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ABSTRACT 

Questo studio ha valutato gli effetti della somministrazione locale di Stanozololo (ST) sulla rigenerazione 

ossea nel ratto. Difetti critici bilaterali sono stati creati nella calvaria di 26 ratti Wistar e sono stati riempiti 

rispettivamente con osso bovino deproteinizzato+ST (test) o con il solo osso bovino deproteinizzato 

(controllo). A 1 e 3 mesi sono stati valutati: osso neoformato (NB), tessuto fibroso (FT), biomateriale 

residuo (DBBM), tasso di apposizione minerale (MAR). Sono stati inoltre analizzati con immunoistochimica 

densità capillare, OSX/OC, ALP, COL1A1. L’espressione dei geni GAPDH, RUNX2, COL2A1, SP7, 

COL2A1, COL1A2, FN è stata valutata tramite RT-PCR. Ad 1 mese, NB è risultato significativamente 

maggiore nel gruppo test vs controllo (24.41%  4.14% vs 15.01%  2.43%, p<0.05), dato coerente con il 

MAR (9.20m/day 0.37m/day vs 6.50m/day  1.09m/day, p<0.05). FT tendeva ad essere maggiore nel 

gruppo controllo (45.53% 
  4.95

  
vs 54.21%   4.83, p>0.05) mentre DBBM risultava simile tra i gruppi 

(29.16%  4.14% vs 30.78%  4.15%, p>0.05). A 3 mesi, non erano presenti differenze morfometriche tra i 

gruppi (p>0.05). Le valutazioni immunoistochimiche ed il profilo di espressione genica hanno consentito di 

confermare gli effetti positivi dello ST sul comittment osteoblastico e sulla deposizione di matrice ossea.  

 

Parole chiave: Ratto; Difetto critico; Innesti ossei; Rigenerazione ossea; Androgeni; Stanozololo 

 

 

Introduzione 

L’atrofia dell’osso alveolare che segue la perdita di uno o più elementi dentali costituisce un comune reperto 

clinico e può rappresentare un ostacolo ad un’adeguata riabilitazione implantoprotesica. Tra le opzioni per 

l’aumento del volume osseo, la combinazione di scaffold osteoconduttivi con molecole in grado di 

promuovere la rigenerazione ossea rappresenta un ambito di crescente interesse scientifico, e diversi fattori 

(es. fattori di crescita, proteine morfogenetiche) sono stati ad oggi testati.  

Gli steroidi androgeni svolgono importanti funzioni nella morfogenesi scheletrica e nel mantenimento 

dell’omeostasi ossea durante tutto il corso della vita [1][2][3][4]. Diversi esperimenti in vitro hanno mostrato 
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che essi sono in grado di promuovere il differenziamento e l’attività degli osteoblasti e di inibirne l’apoptosi 

[5][6][7][8][9][10][11]; al contempo, sono stati riportati effetti di inibizione del committment e dell’azione 

degli osteoclasti [12][13]. Sperimentazioni su modelli animali hanno mostrato che gli androgeni 

contribuiscono alla maturazione dei condrociti, all’ossificazione metafisaria e alla crescita delle ossa lunghe 

[14][15]. La castrazione di ratti e topi è stata associata a riduzione della massa ossea sia corticale sia 

trabecolare [16][17][18][19][20], che poteva essere prevenuta attuando una terapia ormonale sostitutiva con 

somministrazione esogena di androgeni [21][22][23][24][25][26][27]. Analoghe evidenze si sono ottenute da 

sperimentazioni umane ed hanno portato all'uso clinico di steroidi androgeni o derivati per il mantenimento 

della massa ossea in casi di osteopenia o osteoporosi primaria o da limitata capacità androgenica autogena 

[28][29][30][31]. Nonostante siano noti gli effetti positivi degli androgeni sul metabolismo osseo, il loro 

utilizzo a fini rigenerativi è stato finora limitato a causa della scarsa maneggevolezza e dei potenziali effetti 

collaterali, in primis di virilizzazione e di alterazione del profilo lipidico, legati alla loro somministrazione 

sistemica. Per supplire a questi inconvenienti, sono stati introdotti steroidi sintetici con elevata azione 

anabolizzante e minimi effetti androgenici. Tra questi vi è lo Stanozololo (ST), composto non aromatizzabile 

derivata dal diidrotestosterone, che in sperimentazioni in vitro ha mostrato effetti positivi sulla proliferazione 

osteoblastica [32] e in studi clinici si è mostrato in grado di migliorare i livelli di densità ossea minerale e le 

proprietà di resistenza biomeccanica dell’osso [33][34].  

Oltre al tipo di steroide utilizzato, la sostituzione della somministrazione sistemica con una somministrazione 

locale potrebbe consentire di ridurre le dosi di impiego e di ottenere un effetto anabolico focalizzato 

sull’osso, minimizzando gli effetti indesiderati. In un recente studio in vitro, l’uso di testosterone combinato 

a scaffold biodegradabile è stato associato ad un aumento della vitalità e della proliferazione osteoblastica, 

fornendo risultati incoraggianti per un approccio di somministrazione locale degli androgeni a scopo 

rigenerativo [35]. Lo ST è stato recentemente testato in vivo per via locale nel trattamento di patologie 

osteoarticolari: periodiche iniezioni intra-capsulari di farmaco hanno avuto effetti positivi sulla rigenerazione 

cartilaginea, consentendo il ripristino di una corretta anatomia funzionale articolare [36]. Tuttavia, 

l’applicazione di ST in combinazione a materiale da innesto non è ancora stata testata a livello dell’osso. 

Scopo di questo studio è di analizzare gli effetti della somministrazione locale di ST sulla rigenerazione 

ossea in difetti critici di calvaria di ratto a 1 e a 3 mesi. 

 

Materiali e Metodi 

Preparazione del biomateriale. Cinquantadue blocchi di DBBM (Geistlich Bio-Oss
®
 block 1x1x2, Geistlich 

Biomaterials) sono stati tagliati in dischi di diametro di 5 mm e 1.5 mm di larghezza in condizioni di sterilità, 

con una fresa a ruota diamantata. I dischi sono stati pesati con una bilancia di precisione (Mettler Toledo 

Analytical Balance AE240, Marshall Scientific) ed è stato eseguito un matching tra coppie di dischi. Un 

disco di ciascuna coppia è stato trattato con 150 ml di 0,1% ETOH + 100 nM ST (DBBM + ST, gruppo di 

test), mentre con 150 ml di 0,1% ETOH (DBBM, gruppo controllo). I dischi sono stati lasciati 20 minuti a 

temperatura ambiente per consentire l’adsorbimento dello ST, e quindi incubati a 50° C per 4 ore. Ogni disco 

è stato chiuso singolarmente e contrassegnato da un codice alfanumerico.  

Procedure chirurgiche. Previa approvazione del Comitato Etico per la sperimentazione animale di Parma, 26 

ratti Wistar maschi di 4 mesi sono stati inclusi nello studio. Quindici minuti prima dell’intervento, gli 

animali hanno ricevuto una somministrazione intramuscolare di 10 mg/kg enrofloxacina (Baytril, Bayer, 

Germania). L'anestesia è stata ottenuta con l'iniezione intraperitoneale di 30 mg/kg tilethamine cloridrato 

zolazepam cloridrato (Zoletil 100, Virbac, Francia). La cute della regione parietale del calvaria è stata rasata 

e disinfettata con iodio-povidone al 10%, poi è stata effettuata una incisione mediana a tutto spessore, estesa 

sagittalmente dalla linea bipupillare al processo occipitale. I lembi chirurgici sono stati sollevati 

delicatamente. Difetti critici standardizzati dal diametro di 5,0 mm sono stati creati bilateralmente sull’osso 

parietale. Il difetto da un lato è stato riempito con DBBM + ST (test) e il controlaterale con DBBM 

(controllo). Una sutura a due strati (Vycril 5-0, Ethicon, Johnson & Johnson, Netherlands; Prolene 3-0, 

Ethicon, Johnson & Johnson, Netherlands) è stata effettuata per consentire la guarigione per prima 

intenzione delle ferite, facendo attenzione a preservare periostio (Figura 1). Tutti gli interventi chirurgici 

sono stati eseguiti dallo stesso operatore. Dopo l'intervento, i ratti sono stati assegnati in modo casuale a un 

periodo di guarigione di 1 o 3 mesi. Per valutare il tasso apposizione minerale (MAR), a 23 e 24 giorni i ratti 

sono stati trattati con 10% Xylenol Orange (Sigma Aldrich, USA) alla dose di 30 mg/kg. Dal giorno 80 al 84, 

gli animali destinati al periodo di guarigione di 3 mesi sono stati trattati con Calcein Green 20 mg/kg (Sigma 

Aldrich, USA). Al termine del periodo sperimentale, i ratti sono stati sacrificati con un'iniezione 

intraperitoneale di pentobarbital 150 mg/kg ed i campioni biologici sono stati prelevati.  
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Figura 1. Procedure chirurgiche di innesto: A. scollamento del 

lebo a tutto spessore lungo la sutura sagittale; B. 

osteotomia bilaterale dell’osso parietale ottenuta 

per mezzo di fresa trephine dal diametro esterno 

di 5 mm; C. aspetto dei difetti critici bilaterali 

dopo ostectomia; D. difetti innestati con 

DBBM+ST (lato test) e DBBM (lato controllo). 

Fotografia ottica (Nikon D3x, 24.5 Megapixels). 

 

 

Istomorfometria. I campioni di 18 ratti sono stati fissati in formalina al 10% per 48 ore, lavati in acqua 

corrente e decalcificati in acido etilendiamminotetracetico 0.5 M (EDTA) pH 7.4. I campioni sono stati 

quindi disidratati in una serie ascendente di alcol dal 70% al 100% (Carlo Erba reagents, Italy), chiarificati in 

xylene (Carlo Erba reagents, Italy) e inclusi in paraffina (Lab-O-Wax, Histoline). Sezioni seriali dello 

spessore di 5 m sono state ottenute con microtomo rotativo (RM -2155, Leika) in un piano parallelo alla 

sutura sagittale. Le sezioni centrali sono state colorate con ematossilina-eosina per la valutazione 

istomorfometrica, mentre sezioni adiacenti sono stati utilizzati per le valutazioni di immunoistochimica. La 

regione di interesse (ROI) da analizzare è stata determinata identificando i margini laterali del difetto 

intraosseo e le adiacenti aree periostali superiore ed inferiore. La quantità di formazione di nuovo osso (NB), 

tessuto fibroso (FT) e biomateriale residuo (DBBM) sono stati calcolati come outcomes primari. Le 

immagini sono state analizzate grazie ad un microscopio ottico binoculare (Nikon Eclipse 90i, Tokyo, 

Giappone) collegato a macchina fotografica digitale (DS-5M Nikon, Japan). I dati sono stati analizzati con 

l'ausilio del software 2.1 NIS-Elements AR (Nikon, Japan). 

Immunoistochimica. L'analisi immunoistochimica è stata condotta con microscopia ottica e a fluorescenza. 

Per la valutazione dei capillari, i campioni sono stati incubati con anticorpi anti-von Willebrandt Factor 

(vWF, policlonale di coniglio, Dako, Danimarca, 1:30), colorati con perossidati coniugata con streptavidina 

usando DAB come cromogeno, ed infine colorati con ematossilina. Le sezioni sono state esaminate con 

microscopia ottica a 1000X di ingrandimento con l’ausilio di un reticolo oculare millimetrato. Un totale di 

20 campi all'interno di ogni ROI sono stati analizzati per calcolare la il numero di capillari/mm
2
 di tessuto. 

Gli osteoblasti sono stati valutati con anticorpo anti-Osterix (OSX; policlonale di coniglio, Santa Cruz, USA; 

1:50), rivelate da anticorpo secondario anti-coniglio coniugato con FITC (01:20 60', 37°C, Jackson 

Laboratories, USA) e colorazione con anticorpo anti-Osteocalcina (OC; policlonale di coniglio, Santa Cruz, 

USA) rivelata da anticorpo secondario anti-coniglio coniugato con TRITC (01:20, 60', 37°C, Jackson 

Laboratories, USA). L’espressione della Fosfatasi Alcalina (ALP) è stata valutata con anticorpo anti-ALP 

(monoclonale di topo, Santa Cruz, USA) rivelate da anticorpo secondario anti-topo coniugato con FITC 

(1:20, 60’, 37°C, Jackson Laboratories,  USA). L’apposizione di Collagene-1 (COL1A1) è stata valuata con 

anticorpo anti-COL1A1 (policlonale di topo, Santa Cruz, USA) Cruz, USA) rivelato da anticorpo secondario 
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anti-topo coniugato con FITC (1:20, 60’, 37°C, Jackson Laboratories). La colorazione dei nuclei cellulari è 

stata eseguita con DAPI 5mM (Sigma Aldrich, USA). I vetrini sono stati montati con medium di 

fluorescenza, Vectashield (VECTOR, USA). Cellule co-positive per OSX/OC  ed elementi positivi per ALP 

e sono stati quantificati a 1000X di ingrandimento con microscopia a fluorescenza (n/mm
2
). La positività per 

COL1A1 è stata valutata in fluorescenza con metodica semi-quantitativa, utilizzando il seguente sistema di 

unità arbitrarie: nessuna espressione visibile (score=0), 1-3 positività/mm
2
 (score=1), 4-6 positività/mm

2
 

(score=2).  

Espressione genica. I campioni di 6 ratti sono stati raccolti in azoto liquido per analizzare l’espressione dei 

geni GAPDH, RUNX2, COL2A1, SP7, COL2A1, COL1A2, FN. L’RNA è stato isolato utilizzando il kit 

TRIzol Reagent (Life Technologies, USA), secondo istruzioni del produttore ed i campioni sono stati quindi 

retrotrascritti a cDNA (Reverse Transcription System, Promega, USA). Primers specifici sono stati disegnati 

con il software Primer-Blast (National Center for Biotechnology Information, NCBI, USA) e sono state 

eseguite sui campioni RT-PCR (Rotor Gene TM 3000 versione 5.0.06, Corbett Reaserch). In breve, i cDNA 

sono stati amplificati fino a 40 cicli in un mix composto da 2X Platinum SYBERGreen qPCRsupermix-UDG 

(Invitrogen, USA), 5 pM primers e acqua RNasi-free. Per ogni gene amplificato è stata verificata la curva di 

melting e i dati sono stati analizzati con il metodo della curva standard relativa [37]. I dati sono stati 

normalizzati relativamente al quantitativo di cDNA di ogni campione misurato con Oligreen Assay Kit 

(OliGreen ssDNA Quantitation Reagent and OliGreen ssDNA Quantitation Kit, Molecular Probes, USA). 

Analisi statistica. La distribuzione gaussiana dei dati è stata verificata con il test di normalità D’Agostino-

Aearson omnibus. L’omogeneità de pesi dei dischi di DBBM e l’efficienza del matching tra campioni del 

gruppo test e campioni del gruppo controllo è stata valutata con t-test per dati appaiati. Le differenze tra test 

e controllo per quanto riguarda i parametri morfometrici, immunoistochimici e l’espressione genica sono 

state valutate con t-test per dati appaiati con correzione di Welch. p<0.05 è stat considerato come livello di 

significatività statistica. I risultati sono riportati come media ± SEM. 

 

Risultati 
Preparazione del biomateriale. Il peso dei dischi di DDBM utilizzati nel gruppo test (14.00 ± 0.64), non è 

risultato significativamente diverso dal gruppo controllo (13.79 ± 0.59, p> 0.05). L'accoppiamento tra i 

campioni di prova test e controlli ha mostrato di essere efficace (p <0.0001), con coefficiente di correlazione 

r=0.92. 

Procedure chirurgiche. La mortalità intraoperatoria è stata inferiore al 10%. 14 animali sono stati assegnati 

al periodo di guarigione di 1 mese, e 12 animali a 3 mesi. Dopo l'intervento chirurgico, un ratto è morto per 

infezione della ferita, mentre tutti gli altri animali hanno mantenuto buone condizioni di salute.  

Istomorfometria. Gli innesti hanno mostrato una buona integrazione nei tessuti circostanti e non sono stati 

rilevati segni di reazione immuno-infiammatoria né a 1 mese né a 3 mesi. Nessuno dei difetti ha mostrato 

una completa guarigione ai tempi sperimentali testati. Tessuti e vasi neoformati sono stati osservati a diretto 

contatto con la superficie del DBBM innestato, confermando le proprietà di osteoconduttività del 

biomateriale utilizzato. NB era significativamente maggiore nel gruppo test vs controllo a 1 mese di 

osservazione (24.41% ± 4.14% vs 15.01% ± 2.43%, p <0.05), mentre questa differenza non era più rilevabile 

a 3 mesi (27.36% ± 1.76% vs 27.38 % ± 2.92%, p> 0.05). FT presentava una tendenza ad essere minore nel 

test vs controllo, sia a 1 mese (45.53% ± 4.95 vs 54.21% ± 4.83, p> 0.05) sia a 3 mesi (46.19% ± 2.99% vs 

47.62% ± 3.44%, p> 0.05 ). Il DBBM residuo è risultato molto simile nel test vs controllo ad 1 mese 

(29.16% ± 4.14% vs 30.78% ± 4.15%, p> 0.05) e a 3 mesi (24.99% ± 2.51% vs 23.28% ± 6.78, p> 0.05). Un 

aumento complessivo di NB è stato osservato nel tempo all’interno del gruppo di controllo, mentre nel 

gruppo test questo parametro non ha subito variazioni rilevanti nel tempo; ciò indica che nel gruppo 

controllo la deposizione di osso è proseguita in modo consistene da 1 a 3 mesi, mentre nel gruppo test la 

porzione principale di osso neoformato a 1 mese era già stato deposto. I risultati sono mostrati nella Figura 2. 

L’analisi del MAR ha rivelato una consistente attività di rimodellamento osseo ai giorni 23-24, 

significativamente maggiore nel gruppo test vs controllo (9.20 μm/day ± 0.37 μm/day vs 6.50 μm/day ± 1.09 

μm/day, p<0.05) (Figura 3, A-C). A 3 mesi, l’apposizione minerale è risultata molto rallentata e di entità 

simile tra i gruppi sperimentali (7.07 μm/day ± 1.24 μm/day vs  7.92 μm/day ± 1.51 μm/day, p>0.05) (Figura 

3, D-F). 
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Figura 2. Valutazione isto-

morfometrica di osso neoformato 

(NB), tessuto fibroso (FT) e 

biomateriale residuo (DBBM) in 

campioni del gruppo test e del 

gruppo controllo a 1 mese (A-C) e 

a 3 mesi (D-F).  

A-B; D-E. Aspetto istologico di un 

campione del gruppo test (A) e del 

gruppo controllo (B) a 1 mese; 

aspetto istologico di un campione 

del gruppo test (D) e del gruppo 

controllo a 3 mesi (E). Sono 

evidenziate con lettere corri-

spondenti aree di osso neoformato 

(NB), tessuto fibroso (FT) e 

biomateriale residuo (DBBM). 

Colorazione con ematossilina eosi-

na, microscopia ottica, ingran-

dimento originale 10X, scale bar 

100 m.  

C; F. Tabella che evidenzia i dati 

morfometrici di osso neoformato 

(NB), tessuto fibroso (FT) e 

biomateriale residuo (DBBM) nei 

campioni del gruppo test e del 

gruppo controllo a 1 mese (C) e a 3 

mesi (F). I dati sono riportati come 

media  SEM ed espressi come 

percentuale rispetto alla ROI 

analizzata. Gli asterischi indicano 

significatività statistica test vs ctrl 

(p>0.05). 
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Figura 3.  Valutazione del tasso di 

apposizione minerale (MAR) con le 

marcature fluorescenti Xylenol 

Orange (A-C) e Calcein Green (D-

F).  

   A-B. Marcatura con Xylenol 

Orange che evidenzia con-sistenti 

aree di tessuto mineralizzato 

neoformato ai giorni 23-24 

dall’intervento, sia nei campioni del 

gruppo test (A) sia in quelli del 

gruppo controllo (B). Microscopia a 

fluorescenza, ingrandimento origi-

nale 4X, scale bar 200 m. 

   D-E. Marcatura con Calcein 

Green che evidenzia ampie zone di 

mineralizzazione ai giorni 80-84 

dall’intervento compatibili con un 

rimo-dellamento osseo in corso sia 

nei campioni del gruppo test (D) sia 

in quelli del gruppo controllo (E).  

Microscopia a fluorescenza, ingran-

dimento originale 4X, scale bar 200 

m. 

C; F. Tabella che riporta i valori del 

MAR in campioni del gruppo test e 

del gruppo controllo marcati con 

Xylenol Orange (C) e con Calcein 

Green (F). I dati sono riportati come 

media  SEM. Gli asterischi 

indicano significatività statistica test 

vs ctrl (p>0.05). 

 

Immunoistochimica. La densità di capillari sanguigni del gruppo test non differiva dai controlli a 1 mese 

(11.43 n/mm
2
 ±  2.01 n/ mm

2
 vs  11.25 n/ mm

2
 ± 2.30 n/ mm

2
, p>0.05), mentre a 3 mesi i campioni del 

gruppo test apparivano significativamnte più vascolarizzati rispetto ai controlli  (28.26 n/mm
2
 ±  5.62 n/ mm

2
 

vs  9.84 n/ mm
2
 ± 2.01 n/ mm

2
, p<0.05) (Figura 4). Elementi con co-positività per OSX/OC sono stati 

riscontrati in numero significativamente minore nel gruppo test vs controllo a 1 mese (2.00 n/mm
2
   0.21 

n/mm
2
 vs  3.9 n/mm

2
  0.32 n/mm

2
, p<0.05), mentre un trend opposto è stato rilevato a 3 mesi (2.05 n/mm

2
 

  0.27 n/mm
2
 vs  1.01 n/mm

2
   0.20 n/mm

2
, p<0.005), dato principalmente legato ad una diminuzione delle 

positività nel gruppo controllo (Figura 5, A-B). Allo stesso modo, si è riscontrata una tendenza di ALP ad 

essere maggiormente espresso nel gruppo controllo a 1 mese (8.83 n/mm
2
   3.80 n/mm

2
 vs 12.14 n/mm

2
   

6.29 n/mm
2
, p>0.05), mentre un trend opposto si è evidenziato a 3 mesi (7.62 n/mm

2
  3.19 n/mm

2
 vs 6.29 

n/mm
2
  2.73 n/mm

2
, p>0.05) (Figura 5, C-D). L’analisi semi-quantitativa di COL1A1 ha rilevato maggiori 

positività nel gruppo controllo rispetto al test, ad entrambi i time-points (Figura 5, E-F). 

Espressione genica. L’analisi dell’espressione genica ha permesso di rilevare variazioni di geni correlati al 

metabolismo cellulare, al differenziazione osteogenico e all’attività di deposizione di matrice osteoide e 

connettivale. L'espressione di GAPDH, un enzima importante per il metabolismo energetico e la produzione 

di ATP e piruvato, è risultata significativamente maggiore nel test vs controllo a 1 mese (fold change 

test/control: 5.86  3.52, p<0.05), mentre a 3 mesi non erano più riscontrabili differenze (fold change 
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test/control: 1.143  0.62, p>0.05). Tale risultato può indicare un aumento del metabolismo cellulare 

ascrivibile all'effetto anabolico dello ST, evidente a 1 mese di osservazione, che scompare al time-point più 

prolungato. L’espressione significativamente maggiore osservato di RUNX2 nel gruppo test vs controllo a 1 

mese (fold change test/control: 4.78  2.36, p<0.05) depone per un committment osteoblastico delle cellule, 

dato che questo gene è un fattore trascrizionale essenziale per il differenziamento a partire fine dalle prime 

fasi di committment. Come per la GAPDH, a 3 mesi queste differenze di RUNX tra gruppo test e controllo 

non erano più osservabili (fold change test/control: 0.81  0.36, p>0.05). Il pattern di espressione di SP7, un 

fattore trascrizionale osteo-specifico che collabora con RUNX2 al differenziamento osseo, era coerente con 

quella di RUNX2, con valori più alti riportati per i campioni test vs controlli a 1 mese (fold change 

test/control: 4.20  3.23, p>0.05) e nessuna differenza tra i gruppi a 3 mesi (fold change test/control: 0.68  

0.29, p>0.05). E' stato interessante notare che l'espressione di COL2A1, un gene che codifica per un 

collagene tipico della cartilagine, era significativamente maggiore nel gruppo test vs controllo 1 mese (fold 

change test/control: 5.52  2.49, p<0.05): questa osservazione potrebbe indicare l’induzione di 

un’ossificazione di tipo encondrale nel gruppo test, sebbene istologicamente  non si sia riscontrata la 

presenza di tessuto cartilagineo.  A 3 mesi, le differenze nell’espressione di COL2A1 tra gruppi sperimentali 

non erano più rilevabili, outcome ascrivibile a una sostanziale riduzione dell’espressione di questo gene nei 

campioni del gruppo test (fold change test/control: 0.75  0.27, p>0.05). I geni correlati all’apposizione di 

matrice fibrosa COL1A2 e FN si sono rivelati più espressi nel gruppo controllo vs test a 1 mese (COL1A2 

fold change test/control: 0.01  0.002, p<0.05; FN fold change test/control: 0.43  0.64, p>0.05), mentre a 3 

mesi, differenze di espressione tra gruppi non erano più osservabili (COL1A2 fold change test/control: 1.52 

 1.29, p>0.05; FN fold change test/control: 0.64  0.55, p>0.05), come è compatibile come una fase di 

guarigione più avanzata e stabilizzata. I dati di espressione genica sono riassunti nella Figura 6.  
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Figura 4. A-D. 

Capillari sanguigni 

riconoscibili dalla 

colorazione immuno-

istochimica marrone di 

FVIII rivelato da DAB 

in un campione del 

gruppo test (A-B) e del 

gruppo controllo (C-

D) a 3 mesi. 

Microscopia ottica, 

ingrandimento ori-

ginale 20X (A;C), 40X 

(B;D). 

E. Tabella che riporta i 

valori di densità capil-

lare nei campioni del 

gruppo test e del 

gruppo controllo a 1 

mese e a 3 mesi. I dati 

sono riportati come 

media  SEM. Gli 

asterischi indicano 

significatività statistica 

test vs ctrl (p>0.05). 
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Figura 5. Quantificazione 

IHC e immagini micro-

scopiche esemplificative 

a 3 mesi di elementi con 

co-positività per OSX/OC 

(A-B), positività per ALP 

(C-D),  positività per 

COL1A1 (E-F). I dati 

sono riportati come media 

 SEM. Gli asterischi 

indicano significatività 

statistica test vs ctrl 

(p>0.05). La positività 

per OSX (B), ALP (D) e 

COL1A1 (F) è 

visualizzata con fluore-

scenza verde. La posi-

tività per OC (B) è 

visualizzata con fluore-

scenza rossa. La fluore-

scenza blu del DAPI (B, 

D, F) riconosce i nuclei 

cellulari. Le frecce bian-

che (B) indicano gli 

elementi con co-positività 

per OSX/OC. 

Microscopia a fluore-

scenza, ingradimento ori-

ginale 20X. 
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Figura 6. Valutazione con RT-

PCR dell’espressione genica 

di GAPDH (A), RUNX2 (B), 

SP7 (C), COL2A1 (D), 

COL1A2 (E), FN (F) nei 

campioni del gruppo test e del 

gruppo controllo a 1 e a 3 

mesi. I dati sono norma-lizzati 

sul quanti-tativo relativo di 

cDNA in ogni campione e 

sono riportati come media  

SEM. Gli asterischi indicano 

signifi-catività statistica test 

vs ctrl (p>0.05). 
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Conclusioni 
Questo studio ha permesso di rilevare l’efficacia della somministrazione locale di ST per promuovere la 

rigenerazione ossea in vivo. L’approccio di somministrazione locale utilizzato ha permesso di utilizzare 

basse dosi di ST in confronto a quelle utilizzate per via parenterale, e conseguentemente il rischio di effetti 

indesiderati è stato considerevolmente ridotto: precedenti studi di tossicità effettuati in vivo su modello di 

ratto hanno infatti riportato eventi avversi (tossicità epatica, ipertensione, ipertrofia cardiaca, comportamento 

aggressivo) in risposta a dosi di ST centinaia di volte superiori a quelle da noi impiegate [38] [39] [40] [41] 

[42].  

La maggiore quantità di osso neoformato (NB) rilevato nei campioni del gruppo test vs controllo a 1 mese 

può essere infatti considerata indicativa di una stimolazione dell’osteogenesi indotta dal farmaco. Inoltre, 

l’elevato tasso di apposizione minerale (MAR) osservato nei campioni test a 1 mese ha rivelato la persistenza 

di un’attività di mineralizzazione della matrice a questo time-point [43]. E’ stata riportata in letteratura una 

regolazione positiva del metabolismo osseo mediata dallo ST, che aumenterebbe il rimodellamento osseo ed 

incrementerebbe la formazione ossea endocorticale [44]. L’analisi dell’espressione del gene GAPDH tramite 

RT-PCR ha supportato l’ipotesi di un aumento dell’attività metabolica cellulare come effetto dello ST a 1 

mese. Allo stesso modo, la maggiore espressione di RUNX2 e SP7 nei campioni del gruppo test vs controllo 

ha mostrato evidenza di un committment osteoblastico in corso, visto che questi geni sono essenziali fattori 

di trascrizione nel processo di transizione da celule mesenchimali a condrociti e osteoblasti [45] [46]. Studi 

in animali hanno precedentemente dimostrato un’intensa espressione di RUNX2 e SP7 durante il processo di 

guarigione delle fratture sperimentalmente indotte [47].  L’espressione relativamente abbondante del gene 

COL2A1 nei campioni del gruppo test a 1 mese a portato ad ipotizzare la presenza di una popolazione 

cellulare con caratteristiche condroblastiche, dato che questo gene codifica per una forma di collagene 

fibrillare tipica della cartilagine [48] [49]. Considerando anche che la sovraespressione di RUNX2 che 

abbiamo osservato nel gruppo test è stata precedentemente associata allo sviluppo di condrociti ipertofici 

durante l’ossificazione encondrale [50] [51] e che l’aumento della GAPDH è stato correlato con uno shift 

metabolico indotto da ipossia durante la condrogenesi periostale e la formazione di osso encondrale [52], non 

possiamo escludere che nel nostro modello l’osteogenesi non sia avvenuta almeno in parte secondo questo 

meccanismo. Tuttavia, sono necessari ulteriori studi indirizzati in modo specifico ad approfondire questa 

ipotesi. I campioni del gruppo controllo hanno mostrato evidenza di una più lenta integrazione dell’innesto a 

1 mese, con NB e MAR significativamente inferiori rispetto al gruppo test ed elevata espressione di geni che 

contraddistinguono le fasi più precoci della guarigione delle fratture ossee e la deposizione di matrice 

connettivale fibrosa (i.e. COL1A2, FN) [53][54][55][56][57]. Le differenze morfometriche osservate ad 1 

mese tra test vs controllo non sono risultate presenti a 3 mesi di osservazione; non possiamo escludere che a 

questo time-point lo ST sia stato completamente metabolizzato e conseguentemente rimosso dall’area del 

difetto. Stando a questa ipotesi, si potrebbe supporre che il fisiologico processo di guarigione della sede di 

innesto abbia portato la neoformazione ossea nel gruppo controllo ai livelli di quella del gruppo test.  Alcune 

differenze tra test e controllo sono state rilevate quanto alla composizione dei tessuti neoformati: in 

particolare, i campioni del gruppo test hanno mostrato un progressivo incremento della densità capillare da 1 

a 3 mesi, dato che evidenzia un tessuto vitale in attivo rimaneggiamento. D’altra parte, i campioni del gruppo 

controllo hanno presentato una densità capillare pressochè invariata nel tempo, suggerendo la presenza di un 

tessuto più stabilizzato. Similmente, la diminuzione delle positività IHC per OSX/OC e di ALP osservata nei 

campioni del gruppo controllo da 1 a 3 mesi potrebbe indicare una progressiva riduzione dell’osteogenesi a 

favore di una stabilizzazione cicatriziale della ferita chirurgica.  

In conclusione, la somministrazione locale di ST ha migliorato la neoformazione ossea nella fase precoce di 

guarigione di difetti critici in calvaria di ratto. Stando ai nostri risultati, può anche essere ipotizzato un effetto 

più a lungo termine dello ST, che potrebbe mantenere attivo il rimodellamento tissutale, favorendo 

l’angiogenesi e riducendo la formazione di cicatrici. Ulteriori studi sono necessari per portare la 

somministrazione locale di androgeni nelle procedure cliniche di rigenerazione ossea.  
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