse principal de sinapse no sistema nervoso dos mamíferos, crítica para a 

transferência de informações entre o sistema nervoso (neurônio motor inferior) e o 

músculo esquelético. Também representa uma sinapse "modelo" convenientemente 

acessível dentro do sistema nervoso periférico (Jones et al., 2017). 

 

 

 

Figura 3: Representação da inervação do músculo estriado esquelético. Desde a origem do neurônio 
motor inferior na coluna anterior da medula espinal até sua inervação propriamente dita ao se 
conectar com a fibra muscular, formando a junção neuromuscular.  
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 Morfologicamente, as JNMs são formadas por três compartimentos (Figura 4): 

o compartimento pré-sináptico, onde estão presentes o terminal nervoso do neurônio 

motor inferior, com as vesículas sinápticas contendo o neurotransmissor acetilcolina 

(ACh), e as células de Schwann terminais, específicas desta região; o 

compartimento extracelular ou fenda sináptica, preenchido pela lâmina basal, 

estando presente a enzima acetilcolinesterase (AChE), responsável pela 

degradação da acetilcolina após a contração muscular; e o compartimento pós-

sináptico, que compreende a membrana plasmática da fibra muscular (sarcolema) 

com as dobras juncionais, onde se encontram os receptores de acetilcolina 

(nAChRs) e diversas proteínas associadas e o citoplasma da fibra muscular 

(sarcoplasma) que proporciona um suporte estrutural e metabólico para a região 

pós-sináptica (Malomouzh, 2012; Tintignac et al., 2015). 

 

 

Figura 4: Representação de uma junção neuromuscular seus componentes e compartimentos. 
Membranas pré- e pós-sináptica e fenda sináptica. Adaptado de Conti-Fine et al. (2006) 
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1.3.  LESÃO NERVOSA PERIFÉRICA: CONCEITOS, EPIDEMIOLOGIA, 

CAUSAS E CONSEQUÊNCIAS 

 De modo geral, os nervos são estruturas frágeis e delicadas, propensos a 

serem danificados por traumas, como esmagamento e compressão, que causam a 

interrupção da condução nervosa, e representam um obstáculo na comunicação do 

SNC com os órgãos-alvo (Hussain et al., 2020).  

 As lesões nervosas periféricas (LNPs) são consideradas um quadro clinico 

comum (Jones et al., 2016), afetando, entre os anos de 1998 e 2006, somente na 

Suiça, cerca de 14 pessoas a cada 100 mil anualmente (Asplund et al., 2009). Nos 

Estados Unidos, entre 2009 e 2018, 551.612 mil pacientes apresentaram LNP, uma 

taxa de incidência geral (média) de cerca de 37 a cada 1 milhão de pessoas por ano. 

Essas taxas de incidência aumentaram significativamente durante este período, de 

cerca de 22 a cada 1 milhão de pessoas por ano em 2009, para cerca de 52 a cada 

1 milhão de pessoas/ano em 2018, sendo que os homens apresentaram maior taxa 

que as mulheres, bem como indivíduos entre 30 e 40 anos foram mais afetados (Li 

et al., 2020). 

 Em todo o mundo, estima-se que cerca de 2% a 3% dos pacientes admitidos 

em centros de trauma apresentam LNP, e essa porcentagem é maior se as lesões 

de plexo e raízes nervosas forem incluídas. Como as LNPs podem ser 

acompanhadas por traumas do SNC, sua identificação inicial também permanece 

problemática. Isso é exemplificado pelo fato de que 10% a 34% dos pacientes com 

lesão cerebral traumática, atendidos em unidades de reabilitação, apresentam LNPs 

associadas. As LNPs mais frequentemente são as lesões do plexo braquial e dos 

nervos: ulnar, mediano, radial, fibular e isquiático (Kouyoumdjian et al., 2017). 

 As causas mais comuns de LNPs são: acidentes automobilísticos, traumas 

por arma de fogo e arma branca, e lacerações com materiais perfurocortantes 

(Robinson, 2000; Waldram, 2003).  No Brasil, os acidentes de trânsito são as causas 

mais comuns (46,4% dos casos), afetando principalmente o plexo braquial e os 

nervos radial, fibular e isquiático. Sendo que, lesões de plexo braquial foram 

consideravelmente mais comuns em acidentes envolvendo motocicletas (46,1%), do 

que envolvendo carros (17,1%). Os traumas penetrantes após perfurações ocupam 

o segundo lugar (23,9% dos casos), e comumente acometem os nervos ulnar e 

mediano. Quedas e ferimentos por arma de fogo, frequentemente afetam os nervos 
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ulnar, radial e mediano. Lesões esportivas, principalmente relacionadas ao futebol, 

afetam predominantemente o nervo fibular (Kouyoumdjian et al., 2017). 

 As LNPs podem resultar em comprometimentos sensoriais e motores, 

atrofias, encurtamentos musculares, retrações teciduais, edema, áreas com 

diminuição da sensibilidade, limitações funcionais, dor crônica, entre outros (Stafford 

et al., 2007; Sullivan et al., 2016). Também podem afetar o comportamento, a 

mobilidade, a percepção, as sensações, e resultar em incapacidades para o resto da 

vida (Hussain et al., 2020). 

 

1.4.  CLASSIFICAÇÃO DAS LESÕES NERVOSAS PERIFÉRICAS 

As LNPs são classificadas em diferentes graus, dependendo da gravidade 

das mesmas. Estas classificações ajudam cientistas e médicos a discutir 

efetivamente a fisiopatologia da lesão nervosa e determinar o tratamento apropriado, 

pois permitem a correlação entre as alterações microscópicas do nervo e a 

sintomatologia do paciente (Burnett e Zager, 2004; Hussain et al., 2020).  

Herbert Seddon classificou as LNPs em 3 graus, com base na presença de 

desmielinização e na dimensão do dano aos axônios e aos envoltórios conjuntivos 

do nervo, enquanto que Sydney Sunderland deu uma subdivisão adicional à 

classificação de Seddon, com base na descontinuidade das várias camadas dos 

envoltórios conjuntivos no nervo (Hussain et al., 2020). 

A classificação de Seddon (1943) consiste em 3 graus ou categorias: 

neuropraxia, axonotmese e neurotmese (Figura 5). A neuropraxia é o tipo de lesão 

mais branda, normalmente causada pelo leve esmagamento ou compressão das 

fibras nervosas. É caracterizada pela interrupção da condução nervosa por uma 

lesão na bainha de mielina, sem haver descontinuidade axonal. Há perda funcional 

transitória e normalmente apresenta recuperação rápida e completa. Na axonotmese 

ocorre a interrupção da condução nervosa devido a uma perda parcial na 

continuidade do axônio, seguida do processo de degeneração Walleriana 

distalmente ao ponto da lesão. Nestes casos a recuperação funcional depende do 

crescimento axonal, e ocorre mais comumente associada às lesões por 

esmagamento e fraturas ósseas. Os envoltórios de tecido conjuntivo, perineuro e o 

epineuro, permanecem preservados. Por isso, a perspectiva de recuperação é boa, 

mas, ainda assim, a recuperação total é menos provável do que na neuropraxia. Já 
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na neurotmese, ocorre o bloqueio da condução nervosa devido à transecção 

completa do nervo. Não apresenta recuperação funcional espontânea, tornando-se 

necessária uma intervenção cirúrgica, sendo assim considerada a forma mais grave 

de lesão nervosa (Hussain et al., 2020). 

Sunderland (1951) expandiu a classificação de Seddon para 5 graus (Figura 

5), a fim de distinguir a dimensão do dano nos envoltórios conjuntivos. À neuropraxia 

foi atribuído o grau 1,  ao passo que a axonotmese foi dividida em três graus. O grau 

2 indica o dano no qual o axônio e a bainha de mielina se desconectam, mas a 

continuidade dos envoltórios conjuntivos permanece conservada. Isso leva à 

desnervação dos órgãos-alvo e causa o distúrbio das funções sensoriais e motoras. 

Esse tipo de lesão não requer qualquer intervenção cirúrgica. A recuperação 

funcional completa pode levar de várias semanas a vários meses para acontecer, 

uma vez que a regeneração axonal é essencial. No dano de grau 3, o axônio e a 

bainha de mielina se desconectam junto ao endoneuro, enquanto os outros 

envoltórios permanecem intactos, e a recuperação funcional é mais difícil. Na lesão 

de grau 4, há apenas continuidade do epineuro, enquanto os outros envoltórios 

(endoneuro e perineuro) e a bainha de mielina se desconectam, sendo assim, um 

dano mais severo. O principal exemplo deste tipo de lesão é o esmagamento do 

nervo. Por fim, a lesão de grau 5 é análoga à neurotmese. Em algumas situações, o 

termo lesão de grau 6 pode ser utilizado para intitular uma lesão mista, como devido 

a um tiro, ferimento apunhalado ou tração fechada, que provocam lesões parciais 

dos nervos, denominado de “neuroma em continuidade”. Isso representa uma 

mistura de qualquer um dos cinco graus de lesão de Sunderland, descritos 

anteriormente, e é o maior desafio para os cirurgiões (Hussain et al., 2020). 

  



P á g i n a  | 27 

 

 

Figura 5: Esquema das classificações das lesões nervosas periféricas representando os graus de 
dano ao nervo e seus componentes afetados. Classificação de Seddon (neuropraxia, axonotmese e 
neurotmese) e de Sunderland (1 a 5). Adaptado de Colli e Carlotti Júnior (1993). 

 

 

1.5.  FISIOPATOLOGIA DA LESÃO NERVOSA PERIFÉRICA 

Após uma LNP, uma série de processos degenerativos ocorre antes que haja 

a regeneração das fibras nervosas. O sucesso da regeneração depende, em grande 

parte, da gravidade da lesão e das mudanças degenerativas resultantes (Burnett e 

Zager, 2004). 

O processo de degeneração do nervo lesionado, denominado degeneração 

Walleriana (Figura 6), consiste na fragmentação e desintegração física da parte 

distal dos axônios e das bainhas de mielina (Hussain et al., 2020). 

As células de Schwann desempenham um papel fundamental na 

degeneração Walleriana, auxiliando tanto nos processos de degeneração, quanto de 

regeneração. O papel inicial dessas células é auxiliar na remoção dos detritos 

axonais e mielínicos degenerados e depois conduzi-los aos macrófagos (Figura 6) 
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(Burnett e Zager, 2004). Após a lesão nervosa, a bainha de mielina fragmenta-se, 

sendo que seu contato com o axônio é essencial para garantir a manutenção do 

mesmo. As células de Schwann mielinizantes liberam sua mielina, proliferam-se, 

produzem citocinas e fatores tróficos e realizam a autofagia dos restos mielínicos e 

de axônios degenerados. Os fatores solúveis produzidos pelas células de Schwann 

e pelos axônios lesionados ativam macrófagos teciduais residentes e atraem 

macrófagos derivados de monócitos, provenientes da circulação sanguínea, para o 

microambiente da lesão (Gaudet et al., 2011). 

A presença de macrófagos no segmento distal do nervo lesionado pode ser 

observada a partir de 3 dias após lesão, período no qual ocorre o influxo dessas 

células, havendo pico em torno de 14 dias, e uma quantidade baixa dessas células, 

mas ainda presente no microambiente de lesão após 8 semanas. Embora essa 

presença de macrófagos seja maior na parte distal do nervo (Figura 6), ocorre ainda 

um menor acúmulo dessas células no coto nervoso proximal (Zigmond e Echevarria, 

2019). 

 

 

 

 
Figura 6: Representação esquemática da degeneração Walleriana. Detalhe para a fragmentação do 
axônio e bainhas de mielina e presença de macrófagos na extremidade distal do axônio. Adaptado de 
Arslantunali et al. (2014). 

 

Os monócitos precursores de macrófagos, atraídos por quimiocinas, migram 

para a região lesionada, principalmente por via hematogênica, atravessando as 

paredes dos capilares (diapedese), que se tornam permeáveis na zona de lesão. 

Uma vez presentes no microambiente da lesão, os monócitos se diferenciam em 

macrófagos, que fagocitam eficientemente os restos axonais e mielínicos e, ainda, 

produzem fatores que facilitam a migração das células de Schwann, estabelecendo 

assim, a resposta inflamatória. As células de Schwann e os macrófagos trabalham 

juntos para fagocitar e limpar o local da lesão, em um processo inflamatório 
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degenerativo e reconstrutivo que requer de uma semana a vários meses para ser 

concluído (Burnett e Zager, 2004; Gaudet et al., 2011; Sameem et al., 2011).  

A resposta inflamatória em uma LNP tem várias características comuns a 

qualquer outro local de lesão no corpo, ou seja, um rápido influxo de células do 

sistema imune, uma resposta pró-inflamatória precoce, seguida por uma resposta 

anti-inflamatória. No entanto, parece haver características distintas dos macrófagos 

nos microambientes do SNP, sugerindo que esse microambiente pode induzir a 

progressão de diferentes fenótipos macrofágicos; em grande parte, com o objetivo 

particular de remover detritos e contribuir para cascatas regenerativas (Stratton e 

Shah, 2016; Zigmond e Echevarria, 2019). 

Os macrófagos exibem espectros entre dois fenótipos funcionais 

contrastantes, e assim são subdivididos distintamente nas categorias M1 e M2 

(Figura 7). Este processo fenotípico representa os extremos do estado de mudança 

dinâmica dos macrófagos (Saqib et al., 2018; Zigmond e Echevarria, 2019). 

O fenótipo M1 é classicamente ativado, e sua ativação ocorre após uma lesão 

ou infecção por agentes nocivos, como produtos microbianos ou citocinas pró-

inflamatórias, DAMPs (damage-associated molecular pattern / padrões moleculares 

associados a danos), PAMPs (pathogen-associated molecular pattern / padrões 

moleculares associados a patógenos) como o lipopolissacarídeo bacterianos (LPS), 

interferon-γ (IFN-γ) ou fator de necrose tumoral-α (TNF-α). Os macrófagos M1 

também são caracterizados pela produção de citocinas pró-inflamatórias, liberação 

de interleucinas (IL)-12 e IL-23, altos níveis de intermediários reativos de oxigênio 

(IROs), óxido nítrico (NO), enzimas proteolíticas e radicais livres (Saqib et al., 2018; 

Zigmond e Echevarria, 2019). 

Já os macrófagos M2, são ativados por via alternativa e estímulos diferentes, 

e são observados na fase de cicatrização, sem a prevalência de infecção. Esses 

estímulos incluem IL-4 e IL-13, complexos imunes e receptor do tipo Toll (TLR), 

ligantes do receptor de IL-1 e IL-10. Eles são ainda caracterizados pela secreção de 

citocinas anti-inflamatórias, como IL-10, ligantes de quimiocina, e a suprarregulação 

de dectina-1, e produzem ornitina e poliaminas através da via da arginase. Também 

expressam em sua membrana, o receptor de manose (CD206), receptor de 

sequestrador A, CD163, receptor de quimiocina CC tipo 2, receptor de quimiocina 

CXC 1 e 2, entre outros. Assim, protegem células adjacentes, promovendo 

angiogênese e cicatrização em estágios posteriores de recuperação, estando 
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associados à remodelação construtiva do tecido (Saqib et al., 2018; Zigmond e 

Echevarria, 2019). 

 
 

 
 

Figura 7: Divisão fenotípica dos macrófagos M1 e M2 e suas respectivas vias ativação e atuação. 
Kumar (2010). 

 
 

 Lee et al. (2018) acompanharam a população de macrófagos aos 3, 14 e 28 

dias após LNP, e verificaram que em todos os tempos a população de macrófagos 

M1 e M2 estavam presentes. Sendo que, no dia 3, a maioria dos macrófagos 

apresentou fenótipo M1; no dia 14, a maioria dos macrófagos não era específica de 

M1 ou M2, ou seja, expressavam ambas as características, não sendo possível 

diferenciá-los. Já no dia 28 o fenótipo M2 era predominante. Esses dados sugerem 

que nas duas primeiras semanas após a LNP, pode haver alteração do fenótipo de 

macrófagos de M1 para M2 (Zigmond e Echevarria, 2019). 

Macrófagos M2 são cruciais em vários ambientes de lesão, pois esse fenótipo 

promove a maturação e diferenciação celular e fornecem suporte trófico para 

aumentar o crescimento axonal (Stratton e Shah, 2016). 

Um equilíbrio entre os macrófagos M1 e M2 é muito importante em nível 

basal, bem como no nível avançado da regulação imunológica, pois qualquer 

desequilíbrio nos dois estados poderia causar a desregulação das vias 
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imunológicas. A plasticidade da transição de macrófagos pode ser atribuída às 

complexas vias de sinalização associadas aos dois fenótipos. Como várias 

moléculas comuns a ambos os fenótipos estão envolvidas na transição, pode ser 

bem entendido que a interconversão é principalmente devido ao efeito de um 

subconjunto no outro e vice-versa (Saqib et al., 2018). 

A regeneração de axônios do SNP não é autônoma, mas altamente 

influenciada por células não neuronais, principalmente células de Schwann e 

macrófagos (Zigmond e Echevarria, 2019). 

Durante o processo inflamatório degenerativo e reconstrutivo, a área de 

contato sináptica é invadida por células de Schwann, que influenciam o crescimento 

axonal através da ação de fatores neurotróficos a partir da parte proximal do axônio 

(Lundborg, 2000; Cunningham et al., 2020).  

A partir do nodo de Ranvier os axônios começam a emitir ramificações em 

direção à parte distal, continuando seu crescimento ao longo das bandas de 

Büngner, as quais são formadas pelas células de Schwann que se dividem e se 

organizam no interior de tubos de membrana basal, linearmente (Lundborg, 2000; 

Rodrigues e Silva, 2001; Cunningham et al., 2020). Deste modo, nos nervos pós-

lesão, as poucas fibras nervosas presentes estão em degeneração, com formato 

irregular, diâmetro variado e associadas a grande quantidade de tecido conjuntivo 

(Maciel et al., 2013; Buchaim et al., 2015; Leite et al., 2019). 

Em uma visão global, após uma LNP diversas cascatas são acionadas para 

tentar conter os danos e estabilizar os processos fisiológicos. As células dos tecidos 

lesionados produzem e liberam substâncias químicas locais e sistêmicas, e 

imediatamente ocorre uma ativação da cascata de coagulação, à medida que as 

plaquetas e outros agentes hemostáticos recrutados liberam uma vasta gama de 

citocinas em resposta ao trauma tecidual local (Wang et al., 2017).  

É bastante importante a relação que se estabelece entre o sistema nervoso e 

o sistema vascular, cuja interação é considerada crítica tanto no desenvolvimento 

como na regeneração dos tecidos (Lu et al., 2019). Em relação à regeneração 

nervosa, a revascularização parece ser um fator chave (Ferretti et al., 2003).  

Uma reconstrução vascular rápida e adequada, além de ser um pré-requisito, 

é também um passo na direção certa para a recuperação tecidual após lesão (Li et 

al., 2017), já que, a falta de suprimento sanguíneo é um fator limitante definitivo para 
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a regeneração (Novosel et al., 2011).  Ferretti et al. (2003) demonstraram em um 

modelo equivalente a pele humana transplantada que a vascularização precede o 

processo de inervação, indicando que o desenvolvimento do tecido nervoso é 

conduzido por fatores tróficos e nutricionais fornecidos pelo sistema vascular. Além 

disso, Cattin et al. (2015) reportaram que células endoteliais vasculares guiam 

diretamente a regeneração axonal, confirmando essa relação precisa entre a 

angiogênese e a regeneração nervosa. 

Além dos macrófagos, os mastócitos são uma das principais células efetoras 

dos processos inflamatórios gerais e formam uma conexão importante entre os 

sistemas nervoso e imune, sendo uma das primeiras células da resposta imune inata 

a responder à ativação nervosa sensorial (Green et al., 2019). Quando ativados, os 

mastócitos secretam uma ampla gama de mediadores inflamatórios como as IL-6 e 

IL-8, e fatores de crescimento como VEGF (fator de crescimento endotelial vascular) 

e PDGF (fator de crescimento derivado de plaquetas) (Gaber et al., 2014), além de 

diversas outras substâncias reguladoras de angiogênese como proteases, triptases, 

FGF (fator de crescimento de fibroblasto), TNF-α, histaminas e heparina, os quais 

tem um importante papel na neovascularização local (Norrby, 2002).  

Outra ação desencadeada pelos mastócitos é a estimulação de fibroblastos, 

células epiteliais e macrófagos, levando a secreção de mais proteases e citocinas 

com propriedades angiogênicas (Hiromatsu e Toda, 2003). A liberação de 

mediadores específicos como as aminas vasoativas, triptases, IL-4 e NGF (fator de 

crescimento nervoso) dos mastócitos é essencial para o processo inicial da 

regeneração das fibras nervosas danificadas (El-Agamy, 2012). Essas citocinas 

agem na redução do limiar de ativação dos neurônios, promovendo o crescimento 

das fibras nervosas no local da lesão (Ilkhanizadeh et al., 2017). 

As LNPs, quando ocorrem em nervos motores e mistos, resultam no 

comprometimento do sistema neuromuscular causando prejuízo a inervação do 

músculo, gerando, assim, diversas alterações morfológicas, dentre elas a redução 

da área das fibras, e aumento do número de mionúcleos e de células satélites. 

Ultraestruturalmente as fibras musculares apresentam dano mitocondrial, 

vacuolização  e desorganização de sarcômeros (Moimas et al., 2013; Leite et al., 

2019). 
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Devido à grande plasticidade do tecido muscular estriado esquelético, há 

tentativas de remodelação e regeneração após LNP (Sakuma et al., 2016; Leite et 

al., 2019). No entanto, esta regeneração pode não ser eficiente, havendo 

substituição da área das fibras musculares por tecido conjuntivo de preenchimento 

(rico em fibras colágenas) e a proliferação do tecido conjuntivo intramuscular, 

caracterizando um quadro de fibrose, levando a diminuição da capacidade de 

contração do músculo (Alluin et al., 2009). Neste caso, também pode ocorrer 

diminuição do peso do músculo e da área das fibras musculares, possíveis 

indicativos de atrofia (Fagundes et al., 2005; Muller et al., 2007). 

Além do nervo e do músculo, a junção neuromuscular (JNM) sofre 

instabilidade após LNP, levando a diversas alterações estruturais, funcionais e 

moleculares (Kurimoto et al., 2015; Leite et al., 2019; Pinto et al., 2020). 

A longo prazo, a desnervação leva a uma desorganização da JNM, 

acarretando na redistribuição dos receptores de acetilcolina através da fibra 

muscular (Kurimoto et al., 2015; Pinto et al., 2020). Tem sido descrito ainda o 

aumento da área de fragmentação da JNM, além de um aumento na profundidade 

da goteira sináptica (Ma et al., 2007; Leite et al., 2019; Pinto et al., 2020). 

Mesmo com os avanços nos procedimentos cirúrgicos, as reconstruções 

nervosas resultam apenas em torno de 51% de recuperação motora. Muitos 

trabalhos mostram a regeneração morfológica do nervo e do músculo, entretanto 

essa não está associada a uma recuperação funcional, ainda que haja regeneração 

axonal e JNMs em aparência morfológica normal, a falha na ativação elétrica 

muscular persiste (Sakuma et al., 2016). 

 

1.6.  ABORDAGENS DE REPARO DO NERVO PERIFÉRICO 

Dentre as técnicas para correção das neurotmeses, a neurorrafia término-

terminal é a mais clássica e, ainda, a mais utilizada na atualidade (Wu et al., 2014). 

Sendo que este tipo de neurorrafia só é possível de ser realizada quando os cotos 

nervosos apresentam-se preservados, visíveis e íntegros, sem perda de tecido, não 

havendo tensão para reaproximação e reconexão dos mesmos (Biscola et al., 2017). 

Quando não há tais características propicias para a reconexão, outras técnicas são 

utilizadas, entre elas: neurorrafia término-lateral (Viterbo et al., 2017), enxertos e 

conduites (Mozafari et al., 2018), eletroestimulação e fotobiomodulação (Hussain et 
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al., 2020), e o uso de adjuvantes como os selantes de fibrina (Leite et al., 2019; 

Pinto et al., 2020).  

Nos últimos anos várias estratégias vêm sendo utilizadas a fim de promover 

uma maior habilidade dos axônios para restabelecer a área de injúria (Ray e 

Mackinnon, 2010). Entretanto, esses avanços referentes a tratamento cirúrgico nem 

sempre restabelecem a força e destreza muscular anterior à lesão (Kang et al., 

2011; Griffin et al., 2013). 

 

1.7.  SELANTES DE FIBRINA 

Um importante adjuvante que tem sido utilizado no reparo de LNPs são os 

selantes de fibrina, também denominados de colas de fibrina (Hussain et al., 2020). 

Ao longo dos anos, os materiais e técnicas de sutura têm apresentado 

problemas e limitações, o que motivou pesquisas sobre materiais adesivos que 

podem unir tecidos. Substâncias deste tipo, que podem conectar tecidos mais 

rapidamente são importantes, pois promovem além da adesão tecidual a hemostasia 

(Barros et al., 2009). 

As primeiras pesquisas sobre agentes hemostáticos e adesivos iniciaram por 

volta de 1940, durante a Segunda Guerra Mundial, quando a cola de fibrina foi 

proposta. Naquele período, uma mistura de fibrinogênio e trombina humanos era 

aplicada principalmente em áreas da pele afetadas e outros ferimentos advindos da 

Guerra. Em 1970, o conceito de cola de fibrina foi reavaliado, dando origem aos 

selantes de fibrina. Desde então, um novo adesivo foi padronizado, contendo 

fibrinogênio humano e trombina bovina. Estes selantes foram comercializados com 

sucesso por anos (Spotnitz, 2010; Ferreira et al., 2017). 

Em 1978, nos Estados Unidos (EUA), a Food and Drug Administration (FDA) 

suspendeu sua comercialização e proibiu seu uso, devido ao risco de transmissão 

de doenças infecciosas, veiculadas por produtos derivados de sangue humano 

(Barros et al., 2009; Ferreira et al., 2017). No início dos anos 1980, houve a 

descoberta do vírus da imunodeficiência humana (HIV), o que acrescentou mais 

credibilidade à posição da FDA, que temia uma transmissão viral generalizada 

(Fattahi et al., 2004). Em maio de 1998, a FDA revogou a suspensão e aprovou a 

aplicação clínica de selantes de fibrina nos EUA, quando voltaram a ser 

comercializados (Fattahi et al., 2004). 
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De forma geral, os selantes de fibrina são produzidos de duas maneiras: a 

partir de derivados de sangue autólogos ou homólogos. Os selantes autólogos 

utilizam o próprio sangue do paciente. Embora biocompatível e não apresentando 

risco de transmissão de doenças infecciosas, não são viáveis em cirurgias e 

aplicações de emergência. Como alternativa, os selantes de fibrina homólogos, 

produzidos por um pool de sangue humano, têm sido utilizados. Porém, nesses 

casos, há riscos de transmissão de doenças infecciosas como hepatite, HIV e 

parvovírus humano (Buchaim et al., 2019). 

Até os dias atuais, os selantes de fibrina de uso comercial são produzidos a 

partir de trombina bovina e fibrinogênio humano (selantes homólogos), que 

apresentam desvantagens e riscos, de modo que além de poderem ser 

transmissores de doenças infecciosas, podem gerar fibrose, toxicidade e necrose 

(Hussain et al., 2020). Também podem acarretar no desenvolvimento de anticorpos 

contra a trombina bovina, entre outras reações adversas (Barros et al., 2009; 

Ferreira et al., 2017).  

Considerando essas desvantagens, em 1989 um grupo de pesquisadores 

brasileiros iniciou o desenvolvimento de um novo selante de fibrina (Barros et al., 

2009), atualmente denominado de biopolímero heterólogo de fibrina. 

  

1.8.  BIOPOLÍMERO HETERÓLOGO DE FIBRINA 

 O Centro de Estudos de Venenos e Animais Peçonhentos (CEVAP) da 

Universidade Estadual Paulista “Júlio de Mesquita Filho” (Unesp), Câmpus de 

Botucatu, São Paulo, Brasil, desenvolveu o biopolímero heterólogo de fibrina (BHF), 

antes denominado de selante heterólogo de fibrina ou cola de fibrina (Figura 8A) 

(Buchaim et al., 2019). 

 O BHF é composto por duas frações e um diluente (Figura 8B). A fração I 

contém a proteína/enzima giroxina, uma serino-protease trombina-like extraída da 

peçonha de cascavel (Crotalus durissus terrificus). A fração II é composta por um 

criopreciptado de plasma fresco congelado, advindo do sangue de bubalinos 

(Bubalus bubalis), contendo: fibrinogênio em altas concentrações (entre 150 e 250 

mg), fator VIII, fator de von Willebrand, fator XIII e fibronectina. O diluente contém 

uma solução estável de cloreto de cálcio (Ferreira et al., 2017). 
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Figura 8: Embalagem e frascos do biopolímero heterólogo de fibrina. A: Embalagem (contendo o 
nome antigo “Selante de Fibrina”). B: Frascos contendo as Frações I, II e diluente. Adaptado de 
Ferreira et al., 2017. 
 

 

 Devido à sua atividade enzimática, semelhante à trombina, a giroxina 

(serino-protease) atua sobre o fibrinogênio, clivando-o. Os monômeros de fibrina 

resultantes são polimerizados em uma rede estável intensa (Figura 9A, B), em 

contraste com a que tradicionalmente é produzida pela trombina (Ferreira et al., 

2017). 

 

 

 

Figura 9: Atividade coagulante da giroxina (serino-protease). A e b: Coágulo de fibrina formado após 
diluição de fibrinogênio com giroxina, mimetizando o BHF. Seta: Detalhe da rede de fibrina. Ferreira 
et al., 2017. 

 

 

 O BHF é um biopolímero natural, biodegradável e bioabsorvível, possui 

grande capacidade adesiva e não produz reações adversas, além de ser não tóxico 

(Ferreira, 2014; Ferreira et al., 2017; Buchaim et al., 2019). 

A B 
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 Por não possuir sangue humano, é considerado o uníco biopolímero de 

fibrina heterólogo, e devido a isso, não é transmissor de doenças infecciosas, 

podendo assim ser utilizado na clínica médica e em diversos procedimentos 

cirúrgicos como enxertos de pele, reconstrução de nervos periféricos, auxiliar na 

hemostasia, colostomia, reforçar a ação de suturas convencionais, entre outros 

(Ferreira, 2014; Biscola et al., 2017; Ferreira et al., 2017; Buchaim et al., 2019). 

 Estudos revelaram que muitos biomateriais reconstrutivos, principalmente 

os biopolímeros atenuam a resposta macrofágica M1 e aumentam a relação M2:M1, 

ou seja, uma maior proporção de macrófagos M2, indicando que muitos 

biopolímeros podem desintensificar a resposta pró-inflamatória e facilitar a 

remodelação tecidual (Faulk et al., 2014; Wolf et al., 2014; Lin et al., 2018). Entre os 

biopolímeros temos o BHF que surgem como potencial adjuvante ao processo de 

regeneração, contribuindo para o microambiente de crescimento axonal (Biscola et 

al., 2017; Leite et al., 2019). 

 Em ensaios clínicos de fase I/II em humanos, o BHF demonstrou bons 

resultados no processo de cicatrização, como no tratamento de ulceras venosas 

crônicas, devido a suas propriedades seguras e de fácil aplicação, levando a 

redução da dor após oito semanas de uso (Abbade et al., 2020; Abbade et al., 

2021). 

 Para o reparo de lesões ósseas, a associação do BHF com terapia a laser 

de baixa intensidade (fotobiomodulação) mostrou potencial para auxiliar no processo 

de reconstrução de defeitos ósseos na tíbia de ratos (Rosso et al., 2020), e em 

associação com proteínas ósseas recombinantes mostrou alta capacidade 

osteogênica e ação osteocondutora na recuperação óssea (Machado et al., 2015). 

 Spejo et al. (2018) descrevem também efeitos do BHF no SNC, no qual, 

após avulsão e reimplantação da raiz ventral do plexo braquial de ratos, demonstrou 

potencial imunomodulatório, com o aumento da expressão gênica de marcadores de 

macrófagos M1 e M2 e citocinas pró e anti-inflamatórias, e ainda contribuiu para 

uma maior sobrevivência neuronal. Concluindo que o BHF pode estimular o 

recrutamento e a migração de macrófagos e, ainda, a depuração de tecidos. 

 O uso do BHF, principalmente como adjuvante na reconstrução de nervos 

periféricos vem apresentando resultados promissores (Biscola et al., 2017; Buchaim 

et al., 2019; Leite et al., 2019; Hussain et al., 2020; Pinto et al., 2020). 
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 Nesse contexto, Leite et al. (2019) evidenciaram que aos 60 dias após 

reconstrução do nervo isquiático, o BHF quando associado à neurorrafia, 

potencializou a regeneração axonal e ainda permitiu a redução do número de pontos 

quando comparado a neurorrafia isolada, com a consequente diminuição do tempo 

de procedimento cirúrgico. Mozafari et al. (2018) também obtiveram resultados 

semelhantes no mesmo período experimental, utilizando o BHF associado a células 

tronco embrionárias. Buchaim et al. (2016) observaram melhora significativa na 

recuperação do nervo facial após a utilização do BHF associado à 

fotobiomodulação. 

 Em outros estudos, também buscando tratamento para LNPs, o BHF obteve 

desempenho similar ou melhor, quando comparado com sutura tradicional (Buchaim 

et al., 2015) e mostrou ter característica de fácil utilização com boa capacidade 

adesiva, e boa biocompatibilidade com outros materiais (Buchaim et al., 2019). 

 O BHF também demonstrou efeitos positivos em outras aplicabilidades, 

como aumento de 50% da função motora e efeito imunomodulatório quando 

associado ao dimetil fumarato em ratos submetidos à avulsão e reimplantação das 

raízes ventrais do plexo braquial (Kempe et al., 2020). 
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    Justificativa 
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2. JUSTIFICATIVA 

 As LNPs determinam um número significativo de indivíduos com 

incapacidade sensorial e motora. Embora haja avanços nos procedimentos 

cirúrgicos que envolvem diferentes técnicas, as reparações nervosas resultam 

apenas em torno de 51% de recuperação motora.  

 Enquanto muitos trabalhos mostram que há regeneração morfológica do 

nervo e do músculo, isso não está associado a uma recuperação funcional após 

LNP, ainda que haja regeneração axonal, com as JNMs em aparência morfológica 

normal, a falha na ativação elétrica muscular persiste. 

 A utilização do BHF como adjuvante para a reconstrução de nervos surge 

como um procedimento economicamente viável e livre de reações adversas. Além 

disso, o BHF atua como arcabouço, contribuindo para o microambiente de 

crescimento axonal e favorecendo a regeneração nervosa. 

 Assim, esse estudo visa contribuir para o entendimento do papel do 

microambiente fornecido pelo BHF, visando futuras intervenções no reparo de LNPs. 
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3. OBJETIVO 

 Avaliar os efeitos da reconstrução nervosa via neurorrafia associada ao 

biopolímero heterólogo de fibrina, aos 7 e 30 dias após reparo do nervo isquiático, 

no microambiente da lesão e na interação neuromuscular, com ênfase na 

regeneração nervosa e resposta imune e na morfologia do nervo, músculo e junções 

neuromusculares. 
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4. MATERIAL E MÉTODOS 

 

4.1.  ANIMAIS DE EXPERIMENTAÇÃO 

 Foram utilizados 40 ratos Wistar machos, provenientes do Biotério Central da 

Unesp, Câmpus de Botucatu, com 90 dias de idade e peso corporal médio entre 300 

e 400g. Durante todo o período experimental os animais foram mantidos no Biotério 

de Roedores 1 da Unidade de Pesquisa Experimental (Unipex) da Faculdade de 

Medicina de Botucatu (FMB/Unesp), em caixas de polietileno (medindo 40 x 30 x 15 

cm), com fundos sólidos forrados com substrato de maravalha, sob condições 

controladas de luminosidade (12 h claro/12 h escuro), temperatura (24 ± 2 ºC), 

sendo fornecida água filtrada e ração Presence® ad libitum.  

 O projeto de pesquisa e todos os protocolos realizados foram aprovados pela 

Comissão de Ética no Uso de Animais (CEUA) do Instituto de Biociências de 

Botucatu (IBB/Unesp) sob protocolo número 1177/2019 (Anexo).  

 Os animais foram distribuídos aleatoriamente em 4 grupos experimentais: 

1. Controle (C) 

2. Desnervado (D) 

3. Sutura (S) 

4. Sutura + BHF (SB) 

  

 A fim de verificar os efeitos da reconstrução nervosa via neurorrafia associada 

ao BHF nos processos degenerativos e regenerativos, bem como transição entre 

eles, os animais foram eutanasiados em 2 momentos: aos 7 dias (n = 5/grupo) e aos 

30 dias (n = 5/grupo) após a cirurgia. 

  

4.2.  PROCEDIMENTO CIRÚRGICO 

 Trinta minutos antes foi realizada profilaxia antimicrobiana com a aplicação de 

Enrofloxacino (Baytril®, 10 mg/kg) via subcutânea. 

 Os animais foram anestesiados através de injeção intraperitoneal de 

Ketamina (Dopalen, 90 mg/kg) e Xilazina (Anasedan, 10 mg/kg). 

 Após tricotomia do membro pélvico direito, os animais foram posicionados em 

decúbito ventral, mantendo-se as patas dianteiras e traseiras em abdução (Figura 

10). Foi realizada a aplicação de Lidocaína (7 mg/kg) no local da incisão e 



P á g i n a  | 45 

 

antissepsia com álcool-iodado, seguida de incisão sobre a face lateral da coxa, 

desde a altura do trocânter maior do fêmur até o joelho/fossa poplítea (Figura 10.  

Figura 11A, B), e os nervos isquiáticos direitos foram expostos (Figura 11C).  

 Nos animais do grupo C foi realizada apenas a localização e dissecção do 

nervo isquiático (Figura 11C), sendo em seguida a os tecidos moles e a pele 

suturados (Mononylon 5-0, Polysuture). 

 Nos animais dos grupos D, S e SB de forma padronizada, a cerca de 3 

milímetros acima de sua trifurcação (Figura 10) , foi realizada uma lesão nervosa por 

transecção (neurotmese) do nervo isquiático.  

 Nos animais do grupo D, a fim de evitar regeneração espontânea, foi 

removido um fragmento de 6 milímetros do nervo isquiático, os cotos proximais e 

distais foram invertidos a 180 graus e fixados na tela subcutânea (Figura 11D), com 

pontos simples com fio de nylon (Mononylon 10-0, Polysuture). Nos grupos S e SB, 

logo após a neurotmese os cotos nervosos foram reaproximados e submetidos à 

microcirurgia reconstrutiva. No grupo S os cotos foram religados através de sutura 

(neurorrafia término-terminal) por meio de anastomose epineural com 2 pontos 

simples (Figura 11E), com fio de nylon (Mononylon 10-0, Polysuture). No grupo SB, 

a reconstrução nervosa foi realizada por sutura (neurorrafia término-terminal/ 2 

pontos) seguida da aplicação de 250 μL do BHF (Figura 11F), cedido pelo CEVAP, 

Unesp Botucatu, SP, Brasil, cujos componentes e fórmula de aplicação constam de 

suas patentes (Números de registro: BR1020140114327 e BR1020140114360). No 

momento do uso, os componentes foram previamente descongelados, 

reconstituídos, misturados e aplicados sobre o local da lesão de acordo com Ferreira 

et al. (2017).  

 Após a realização da reconstrução nervosa, os tecidos moles foram suturados 

com pontos simples utilizando fio de nylon (Mononylon 5-0, Polysuture) e os animais 

ficaram sob aquecimento até a recuperação. 

 Nos três dias consecutivos, o protocolo pós-cirúrgico contemplou 

Enrofloxacino (Baytril®, 10 mg/kg) e Tramadol (5 mg/kg), via subcutânea por 3 dias a 

cada 12 h e se necessário até 5 dias. Além disso, foi utilizado Rifocina spray (uso 

tópico) no local da incisão. 
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Figura 10: Representação esquemática do trajeto e localização anatômica do nervo isquiático em 
modelo de rato Wistar, posicionado em decúbito ventral com vista da região caudo-lateral do membro 
pélvico após tricotomia. Observa-se sua ramificação (trifurcação), dando origem aos nervos (lateral 
para medial) fibular comum, tibial e sural. Detalhe do trocânter maior do fêmur, marco anatômico 
característico para correta localização do nervo isquiático. Adaptado de Savastano et al. (2014) apud 
Debastiani (2017). 
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Figura 11: Fotografias das técnicas cirúrgicas realizadas em todos os grupos experimentais. A e B: 
Incisão. C: Localização do nervo isquiático (grupo C). D: Neurotmese, inversão e fixação dos cotos 
proximal e distal (grupo D). E: Detalhe da neurorrafia (grupo S). F: Detalhe da neurorrafia associada 
ao BHF (grupo SB). Asterisco (*): rede de fibrina formada pelo BHF. 
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4.3.  EUTANÁSIA E OBTENÇÃO DAS AMOSTRAS TECIDUAIS 

 Decorridos os períodos experimentais, aos 7 e 30 dias após a cirurgia, os 

animais foram anestesiados através de injeção intraperitoneal de Ketamina 

(Dopalen, 90 mg/kg) e Xilazina (Anasedan, 10 mg/kg), e submetidos à perfusão 

intracardíaca. Para isso, foi realizada tricotomia da região peitoral, seguida de 

toracotomia e exposição das vísceras torácicas, e a perfusão ocorreu por meio do 

ventrículo esquerdo e canulação da aorta, com bomba dosadora peristáltica Milan®, 

inicialmente com PBS (tampão fosfato salino) a 0,1 M e posteriormente fixação com 

paraformaldeído a 4%, ambos em um fluxo de 30 mL/min. A aurícula direita foi 

seccionada junto ao átrio direito para escoamento do sangue e de líquidos 

excedentes. Em seguida, os nervos isquiáticos direitos foram coletados para análise 

morfológica e morfométrica das fibras nervosas e imunomarcação dos macrófagos, e 

os músculos sóleos direitos coletados para análise morfológica e morfométrica das 

fibras musculares e JNMs e para quantificação do tecido conjuntivo. 

  

4.4.  IMUNOMARCAÇÃO E QUANTIFICAÇÃO DOS MACRÓFAGOS 

Os fragmentos do nervo isquiático da área da reconstrução foram fixados em 

paraformaldeído a 4% por 24 h, crioprotegidos em sacarose (diluída em PBS 0,1 M) 

10%, 20% e 30% por 24 h cada, embebidos em meio de congelamento (Tissue-

Plus® O.C.T. Compound, Fisher Healthcare) congelados em N- hexano resfriado em 

nitrogênio líquido, armazenados em biofreezer a -80 ºC, seccionados 

longitudinalmente (12 μm) em criostato (Leica CM1850) e os cortes fixados em 

lâminas silanizadas. Em seguida, os cortes foram lavados com PBS 0,1 M (3 vezes 

de 5 min), incubados em Triton® X-100 (TX-100) a 4% (diluído em PBS 0,1 M) por 1 

h, bloqueados com BSA 3% (diluído em PBS 0,1 M + TX-100 2%) por 1 h. Todos os 

anticorpos utilizados foram diluídos em solução de incubação (PBS 0,1 M + BSA 1% 

+ TX-100 0,2%). 

Os CD206/receptores de manose (macrófagos M2) foram marcados por meio 

de incubação overnight a 4 ºC com anticorpo anti-CD206 (anti-receptor de manose - 

rabbit - ab64693) (1:200). Os cortes, a seguir, foram lavados com PBS 0,1 M (3 

vezes de 5 min) e incubados com anticorpo secundário conjugado a Alexa Fluor® 

488 (goat anti-rabbit - ab150077) (1:600), por 1 h em temperatura ambiente. Após, 

os cortes foram lavados em PBS 0,1 M (3 vezes de 10 min) e as lâminas foram 
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montadas utilizando VECTASHIELD® com DAPI, e foram fotografadas em 

microscópio invertido de fluorescência (Leica CTR4000). Foram obtidas imagens das 

totalidades dos cortes presentes nas lâminas. A quantificação dos macrófagos M2 

foi realizada por meio da área relativa (%), obtida utilizando a ferramenta Threshold 

do software ImageJ (v.1.53). 

 

4.5.  ANÁLISE MORFOLÓGICA E MORFOMÉTRICA DO NERVO ISQUIÁTICO 

 Os cotos distais dos nervos isquiáticos após fixação em solução de Karnovsky 

(glutaraldeído a 2% e paraformoldeído a 4% em PBS 0,1 M, pH 7,4) foram 

processados seguindo rotina do laboratório de Histotecnologia - Historesina da 

Unipex (FMB/Unesp), onde após inclusão em historesina, foram seccionados 

transversalmente, cerca de 2 μm de espessura, em ultramicrótomo (Leica RM2265) 

e corados com tetróxido de ósmio e azul de toluidina. As lâminas histológicas foram 

fotografadas por meio do analisador de imagens Olympus Bx41 (câmera SC30) e 

foram obtidas imagens de 5 campos aleatórios em aumento de 400x. Por meio do 

software ImageJ (v.1.53), as imagens foram analisadas e obtidos os valores da área 

e perímetro do nervo, número de axônios íntegros, número de mastócitos, número 

de vasos sanguíneos, área vascular, densidade vascular (área vascular/área do 

nervo x 100%) e o número de vasos sanguíneos por axônio. 

 

4.6.  ANÁLISE DAS FIBRAS MUSCULARES E QUANTIFICAÇÃO DE TECIDO 

CONJUNTIVO  

Após a coleta, as extremidades dos músculos sóleos foram fixadas em formol 

tamponado 10% por 24 h, lavados em água corrente por 48 h, incluídos em 

Paraplast®, seccionados em micrótomo (4 μm) e confeccionadas 2 lâminas para 

cada animal de cada grupo experimental. Cada uma delas foi submetida, 

respectivamente, à coloração de Hematoxilina e Eosina (HE) e Tricrômico de 

Masson (TM). As lâminas confeccionadas foram fotografadas em aumento de 200x 

por meio do microscópio Olympus Bx41 (câmera SC30). 
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4.6.1. Análise morfológica e morfométrica das fibras musculares 

A lâmina foi submetida à coloração de Hematoxilina e Eosina (HE) e 

aproximadamente 200 fibras musculares foram selecionadas a partir de 3 a 4 

campos aleatórios (Leite et al., 2019). Esta quantificação foi realizada através do 

software ImageJ (v.1.53) (Schneider et al., 2012), no qual foram analisados área, 

perímetro, diâmetro máximo,  diâmetro mínimo, angulação e circularidade das fibras 

musculares e realizada a contagem do número de núcleos centrais. 

 

4.6.2. Quantificação de tecido conjuntivo 

A lâmina foi submetida à coloração de Tricrômico de Masson, pela qual o 

tecido conjuntivo foi corado em verde e as fibras musculares em vermelho. A 

quantificação do tecido conjuntivo foi realizada por meio da área e porcentagem 

obtidas através do software ImageJ (v.1.53), em que as áreas em verde foram 

detectadas automaticamente, utilizando ferramenta Threshold do software 

(Schneider et al., 2012). 

 

4.7.  ANÁLISE MORFOLÓGICA E MORFOMÉTRICA DAS JNMs 

 

 O terço médio dos músculos sóleos (região contendo o ponto motor) foi fixado 

em solução de Karnovsky (glutaraldeído 2% + paraformaldeído 4% em PBS 0,1 M, 

pH 7,4), e por meio do uso de uma lâmina metálica, foram realizadas duas secções 

longitudinais, as quais foram submetidas à reação de esterase inespecífica, para 

caracterização das JNMs (Lehrer e Ornstein, 1959). As peças foram lavadas durante 

5 min em água corrente e 1 min em PBS (0,1 M; pH 7,4), incubadas a 37 ºC durante 

5 a 10 min, no seguinte meio (pH 6,8 - 7,2): 20 mL de solução Tris HCl (6,05 g de tris 

aminometano + 3,34 mL de ácido clorídrico concentrado + 100 mL de água 

destilada), 0,5 mL de alfa-naftil acetato a 1% (1,0 g de alfa-naftil + 100 mL de 

propanona/acetona) e 1,6 mL de pararosanilina azotizada (0,8 mL de pararosanilina 

+ 0,8 mL de nitrito de sódio a 4%). A solução estoque de pararosanilina consistiu em 

1,0 mL de pararosanilina, 20 mL de água destilada e 5 mL de ácido clorídrico que, 

após a preparação, foi aquecida, resfriada e filtrada. Após a incubação no meio 

descrito acima, as peças foram lavadas em água corrente por 5 min, desidratadas 

(álcool 70%, 95% e 100%; 1 min cada), diafanizadas (xilol 100% I e II; 1 min cada) e 
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montadas em lâminas histológicas. A fotomicrografia das JNMs foi realizada em 

analisador de imagens Olympus Bx41 (câmera SC30). Foram tomadas medidas de 

área, perímetro, diâmetro máximo, diâmetro mínimo, angulação, diâmetro de Feret, 

ângulo de Feret e Feret mínimo, de 50 junções para cada animal de cada grupo 

experimental. As medidas foram analisadas com o software ImageJ (v.1.53) 

(Schneider et al., 2012). 

 

4.8.  ANÁLISE ESTATÍSTICA 

 Para as variáveis com dados aderentes à distribuição gaussiana (dados 

paramétricos), sendo elas: área e perímetro do nervo; área, perímetro, diâmetro 

máximo, diâmetro mínimo, angulação, diâmetro de Feret, ângulo de Feret, Feret 

mínimo das JNMs; foi utilizada a técnica da análise de variância (ANOVA) para o 

modelo de medidas repetidas em grupos independentes, complementada com o 

teste de comparações múltiplas de Bonferroni (Johnson e Wichern, 2014), e os 

dados foram expressos em média e erro padrão da média. Para análise da área, 

perímetro, diâmetro máximo, diâmetro mínimo, angulação e circularidade das fibras 

musculares; área e porcentagem de tecido conjuntivo do músculo; e porcentagem de 

macrófagos, foi utilizada a técnica da análise de variância (ANOVA) para o modelo 

de medidas repetidas em grupos independentes, complementada com o teste de 

comparações múltiplas de Tukey (Zar, 2009), e os dados foram expressos em média 

e erro padrão da média. Para análise da área vascular e densidade vascular foi 

utilizada a técnica da análise de variância multivariada (MANOVA) para o modelo de 

medidas repetidas em grupos independentes, complementada com o teste de 

comparações múltiplas de Bonferroni (Johnson e Wichern, 2014), e os dados foram 

expressos em média e erro padrão da média. Para as variáveis com dados não 

aderentes à distribuição gaussiana (dados não paramétricos), sendo elas: número 

de axônios, número de vasos sanguíneos, número de mastócitos, número de vasos 

por axônio e número de núcleos centrais foi utilizada a técnica da análise de 

variância não paramétrica (Kruskal-Wallis) para o modelo de medidas repetidas em 

grupos independentes, complementada com o teste de comparações múltiplas de 

Dunn (Zar, 2009), e os dados foram expressos em mediana, valor mínimo e valor 

máximo. Todos os dados foram considerados utilizando o nível de 5% de 

significância (p ≤ 0,05). 
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Abstract 

Peripheral nerve injuries (PNIs) lead to several morphofunctional and molecular 

changes, furthermore to an intense immune response and recovery is rarely 

complete. Alternative methods have been used to potentiate nerve regeneration, 

such as the heterologous fibrin biopolymer (HFB). This study evaluated the effects of 

HFB associated with neurorrhaphy on PNI, with emphasis on the microenvironment 

of the injury and on neuromuscular interaction. Forty Wistar rats (CEUA/IBB/Unesp: 

1177/2019) were distributed into 4 groups (n=10/group). In the Control group (C), the 

location of the nerve was performed. In the Denervated group (D), neurotmesis and 6 

mm gap removal, inversion of the stumps and fixation in the adjacent musculature. In 

the Suture group (S), neurotmesis followed by neurorrhaphy. In the Suture + HFB 

group (SB), neurotmesis followed by neurorrhaphy and added HFB. The results 

showed that the SB group was the only one similar or closer to C group, regarding 

the number of axons at 7 days; and the number, area and density of blood vessels, 

angulation and Feret angle of the NMJs, number of central nuclei of the muscle fibers 

and quantification of connective tissue at 30 days. At 7 days there was an increase in 

the nerve area, number and area of blood vessels, in the SB group. Still in the SB 

group there was also an increase in the macrophage area compared to all other 

groups. This result demonstrate the potential of HFB in accelerating nerve 

regeneration, inducing angiogenesis, potentiating the immune response, preventing 

severe muscle degeneration and helping the NMJs return to their normal pattern and 

therefore is beneficial in PNIs treatment. 

 

Keywords: Fibrin biopolymer; Immune response; Macrophages; Neuromuscular 
interaction; Neurorrhaphy; Nerve regeneration; Peripheral nerve injury. 
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1. Introduction 

 Due to their high incidence, peripheral nerve injuries (PNIs) are considered a 

common clinical scenario (Jones et al., 2016) that can affect mobility and sensations 

and also result in lifelong disabilities. (Hussain et al., 2020). 

 After an PNI a series of degenerative processes occur, which result in the 

proliferation of Schwann cells and in the activation and attraction of macrophages to 

the microenvironment of the injury, which phagocytize the myelin (myelinophagy) and 

axonal debris (Gaudet et al., 2011; Cartarozzi et al., 2015). 

 Macrophages exhibit two contrasting functional phenotypes, M1 and M2, this 

phenotypic process represents the extremes of the dynamically changing state of 

these cells. The M1 phenotype (pro-inflammatory) has classic activation, which 

occurs after an injury or infection by harmful agents, such as microbial products or 

pro-inflammatory cytokines. They are also characterized by the production of pro-

inflammatory cytokines and release of interleukins. The M2 macrophages (anti-

inflammatory), on the other hand, are activated by an alternative route and are 

predominant in the healing phase, without the prevalence of infection. Thus, they 

protect adjacent cells, promoting angiogenesis and healing process, that it is 

associated with tissue remodeling (Saqib et al., 2018; Zigmond e Echevarria, 2019). 

 The PNIs results in impairment of the neuromuscular interaction, also causing 

damage to innervated muscle and the associated neuromuscular junctions (NMJs). It 

leads to several morphofunctional and molecular changes (Leite et al., 2019; Pinto et 

al., 2020). 

 End-to-end neurorrhaphy is the technique that is most used for the peripheral 

nerve repair (Wu et al., 2014). However, this surgical treatment does not always 

restore muscle strength and dexterity prior to the injury, resulting in only around 51% 

of functional recovery after neurorrhaphy (Sakuma et al., 2016). 

 In recent years, new approaches have been used in order to promote a 

greater ability of the axons to restore the injured area and improve nerve repair. 

These include the use of adjuvants (Hussain et al., 2020). 

 The heterologous fibrin biopolymer (HFB) is a special adjuvants that was 

developed by the Center for the Study of Venoms and Venomous Animals (CEVAP) 

of the São Paulo State University (Unesp), Botucatu Campus, São Paulo, Brazil. It 

was produced from the protein/enzyme gyroxin, a thrombin-like serine protease 
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extracted from rattlesnake venom (Crotalus durissus terrificus); and fibrinogen and 

other blood clotting factors from buffaloes (Bubalus bubalis). The HFB is a natural, 

biodegradable and bioabsorbable biopolymer, has great adhesive capacity and does 

not produce adverse reactions, in addition to being non-toxic (Ferreira et al., 2017; 

Buchaim et al., 2019). 

 Due to the absence of human blood, it’s considered the only fibrin biopolymer 

heterologous, and because of that, it’s not a transmitter of infectious diseases. Thus 

it can be used in several surgical procedures such as peripheral nerve repair, 

reinforcing the action of conventional sutures (neurorrhaphy) (Ferreira, 2014; Ferreira 

et al., 2017; Buchaim et al., 2019). 

 Many biomaterials, especially biopolymers, can induce a higher proportion of 

M2 macrophages, indicating that they can intensify the anti-inflammatory response 

and facilitate tissue remodeling (Faulk et al., 2014; Wolf et al., 2014; Lin et al., 2018). 

 The purpose of this study was to evaluate the effects generated by HFB 

associated to neurorrhaphy on the microenvironment of the injury and on 

neuromuscular interaction with emphasis on nerve regeneration and immune 

response at 7 and 30 days after rat sciatic nerve repair. 
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2. Material and methods 

 

2.1. Animals 

 

 For this study, forty male Wistar rats 90 days old(300 - 400 g) were randomly 

distributed into 4 experimental groups (n = 10/group): Control (C), Denervated (D), 

Suture (S) and Suture + HFB (SB). 

 The animals were euthanized at 2 different periods: at 7 days (n = 5/group) 

and at 30 days (n = 5/group) after surgery.  

 This study was approved by the Animal Use Ethics Committee (CEUA) of the 

Institute of Biosciences of Botucatu (IBB/Unesp) under protocol number 1177/2019. 

 

2.2. Surgical procedure 

 The animals were anesthetized by intraperitoneal injection of Ketamine 

(Dopalen, 90 mg/kg) and Xylazine (Anasedan, 10 mg/kg), followed by an incision in 

the caudal part of the right pelvic limb and the sciatic nerve was exposure. In C 

group, the visualization and dissection of the sciatic nerve was performed. In D, S 

and SB groups, about 3 mm above their trifurcation, a nerve injury was performed by 

transection (neurotmesis). In D group a 6 mm fragment was removed, the nerve 

stumps were inverted at 180° and fixed to the subcutaneous tissue. In S and SB 

groups, after neurotmesis, the nerve stumps were immediately reconnected. In S 

group was done a suture (end-to-end neurorrhaphy) through epineural anastomosis 

with 2 simple stitches. In the SB group, suture (end-to-end neurorrhaphy/2 stitches) 

was followed by the application of 250 μL of HFB, whose components and 

application formula are contained in their patents (Registration numbers: 

BR1020140114327 and BR1020140114360) (Ferreira et al., 2017). 

 At 7 and 30 days after surgery, the animals were anesthetized by 

intraperitoneal injection of Ketamine (Dopalen, 90 mg/kg) and Xylazine (Anasedan, 

10 mg/kg) and submitted to intracardiac perfusion. The perfusion occurred through 

the left ventricle and the aorta cannulation. A Milan peristaltic metering pump was 

used, first with PBS (phosphate buffered saline) at 0.1 M and later with 

paraformaldehyde 4%, both at a flow of 30 mL/min. The right atrium was sectioned 

close to the right auricle to leakage blood and excess fluids. Then, the right sciatic 
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nerves and soleus muscles were collected, fixed, and prepared according to the 

analysis protocols below. 

 

2.3. Morphological and morphometric analysis of the sciatic nerve 

 The distal nerve stumps after fixation in Karnovsky's solution (2% 

glutaraldehyde and 4% paraformaldehyde in 0.1M PBS, pH 7.4) were included in 

Historesin. The sections (2 μm) were stained with osmium tetroxide and toluidine 

blue and photographed using the Olympus Bx41 image analyzer (SC30 camera). 

The images were obtained from 5 random fields (400x) and were analyzed using the 

ImageJ software (v.1.53). The following values were obtained: area and nerve 

perimeter; number of intact axons, mast cells, blood vessels; area and vascular 

density (vascular area/nerve area x 100%) and the vascular ratio (number of blood 

vessels/number of axons). 

 

2.4. Immunostaining and quantification of macrophages 

 The sciatic nerve fragment from the reconstruction area was fixed in 4% 

paraformaldehyde for 24h, cryoprotected in sucrose (diluted in 0.1 M PBS) 10%, 20% 

and 30% for 24h each, soaked in freezing medium (Tissue-Plus® OCT Compound, 

Fisher Healthcare) and it was frozen in N-hexane cooled in liquid nitrogen. After this 

the fragments were sectioned longitudinally (12 μm) in a cryostat and the sections 

fixed on silanized slides. Then, the sections were washed with 0.1 M PBS (3 x 5 min), 

incubated in 4% Triton® X-100 (TX-100) (diluted in 0.1 M PBS) for 1h, blocked with 

BSA 3 % (diluted in 0.1 M PBS + TX-100 2%) for 1h. All antibodies used were diluted 

in incubation solution (PBS 0.1 M + BSA 1% + TX-100 0.2%). The CD206/mannose 

receptors (M2 macrophages) were immunostained by overnight incubation at 4 ºC 

with anti-CD206 antibody (anti-mannose receptor - ab64693) (1:200). The following 

sections were washed with 0.1 M PBS (3 x 5min) and incubated with secondary 

antibody conjugated to Alexa Fluor 488 (ab150077) (1:600) for 1h at room 

temperature. Afterwards, the sections were washed in 0.1 M PBS (3 x 10min) and 

the slides were mounted using VECTASHIELD® with DAPI, and were photographed 

in an inverted fluorescence microscope. Quantification was performed using the 

relative area (%), obtained using the Threshold tool of the ImageJ software (v.1.53). 
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2.5. Analysis of muscle fibers and quantification of connective tissue 

 The ends (proximal and distal extremities) of the soleus muscles were fixed in 

10% buffered formalin (24 h), washed in water (48 h), included in Paraplast®, 

sectioned in a microtome (4 μm) and 2 slides were made. Each one of them was 

submitted to Hematoxylin and Eosin (HE) and Masson's Trichrome staining. The 

prepared slides were photographed (200x) using an Olympus Bx41 microscope 

(SC30 camera). 

 

2.5.1. Morphological and morphometric analysis of muscle fibers 

 The slides stained with Hematoxylin and Eosin (HE) was used for selected 3 

to 4 random fields (around 200 muscle fibers) (Leite et al., 2019). The area, 

perimeter, maximum and minimum diameter, angulation, circularity and number of 

central nuclei were analyzed using ImageJ software (v.1.53). 

  

2.5.2. Quantification of connective tissue 

 The slides were subjected to Masson's Trichrome staining, where the 

connective tissue was stained in green and the muscle fibers in red. The 

quantification of connective tissue was performed using the absolute area and 

percentage obtained through the ImageJ software (v.1.53), where the green areas 

were automatically detected, using the software's Threshold tool. 

 

2.6.  Morphological and morphometric analysis of neuromuscular junction 

 The middle third of the soleus muscles (the motor point) were fixed in 

Karnovsky's solution. Longitudinal sections were performed using a metal sheet and 

then submitted to a unspecific esterase reaction to mark the NMJs (Lehrer e 

Ornstein, 1959). Photomicrography was performed on an Olympus Bx41 image 

analyzer (SC30 camera). The images of fifty NMJs were used for area, perimeter, 

maximum and minimum diameter, angulation, Feret diameter, Feret angle and 

minimum Feret morphometric analysis. The measurements were analyzed with with 

ImageJ software (v.1.53). 
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2.7.  Statistical analysis 

 The variables of area and perimeter of the nerve and parameters related to 

NMJs morphometry were analyzed by the One-Way ANOVA test followed by post-

test of multiple comparisons of Bonferroni (Johnson e Wichern, 2014) and the values 

expressed as mean ± S.E.M. The parameters related to muscle fiber morphometry 

and quantification of connective tissue and macrophages were analyzed by the One-

Way ANOVA test followed by post-test of multiple comparisons of Tukey (Zar, 2009) 

and the values expressed as mean ± S.E.M. The vascular area and vascular density  

were analyzed by the One-Way MANOVA test followed by post-test of multiple 

comparisons of Bonferroni (Johnson e Wichern, 2014) and the values expressed as 

mean ± S.E.M. The variables of  number of axons, number of blood vessels, number 

of mast cells, vascular ratio (n of vessels/n of axons) and number of central nuclei 

were analyzed by the Kruskal-Wallis test followed by post-test of multiple 

comparisons of Dunn (Zar, 2009) and the values expressed as median (minimum; 

maximum ranges). All data were considered using the 5% significance level (p ≤ 

0.05). 
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3. Results 

 

3.1. Fibrin biopolymer accelerates nerve regeneration and induces 

angiogenesis  

 In both periods C group presented morphology within normal standards, with 

intact axons and myelin sheaths and in regular shapes (Fig. 1A, a).  

 In D group at 7 days some degenerated nerve fibers and others in the 

beginning of a Wallerian degeneration process were observed, in which possible to 

observe changes in the myelin sheath and amorphous axons, making it difficult to 

differentiate between axon and sheath (Fig. 1B). At 30 days only degenerated fibers 

were identified with amorphous structures and no myelin sheath. (Fig. 1b).  

 In S and SB groups at 7 days it was possible to identify intact axons, some of 

a lesser degenerative degree, when compared to D group, although the fibers 

appeared to have smaller and more irregular aspects when compared to C group 

(Fig. 1A-D). In the period of 30 days in S and SB groups some intact axons were 

observed, but with a smaller and deformed aspect when compared to C group (Fig. 

1a, c, d).  

 In both periods it was possible to observe a greater amount of blood vessels in 

the SB group, compared to the other experimental groups (Fig. 1D, d).  

 The analysis revealed at 7 days that the number of intact axons, in D and S 

groups had values similar to each other and lowers than C and SB groups. While the 

SB group showed values similar to the C group and higher than the other groups. At 

30 days, the injured groups (D, S and SB) presented values similar to each other and 

lower than group C (Table 1).  

 Regarding vascular parameters at 7 days, the SB group presented the highest 

values for the number of blood vessels and vascular area. These values were 

different from all other groups, which were similar to each other. Vascular density 

showed no difference between groups. At 30 days, the number of blood vessels in 

the SB group was like C group and different from the other groups, which were 

similar to each other. In relation to vascular area and density, the SB group was also 

like the C group and different from the other groups, however, the D and S groups 

also did not differ from the C group, being still similar to each other. In both periods 

there was no difference between the groups regarding to the vascular ratio (number 

of vessels per axon) (Table 1).  
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 At 7 days the nerve area of the SB group showed the highest values, differing 

from the other groups, which were similar to each other. At 30 days there was no 

difference between the groups (Table 1).  

 In both periods, the nerve perimeter and the number of mast cells did not differ 

between groups (Table 1). 
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Figure 1. Photomicrographs of cross sections of the sciatic nerve from all experimental groups at the 7 (A-D) and 30 
days (a-d). Osmium tetroxide and toluidine blue stained. Conventional light microscope (400X). Group C (Aa); Group 
D (Bb); Group S (Cc); Group SB (Dd). 
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C D S SB

7 days (n = 5)
1Number of axons 3845 (2228; 4344) b 1165 (88; 2503) a 1868 (1380; 3890) a 4009 (1864; 4594) b
1Number of blood vessels 8 (5; 18) a 8 (0;15) a 11 (7; 22) a 26 (8; 34) b
2Vascular area (μm²) 1423 ± 257 a 1376 ± 529 a 1962 ± 134 a 4210 ± 697 b
2Vascular density (%) 0,4678 ± 0,098 0,4288 ± 0,178 0,7648 ± 0,096 0,8578 ± 0,130
1Vascular ratio (n of vessels / n of axons) x 102 0.359 (0.170; 0.630) 0.599 (0.000; 0.798) 0.557 (0.507; 0.761) 0.609 (0.199; 2.019)
3Nerve area (mm²) 0.322 ± 0.045 a 0.251 ± 0.074 a 0.264 ± 0.022 a 0.623 ± 0.116 b
3Nerve perimeter (mm²) 2.400 ± 0.182 2.426 ±0.467 2.609 ± 0.494 3.328 ± 0.350
1Number of mast cells 3 (1; 6) 2 (1; 8) 2 (0; 9) 5 (2; 7)

30 days (n = 5)
1Number of axons 4326 (3128; 6108) b 105 (49; 174) a 186 (29; 1948) a 462 (123; 3835) a
1Number of blood vessels 14 (3; 36) b 3 (3; 4) a 6 (5;14) a 15 (11; 26) b
2Vascular area (μm²) 3325 ± 1126 ab 457.3 ± 169 a 1393 ± 393 a 4877 ± 988 b
2Vascular density (%) 0.5648 ± 0.195 ab 0.2138 ± 0.09 a 0.3368 ± 0.088 a 1.172 ± 0.260 b
1Vascular ratio (n of vessels / n of axons) x 102 0.2312 (0.192; 1.119) 4.762 (2.857; 6.897) 3.763 (0.719; 17.240) 4.546 (2.814; 21.140)
3Nerve area (mm²) 0.5028 ± 0.029 0.3834 ± 0.115 0.4104 ± 0.085 0.4614 ± 0.119
3Nerve perimeter (mm²) 2.677 ± 0.068 2.517 ± 0.451 2.556 ± 0.296 2.663 ± 0.324
1Number of mast cells 3 (1; 7) 4 (0; 6) 2 (0; 5) 6 (2; 8)

Parameters
Experimental groups (n = 10/group)

Table 1. Assessment of morphometric nerve parameters

1
Values expressed as median (minimum; maximum ranges). Analyzed by the Kruskal-Wallis test followed by post-test of multiple

comparisons of Dunn.
2
Values expressed as mean ± S.E.M. Analyzed by the One-Way MANOVA test followed by post-test of multiple

comparisons of Bonferroni.
3
Values expressed as mean ± S.E.M. Analyzed by the One-Way ANOVA test followed by post-test of

multiple comparisons of Bonferroni. 
ab
Different letters indicate statistically significant alterations among experimental groups (p < 0.05).
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3.2. Fibrin biopolymer soothe muscular degeneration 

 In general, no morphological difference was observed between the 

experimental groups at 7 days. The muscle fibers showed polygonal-shaped with 

peripheral nuclei, and a small amount of extracellular matrix, what characteristics is 

related to normality (Fig. 2A-D, 3A-D). The same observations were present in C 

group at 30 days (Fig. 2a).  

 At 30 days, D group presented clusters of small muscle fibers, some with a 

rounded shape and others with central nuclei, in addition to a large amount of 

extracellular matrix (Figs 2b, 3b). An intermediate morphology was observed in S and 

SB groups, with some fibers in polygonal shape and others rounded, some central 

and others peripheral nuclei and moderate amount of connective tissue. 

Furthermore, the S group seems to have a greater amount of extracellular matrix 

when compared to the SB group, especially in the perimysium region and around the 

blood vessels (Fig. 2c, d; 3c, d).  

 In addition, the injured groups (D, S and SB) at 30-day showed a large number 

of nuclei throughout their muscle extension, it is a characteristic of a diffuse 

inflammatory infiltrate (Fig. 2b, c, d). However, the SB group appears to have a 

smaller amount of nuclei, but still evident when compared to the other injured groups 

(Fig. 2d).  

 The morphometric analysis showed at 7 days no difference among the groups, 

in relation to the area, perimeter, maximum diameter, angulation, circularity and 

number of central nuclei. The analysis of the minimum diameter showed lower values 

in the injured groups compared to C group, which were like each other (Table 2). 

 At 30 days, the area, perimeter, maximum diameter and minimum diameter on 

the injured groups presented lower values when compared to C group, being still 

similar to each other. There was no difference among the groups regarding to 

circularity and angulation (Table 2).   

 The score of central nuclei showed higher values in D group when compared 

to C and SB groups and it was like S group. On the other hand, the SB group, 

showed a similar result to C and S groups, and different from D group (Table 2).
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Figure 2: Photomicrographs of cross sections of the soleus muscle of all experimental groups at the 7 (A-D) and 30 
days (a-d). Hematoxylin and Eosin (HE). Conventional light microscope. Group C (Aa), Group D (Bb), Group S (Cc) 
and Group SB (Dd). 
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C D S SB

7 days (n = 5)
1Area of muscle fiber (μm²) 1772 ± 85.94 1424 ± 241.3 1308 ± 47.2 1241 ± 55.64
1Perimeter of muscle fiber (μm) 157.8 ± 3.563 142.8 ± 13.34 136.7 ± 2.434 133.4 ± 2.429
1Maximum diameter (μm) 53.95 ± 1.192 50.61 ± 5.672 47.02 ± 0.812 45.92 ± 0.989
1Minimum diameter (μm) 41.35 ± 1.116 b 34.74 ± 2.316 a 35.2 ± 0.81 a 34.13 ± 0.92 a
1Angulation (º) 88.43 ± 2.767 85.39 ± 4.076 92.84 ± 4.771 88.24 ± 2.38
1Circularity 0.882 ± 0.006 0.851 ± 0.019 0.873 ± 0.006 0.866 ± 0.012
2Number of central nuclei 3 (1; 7) 9 (3; 12) 7 (3; 23) 7 (2; 10)

30 days (n = 5)
1Area of muscle fiber (μm²) 1753 ± 110.5 b 616.6 ± 83.27 a 846.9 ± 100.8 a 743.6 ± 69.29 a
1Perimeter of muscle fiber (μm) 173.5 ± 6.426 b 102 ± 6.501 a 118.5 ± 6.413 a 110.6 ± 4.856 a
1Maximum diameter (μm) 60.08 ± 2.274 b 35.62 ± 2.347 a 41.91 ± 2.263 a 39.72 ± 1.926 a
1Minimum diameter (μm) 36.91 ± 1.208 b 21.19 ± 1.663 a 25.01 ± 1.766 a 23.23 ± 1.066 a
1Angulation (º) 91.5 ± 3.733 87.19 ± 5.025 91.15 ± 3.834 85.67 ± 4.704
1Circularity 0.722 ± 0.007 0.710 ± 0.016 0.728 ± 0.015 0.739 ± 0.009
2Number of central nuclei 0 (0; 7) a 9 (8; 13) c 8 (6; 13) bc 4 (3; 8) ab

Parameters
Experimental groups (n = 10/group)

Table 2. Assessment of morphometric muscle fiber parameters

1
Values expressed as mean ± S.E.M. Analyzed by the One-Way ANOVA test followed by post-test of multiple comparisons of Tukey.

2
Values expressed as median (minimum; maximum ranges). Analyzed by the Kruskal-Wallis test followed by post-test of multiple

comparisons of Dunn. 
abc

Different letters indicate statistically significat alterations among experimental groups (p < 0.05).
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3.3. Fibrin biopolymer reduces the amount of connective tissue 

 At 7 days, all the groups did not differ regarding to the percentage of the 

soleus muscle connective tissue area (Fig. 3E). 

 The analysis at 30 days showed that D and S groups had similar values to 

each other and higher than compared to the other two groups (Fig 3E). The SB group 

was different from all the other groups, presenting intermediate values, lower than 

the D and S groups, and higher than the C group (Fig 3E). 
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Figure 3. Photomicrographs of cross sections of the soleus muscle of all experimental groups at 7 (A-D) and 30 days 
(a-d). Masson's Trichrome. Conventional light microscope. Group C (Aa), Group D (Bb), Group S (Cc) and Group SB 
(Dd). E: Graphs of the connective tissue relative area (percentage) in all experimental groups. Values expressed as 
mean and S.E.M, and evaluated by the ANOVA test complemented by Tukey's test for multiple comparisons (p > 
0.05). Different letters indicate statistically significant variation (p < 0.05) and equal letters indicate non-significant 
variation (p > 0.05). 

E 
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3.4. Fibrin biopolymer helps in the morphological recovery of 

neuromuscular junctions 

 No morphological difference was observed at 7 days among the experimental 

groups. It is demonstrating characteristics close to normality, which the NMJs were 

aligned to the longest axis of the muscle fibers, with distribution restricted to the 

middle third of the muscle and its appearance was like a pretzel (Fig. 4 A-D). The 

same was observed in C group at 30 days (Fig. 4a). 

 The 30 days analysis showed NMJs distributed beyond the middle third, and 

with a compact, flattened and elongated appearance (Fig 4b) in the D group. The S 

and SB groups presented intermediate morphology to the previous ones, with NMJs 

distribution beyond the muscle middle third of the muscle. Their appearance slightly 

closer to normality, with a more circular and less flattened shape, mainly evidenced 

in the SB group (Fig. 4c, d). 

 The morphometric analysis showed no difference among all the groups at 7-

day (Table 3). 

 At 30 days the area, perimeter, minimum diameter and minimum Feret of the 

injured groups (D, S and SB) were like each other and smaller than C group (Table 

3). 

 Regarding to the NMJ angulation, the D and S groups had values like each 

other, and lower than the C group. The SB group showed similar values to the C 

group and it higher than the S group. However, the SB group did not differ from the D 

group. On the other hand, the analysis of the Feret angle showed that D and S 

groups also presented similar results to each other and smaller than C group. The 

SB group was the only group that presented the values as like C group, and D and S 

groups too (Table 3). 

 All the groups did not differ regarding maximum diameter and Feret diameter 

at 30 days (Table 3).  
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Figure 4. Photomicrographs of the soleus muscle longitudinal sections in all experimental groups at 7 (A-D) and 30 
days (a-d). Conventional light microscope (100X). Unspecific esterase reaction. Insert: details of NMJs (400X). Group 
C (Aa), Group D (Bb), Group S (Cc) and Group SB (Dd). 
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C D S SB

7 days (n = 5)

Area of NMJ (μm²) 418.4 ± 36.14 311.7 ± 35.96 348.3 ± 23.74 375 ± 51.28

Perimeter of NMJ (μm²) 117.7 ± 6.44 93.29 ± 6.87 106.6 ± 4.01 106.3 ± 5.25

Minimum diameter (μm) 13.35 ± 0.44 11.29 ± 0.83 11.63 ± 0.49 11.87 ± 1.1

Minimum Feret (μm) 16.06 ± 0.57 12.99 ± 0.85 13.64 ± 0.53 13.8 ± 1.09

Angulation (º) 86 ± 13.57 74.32 ± 14.41 73.36 ± 15.03 76.06 ± 11.26 

Feret angle (º) 85.37 ± 13.52 74.43 ± 14.4 74.72 ± 16 79.96 ± 8.75

Maximum diameter (μm) 39.19 ± 2.5 34.55 ± 2.18 37.66 ± 1.89 40.61 ± 2.5

Feret diameter (μm) 41.27 ± 2.56 35.51 ± 2.31 39.28 ± 1.77 41.66 ± 2.37

30 days (n = 5)

Area of NMJ (μm²) 446.5 ± 26.08 b 212.6 ± 20.53 a 229.1 ± 11.5 a 234.6 ± 25.83 a

Perimeter of NMJ (μm²) 118.3 ± 2.61 b 84.18 ± 6.94 a 92.69 ± 3 a 93.35 ± 7.38 a

Minimum diameter (μm) 13.76 ± 0.79 b 7.308 ± 0.44 a 8.172 ± 0.33 a 8.73 ± 0.4 a

Minimum Feret (μm) 16.32 ± 0.88 b 8.86 ± 0.48 a 10.03 ± 0.3 a 10.52 ± 0.42 a

Angulation (º) 104 ± 5.96 c 70.96 ± 10.69 ab 51.73 ± 8.13 a 87.41 ± 3.39 bc

Feret angle (º) 103 ± 6.03 b 70.72 ± 10.66 a 52.82 ± 9.43 a 87.13 ± 3.65 ab

Maximum diameter (μm) 41.62 ± 1.28 33.77 ± 2.91 34.63 ± 0.76 36.5 ± 2.89

Feret diameter (μm) 43.25 ± 1.06 34.62 ± 2.98 36.31 ± 0.71 37.75 ± 2.82

Parameters
Experimental groups (n = 10/group)

Table 3. Assessment of morphometric neuromuscular junction (NMJ) parameters

Values expressed as mean ± S.E.M. Analyzed by the One-Way ANOVA test followed by post-test of multiple comparisons of

Bonferroni.  
abc

Different letters indicate statistically significant alterations among experimental groups (p < 0.01).
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3.5. Fibrin biopolymer potentiates the immune response 

 The SB group showed greater immunostaining for CD206/mannose receptor 

(M2 macrophages) in both 7- and 30-days analysis. An intermediate immunostaining 

was observed in D and S groups, that it was lower in C group (Fig. 5A-D, a-d). In this 

group (C), the immunostaining was concentrated in the nerve periphery (Fig 5A, a), 

while in the other groups it was possible to identify beyond the periphery also in more 

central regions, mainly around the blood vessels (Fig 5B-D, b-d). 

 In relation to the relative area of immunostaining in both periods, the SB group 

presented the highest values. Groups S and D were equal with intermediate values, 

but higher than C and lower than SB (Fig 5E).  



 

 

Figure 5. Photomicrographs of sciatic nerve longitudinal sections immunostained with anti-CD206 (M2 macrophages) 
in all experimental groups at 7 (A-D) and 30 days (a-d). CD206+ macrophages labelled in green and unspecific nuclei 
in blue. Inverted fluorescence microscope (100X). Group C (A, a), Group D (B, b), Group S (C, c) and Group SB (D, 
d). E: Graphs of the mean and S.E.M. of relative area of macrophages M2 (CD206+) in all experimental groups. 
ANOVA test, complemented with Tukey's test. Different letters indicate statistically significant variation (p < 0.05) and 
equal letters indicate non-significant variation (p > 0.05). 

E 



P á g i n a  | 82 

 

4. Discussion 

 The PNI model used in this study was neurotmesis followed by reconstruction 

through end-to-end neurorrhaphy associated or not with HFB, seeking a new 

approach to peripheral nerve repair in its most severe degree. 

 In group D, the removal of a nerve fragment and fixation of the stumps in the 

subcutaneous tissue were performed in order to avoid spontaneous regeneration 

(Gaudet et al., 2011). 

 The experimental periods of 7 and 30 days were chosen in order to observe 

the action of HFB in the degeneration and regeneration phases, as well as the 

transition between these processes (Zigmond e Echevarria, 2019). 

 Morphological changes were observed in the nerve of injured groups (D, S 

and SB) in both experimental periods. Several evidences of degeneration were 

present, mainly in D group. In the injured groups, amorphous axons without myelin 

sheath and with irregular shapes were found, as well as residues from the 

disintegration of axonal cytoskeleton elements, associated with myelin degradation 

and with phagocytic process intense. These characteristics is related to the Wallerian 

degeneration (Gaudet et al., 2011). In S and SB groups, axons with intact myelin 

sheaths were observed, possibly undergoing remyelination. It is an indicating of  the 

initial phase in regenerative process and includes a transition between degeneration 

and regeneration (Raducan et al., 2013). 

 The nerve analysis showed at 7 days that the SB group presented a greater 

number of axons compared to the S and D groups, like the C group, suggestive of a 

pro-regenerative effect at the injury site. An accentuated nerve regeneration in the 

SB group can be explained due to the potentiation of the immune response, that was 

confirmed by the increase of area CD206 (M2). Consequently an increase in the 

number of macrophages and other inflammatory cells that will act both in 

degeneration and in regeneration process, accelerating them, which are sequential 

and interdependent (Gaudet et al., 2011). Outstanding is the action of macrophages 

and Schwann cells, which performance are clean damaged axons and myelin. These 

cells are also benefit the regenerative growth cone formation towards the distal 

stump of the nerve. It results in a regenerative process potentiation that occurs after 

the Wallerian degeneration (Cunningham et al., 2020).  

https://www.linguee.com/english-portuguese/translation/outstanding.html
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 The increase area of CD206 (M2 macrophages) the SB group at 7 days 

corroborates to optimize the inflammatory immune response, which help the 

development of a pro-regenerative microenvironment, as soon as there is greater 

activation of immune signals, cytokines and factors of growth as IL-10 and TGF-β 

(Cheepudomwit et al., 2008; Barrette et al., 2010). These signals benefit the active 

and direct recruitment of more immune cells, such as mast cells and macrophages, 

causing an even more present and effector immune response during the Wallerian 

degeneration. All this process causes a neurogenic and protective inflammation that 

contributes to the regeneration(Cámara-Lemarroy et al., 2010). 

 The SB group at 30 days also showed a higher proportion of CD206 (M2 

macrophages) area. Spejo et al. (2018) described that HFB can stimulate the 

recruitment and migration of macrophages, mainly M2. These cells are crucial in the 

lesion microenvironment, as this phenotype promotes tissue maturation and 

differentiation and provides trophic support to increase axonal growth (Stratton e 

Shah, 2016). 

 In addition, the presence of fibrinogen xenograft and other coagulation factors 

plus the fibronectin in HFB composition contributes to stimulate the immune 

response. It include, an expanding of macrophages and anti- and pro-inflammatory 

factors/cytokines, demonstrating an immunomodulatory and a potential immunogenic 

effect that inducing inflammation by anti- but also pro-inflammatory mechanisms, 

which can provide a neuroprotective microenvironment (Spejo et al., 2018). These 

results suggest that HFB is advantageous for the local microenvironment, during the 

first days after injury, and it is also a possible accelerating factor in the initial stages 

of nerve regeneration (Spejo et al., 2018; Leite et al., 2019). However, further studies 

are needed to support this association. 

 At 7 days, the SB group had greater vascular area and number of blood 

vessels in relation to the other groups. While at 30 days, it is the only group to 

present similar results to the Control, in relation to number of blood vessels. The 

vascular responses and the revascularization after PNI are enhanced by HFB, 

promoting angiogenesis (Abbade et al., 2021). These results reinforcing HFB role in 

the development of a protective and pro-regenerative microenvironment associated 

with greater vascular potential. The greater vascular supply of newly formed 

vessels not only contributes to the supply of oxygen and nutrients to the regenerating 
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nervous tissue, but is also used as a guide for cell migration (Cattin et al., 2015) that 

promoting axonal growth after injury (Magaz et al., 2018; Lu et al., 2019).  

 At 30 days after injury, there was a similarity in D, S and SB groups in relation 

to the axon and mast cells numbers. In this phase, pro- and anti-inflammatory factors 

are present as soon as the regenerative process is not fully established 

(Defrancesco-Lisowitz et al., 2015; Zigmond e Echevarria, 2019). 

 The morphometric results of NMJs at 7 days showed similarity among the 

groups in all parameters analyzed except for the minimum diameter. It can be 

explained by the short experimental period. Changes in the morphology of NMJs can 

be noticed in two weeks after PNI, when the muscle fibers lose contact with the nerve 

terminal and become completely denervated. Therefore, the motor plates are empty 

and the NMJs starting their phase of decline and disorganization (Sakakima et al., 

2000; Ma et al., 2011). 

 At 30 days, the analysis of the soleus muscle showed similarity between the 

injured groups for most of analyzed parameters. However, many nuclei were 

observed throughout the muscle, that is a characteristic of a diffuse inflammatory 

infiltrate. After denervation, occurs a muscle fibers degeneration, which over time are 

replaced by fat and fibrous connective tissue. This makes the muscle progressively 

refractory to reinnervation (Campbell, 2008). The inflammation is one of the muscle 

degeneration consequences that leads to a gradual loss of muscle mass resulting in 

atrophy (Huang et al., 2019). The SB group presented a smaller number of nuclei 

when compared to other injured groups, consequently a lower degree of 

inflammation and atrophy. 

 The satellite cells are myogenic precursors that are present under the basal 

lamina of muscle. After PNI, occurs their activation, proliferation, fusion and 

internalization (Carraro et al., 2015). This myonuclei reorganization and centralization 

is a scoring of disorder, atrophy and degeneration muscle, and its presence was 

observed in severely atrophic muscle fibers up to 7 months after denervation in 

rodents (Carraro et al., 2015). After PNI, an increase in connective tissue of the 

extracellular matrix also occurs in the skeletal muscle, as soon as there is a decrease 

in the area and volume of muscle fibers. This tissue impairs the capacity for muscle 

contraction, configuring a picture of fibrosis and atrophy (Muller et al., 2007; Moimas 

et al., 2013). There was a reduction in connective tissue and in the number of central 

nuclei in the SB group. These data suggest that HFB accelerated  the nerve 
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regeneration proven by a lower degree of fibrosis (Muller et al., 2007; Tuffaha et al., 

2016), inflammation (Huang et al., 2019), and atrophy (Campbell, 2008; Moimas et 

al., 2013; Carraro et al., 2015).  

 At 30-day the NMJs showed similar results among D, S and SB groups, in 

relation to the area, perimeter, minimum diameter and minimum Feret. This also 

collaborate with the muscle fibers morphometry results. Muscle recovery depends on 

nerve regeneration and consequently of the motor plates reinnervation. This 

reinnervation re-establishes itself, at least, after 4 weeks of the nerve injury 

(Sakakima et al., 2000). Ma et al. (2011) also describe that it was only possible to 

observe motor endplate reinnervation within 5 weeks after transection followed by 

sciatic nerve reconstruction in mice. 

 The NMJs do not reach their normality pattern if  the reinnervation of the motor 

plates is not reestablished (Sakakima et al., 2000; Ma et al., 2011). Pinto et al. (2020) 

verified morphological and molecular recovery of NMJs only at 60 days after sciatic 

nerve reconstruction, when used HFB associated with neurorrhaphy.  

 However, the SB group showed a partial return of the NMJs to their normal 

circularity patterns, that it was related with the angulation and Feret angle values.  

The Feret's measurements are geometric parameters that are very robust against 

experimental errors, such as three-dimensionality and the orientation of the 

structure's cutting angle, which is why they are widely used in microscopy for 

morphometric analysis (Briguet et al., 2004). The Feret angle, mainly, shows the 

degree of elongation of the delimited area (Briguet et al., 2004; Nunes et al., 2004; 

Ham et al., 2020),  thus suggesting that  the NMJs were more circular in the SB 

group, closer to the "pretzel" shape that it is their normal morphological pattern 

(Marques et al., 2000; Cruz et al., 2020). 

 The results found here complement previous research carried out by our 

research group, in which HFB associated to neurorrhaphy potentiates axonal 

regeneration and morphological and molecular recovery of NMJs (Leite et al., 2019; 

Pinto et al., 2020). 

 This study, through the SB group, showed that the application of the HFB is 

advantageous. This biopolymer has been shown to have pro-regenerative effects 

that accelerate nerve regeneration, ability to induce angiogenesis and an 

immunomodulatory potential that stimulates the immune response in the initial 
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periods after PNI. It also contributed to the morphological recovery of NMJs and 

prevented severe muscle degeneration, with lesser degrees of atrophy and fibrosis. 

 Thus, HFB associated to neurorrhaphy appears as an advantageous new 

approach to peripheral nerves repair, favoring nerve regeneration, and contributing to 

the microenvironment of axonal growth.  
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