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 AEMPS: Agencia Española de Medicamentos y Productos Sanitarios 

 DMEM: siglas del inglés “Dulbecco’s modified Eagle medium”, medio de 

cultivo de Eagle modificado por Dulbecco 

 EGF: siglas del inglés “epidermal growth factor”, factor de crecimiento 

epidérmico 

 GMP: siglas en inglés de “good manufacturing practices”, normas de correcta 

fabricación 

 RAdytTA: Red Andaluza de diseño y traslación de Terapias Avanzadas 

 SBF: suero bovino fetal 

 UE: Unión Europea 

 UGRSKIN: modelo basado en biomateriales de fibrina-agarosa previamente 

generado en la Universidad de Granada y posteriormente transferido como 

medicamento de terapias avanzadas para su uso clínico 

 U.I.: unidades de intensidad 

 UPCIT HUVN Granada: Unidad de Producción Celular e Ingeniería Tisular del 

Hospital Universitario Virgen de las Nieves de Granada 
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Hasta el momento, se han descrito diferentes modelos de piel artificial humana 

generada mediante ingeniería tisular. Uno de estos modelos, el denominado 

UGRSKIN, está basado en biomateriales de fibrina-agarosa nanoestructurada, y 

contiene un sustituto dérmico con fibroblastos y un epitelio con queratinocitos de la 

propia piel. Aunque el modelo UGRSKIN demostró utilidad clínica potencial en 

pacientes afectos de graves quemaduras, las modificaciones histológicas, 

histoquímicas e inmunohistoquímicas que ocurren tras su implante clínico, aún no 

han podido caracterizarse.  

Por ello, en la presente Tesis Doctoral, se ha llevado a cabo un completo estudio 

histológico que incluye análisis estructurales, ultraestructurales e histofuncionales 

para caracterizar la piel artificial generada en laboratorio y mantenida en cultivo ex 

vivo y la piel implantada en pacientes durante 30, 60 y 90 días de evolución in vivo, 

comparándola con piel humana nativa utilizada como control.  

Los resultados muestran que la piel artificial mantenida en cultivo presenta escasos 

niveles de diferenciación. Una vez injertada en pacientes, la piel artificial muestra 

signos de biointegración desde el día 30, mostrando un epitelio proliferativo con 

abundantes signos de maduración y diferenciación, que expresa diferentes 

citoqueratinas, proteínas de unión intercelular, filagrina e involucrina. Asimismo, 

presenta algunos melanocitos y células de Langerhans, aunque en niveles inferiores 

a la piel control. Respecto a la unión dermo-epidérmica, la piel artificial carece de las 

crestas y papilas que confieren una morfología festoneada a la piel control, y muestra 

una membrana basal bien formada desde el día 30 de evolución. En cuanto a la 

dermis, los resultados confirman la adecuada biointegración de la piel artificial, 

aunque, en este caso, existe una interfase entre la dermis superficial y la dermis 

profunda que es claramente evidenciable en el día 30. Los estudios evolutivos 

demuestran la progresiva síntesis de fibras de colágeno, que se organizan 

progresivamente en los días 60 y 90, colágeno V, fibras elásticas, proteoglicanos y 

decorina, alcanzando los niveles del control al día 60 ó 90, sugiriendo que la 

maduración de la dermis podría requerir periodos más largos de tiempo que la 

epidermis. Estos resultados se confirmaron con estudios clasificatorios de tipo cluster 

que revelan la similitud de las muestras ex vivo con la piel injertada durante 30 días y 
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de la piel nativa control con la piel injertada durante 60 y 90 días de evolución in vivo. 

Por otro lado, se confirmó la presencia de numerosos vasos sanguíneos de pequeño 

calibre y de vasos sanguíneos con pared muscular, así como de vasos linfáticos, desde 

el día 30 de evolución. 

Estos resultados contribuyen a determinar los parámetros histológicos que se asocian 

al efecto terapéutico positivo y a la biocompatibilidad del modelo de piel artificial 

UGRSKIN injertado en pacientes grandes quemados y demuestran que la piel artificial 

es capaz de madurar y diferenciarse rápidamente, una vez implantada en pacientes. 
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1. La piel humana 

La piel humana constituye el órgano de mayor extensión del cuerpo, y su peso 

aproximado supone un 15% del peso total de un ser humano adulto (Leider M, 1949; 

Vig et al., 2017). Su función principal es proporcionar protección y actuar como 

barrera frente a agentes externos físicos, químicos y biológicos y ejerce un papel 

esencial en la termorregulación del organismo (Vig et al., 2017). 

Histológicamente, la piel se compone de tres capas principales (Kanitakis, 2002; Vig 

et al., 2017), que se muestran en la Figura 1: 

- La epidermis, que constituye la capa más externa de la piel. Debido a la presencia 

de un gran número de uniones intercelulares, la epidermis es la encargada 

principal de formar la barrera protectora de la piel, protegiendo al organismo 

frente a agentes externos físicos, químicos y biológicos, y evitando la pérdida de 

agua y electrolitos (Ross y Pawlina, 2007; Welsch, 2008). La epidermis está 

constituida, fundamentalmente, por células denominadas queratinocitos, 

aunque también existen, en menor cantidad, melanocitos, células de 

Langerhans, células de Merkel y otros tipos celulares (Gómez de Ferraris y 

Campos, 2019). 

Las células de la epidermis se organizan en los siguientes estratos (Urmacher, 

1990) (Figura 2): 

o Estrato basal, que contiene las células madre progenitoras del epitelio de la 

piel que presentan capacidad proliferativa y, mediante división asimétrica, 

dan lugar a los queratinocitos de los demás estratos. 

o Estrato espinoso, que está constituido por numerosas capas de 

queratinocitos unidos por abundantes uniones intercelulares que forman 

espinas entre las distintas células. 

o Estrato granuloso, en el que los queratinocitos muestran abundantes signos 

de diferenciación y presentan acúmulos de proteínas que forman gránulos 

de queratohialina. 
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o Estrato córneo, constituido por células que han perdido el núcleo celular y 

muestran morfología elongada, en forma de escama, y que tienden a 

descamarse en la superficie de la epidermis. 

La epidermis está separada de la siguiente capa, la dermis, por una delgada 

estructura denominada membrana basal. Esta membrana basal está constituida 

por una estructura electrodensa (la lámina densa), una estructura electrolúcida 

(la lámina lúcida) y una región fibrilar que contiene abundantes fibras de anclaje 

(la lámina reticular) (Yurchenco y O’Rear, 1994; Aumailley, 1995). Su función es 

fundamental para mantener la epidermis firmemente anclada a los tejidos 

subyacentes, y sus alteraciones se asocian a graves patologías en las que la 

epidermis tiende a desprenderse (Kowalewski et al., 2005; Woźniak y 

Kowalewski, 2005). 

 

- La dermis, que presenta mayor espesor que la epidermis y se encuentra separada 

de la epidermis por la membrana basal, formando entrantes y salientes de 

morfología festoneada denominados crestas y papilas, cuya función es aumentar 

la superficie de anclaje entre dermis y epidermis (Xiong et al., 2013; Shen et al., 

2023). La dermis está formada por tejido conectivo que posee una densa matriz 

extracelular, en la que se disponen abundantes células, especialmente, 

fibroblastos. Contiene abundantes vasos sanguíneos y linfáticos, y en ella 

encontramos algunos anexos de la piel como los folículos pilosos, glándulas 

sudoríparas y glándulas sebáceas (Ross y Pawlina, 2007). La presencia de gruesos 

haces de colágeno maduro, sintetizado por los fibroblastos, confiere resistencia 

mecánica a la dermis, mientras que las fibras elásticas son las encargadas 

fundamentales de la elasticidad y resiliencia de la dermis humana (Daly, 1982). 

 

- La hipodermis o tejido celular subcutáneo, que se compone, fundamentalmente, 

de tejido adiposo. Aporta a la piel aislamiento térmico y funciona como 

mecanismo de amortiguación de fuerzas mecánicas que pudieran afectar a la 

piel. Asimismo, juega un papel fundamental como almacén de energía (Ross and 

Pawlina, 2007). 
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Figura 1. Imagen histológica de la piel humana normal, en la que se muestra la epidermis, la 
dermis y la hipodermis, así como la morfología festoneada de la unión dermo-epidérmica. 
Tinción tricrómica de Masson. Escala: 100 µm. 

 

 

Figura 2. Estructura histológica de los distintos estratos de la epidermis humana. Modificado 
de Gómez de Ferraris y Campos (Gómez de Ferraris y Campos, 2019). 
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2. Las quemaduras de la piel y su tratamiento 

Las quemaduras profundas suponen un prevalente problema de salud pública de gran 

importancia por la frecuente necesidad de asistencia médica especializada (Rowan et 

al., 2015). De hecho, las quemaduras graves constituyen, junto a los accidentes de 

tráfico, las caídas y la violencia física, una de las principales emergencias sanitarias en 

los servicios de urgencia a nivel mundial (Greenhalgh, 2019). 

 

La etiología de las quemaduras es muy variada, e incluye diversos agentes tales como 

calor, electricidad, sustancias químicas o radiación (Hettiaratchy y Dziewulski, 2004). 

La quemadura se considera de mayor o menor gravedad en función de la extensión 

de la misma y la profundidad de la lesión, pero también del lugar en el que ésta se 

localiza, de la edad del paciente y de cualquier otra enfermedad sistémica subyacente 

que se pueda presentar (Burgess et al., 2022). 

 

En función de su profundidad, las quemaduras se pueden clasificar en cuatro grados 

(Palmieri y Greenhalgh, 2002; Markiewicz-Gospodarek et al., 2022; Warby y Maani, 

2023) (Figuras 3, 4 y 5). Las quemaduras de grado I se consideran como superficiales 

y autolimitadas, y únicamente provocan un enrojecimiento y eritema local. Las de 

grado II son quemaduras superficiales, pero generan la aparición de ampollas, 

pudiendo ser de II grado superficial o profundo. Las quemaduras de grado III son 

graves y profundas, y generan la destrucción de la dermis y la epidermis. Finalmente, 

las quemaduras de grado IV afectan no sólo a la piel, sino, además, al músculo, el 

hueso y a otros tejidos profundos, generando, en muchos casos, un estado de 

calcinación. 
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Figura 3. Clasificación de las quemaduras de la piel en función de la profundidad afectada 
por la misma. Modificado de Markiewicz-Gospodarek y cols. (Markiewicz-Gospodarek et al., 
2022). 

 

 

 

 

Figura 4. Ejemplos de quemaduras cutáneas de varios grados de profundidad. Modificado de 
Rangel-Olvera y cols. (Rangel-Olvera y Rosas-Romero, 2021). 
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CLASIFICACIÓN DE LAS QUEMADURAS

- Eritemas en la epidermis 
que conllevan 
enrojecimiento, leve dolor 
e hinchazón que remite de 
48 a 72h
- Tras 5-10 días la 
epidermis dañada se 
desprende
- No se se observa cicatriz 
visible tras este tipo de 
quemadura 

GRADO I O QUEMADURAS 
SUPERFICIALES

  GRADO II O QUEMADURA SUPERFICIAL DE ESPESOR PARCIAL 
      - Epidermis y capas superficiales de la dermis dañadas

Tipo II A. Quemadura de 
segundo grado superficial. 
- Epidermis y capas 
superficiales de la dermis 
degradadas
- Dolor y ampollas debido a 
la delaminación de la 
membrana basal de la 
epidermis. 
- La herida cicatriza tras 14 
a 21 días y no suele dejar 
cicatriz 

Tipo II B. Quemadura de segundo grado profundo. 
- tanto la dermis como la epidermis se degradan a 
diferentes profundidades
- No incluye parte de los islotes de la epidermis de las 
glándulas sudoríparas ni de los folículos pilosos.
- Piel enrojecida, húmeda y dolorosa
- Cicatrices que pueden quedar presentes y que 
tardan entre 21 y 35 días
- Se terminan formando ampollas que se encuentran 
llenas de líquido y que de forma general se terminan 
rompiendo
- Se hace necesario escisión quirúrgica de la zona 
quemada y trasplante de piel

  GRADO III. Quemaduras profundas de espesor total 
(subdérmicas superficiales) 

- Espesor completo degradado
- La piel está seca y dura
- La coloración de la piel es marrón, bronce o rojo
- Presenta ausencia de dolor
- Requiere tratamiento quirúrgico, trasplante o 
tratamiento reconstructivo

GRADO IV. Espesor completo, incluidos los tejidos más 
profundos (subdérmicas profundas) 

- Quemadura mixta
- Combina las características de quemaduras de segundo y 
tercer grado
- Han penetrado desde la epidermis hasta el tejido 
subcutáneo y en algunos casos pueden haberse visto 
afectado el músculo o los huesos dando lugar a necrosis 
local
- Se suelen tratar de forma conservadora y quirúrgica.

 

Figura 5. Características clínicas de los diferentes grados de quemaduras de la piel humana. 
Modificado de Markiewicz-Gospodarek y cols. (Markiewicz-Gospodarek et al., 2022). 

 

Cuando son suficientemente extensas, las quemaduras profundas de la piel generan 

una destrucción tisular masiva, que se asocia a dramáticos efectos fisiopatológicos 

en el paciente quemado. Junto al problema local, generado por la destrucción de las 

células madre queratinocíticas (Amini-Nik et al., 2018), la quemadura genera una 

respuesta inflamatoria grave y alargada en el tiempo que puede provocar 

importantes consecuencias sistémicas en el paciente, tales como daños a nivel 

cardiaco, pulmonar, renal y vascular (Burgess et al., 2022). En estos casos, el 

tratamiento convencional no suele ser suficiente, debido al estado crítico en el que 

se encuentra el paciente, siendo necesario tratar al paciente de forma integral en una 

unidad específica para quemados, denominada Unidad de Quemados Críticos. Según 

queda descrito en los Criterios acordados por el Consejo Interterritorial 

(https://www.sanidad.gob.es/profesionales/CentrosDeReferencia/docs/Fesp/Fesp1

.pdf), las unidades de quemados críticos se corresponden con unidades de alta 

especialización que se encuentran integradas en un centro hospitalario y que se están 
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dotadas de recursos tanto humanos  como materiales para la atención sanitaria de 

los pacientes. Son criterios de ingreso en una Unidad de Quemados Críticos:  

 Quemaduras de segundo o tercer grado > 20% de superficie total quemada a 

cualquier edad.  

 Quemaduras de segundo o tercer grado > 10% de superficie total quemada 

en menores de 10 años y mayores de 50.  

 Quemaduras químicas y eléctricas.  

 Quemaduras en zonas críticas. 

 Quemaduras con lesiones asociadas (inhalación de humos, traumatismos, 

etc.).  

 Quemaduras con riesgos asociados (antecedentes clínicos del paciente como 

diabetes, inmunodepresión, etc.). 

Se entiende como paciente gran quemado, aquél que presenta lesiones debidas a 

daño térmico que justifican, al menos, tres días de tratamiento de cuidados 

intensivos. En el año 2000, Gueugniaud y colaboradores describieron los criterios 

actualmente utilizados para clasificar al paciente gran quemado (Gueugniaud et al., 

2000). 

El tratamiento del gran quemado es muy complejo y supone un gran reto terapéutico 

(Palmieri y Greenhalgh, 2002; Greenhalgh, 2019; Markiewicz-Gospodarek et al., 

2022). En general, es fundamental mantener la homeostasis del paciente, evitando 

la pérdida de líquidos y electrolitos, así como la entrada de bacterias patógenas y 

otros microorganismos que pudiesen poner en riesgo la vida del paciente. El 

tratamiento debe ser multidisciplinar y debe enfocarse hacia lograr un pronto 

restablecimiento de la barrera protectora de la piel, controlando la pérdida de 

sangre, la inflamación y otros factores que pudiesen concurrir en el paciente (Fabia y 

Groner, 2009; Greenhalgh, 2019). Además, las quemaduras profundas pueden 

desembocar en la generación de diferentes patologías cutáneas, como las cicatrices 

hipertróficas o los queloides. Por ello, resulta de interés desarrollar nuevos productos 

que puedan así evitar la cicatrización fibróticas de las heridas cutáneas (Karppinen et 

al., 2019). 
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. En general, los pacientes ingresados en las unidades de quemados son tratados 

mediante técnicas de escarectomía y desbridamiento, cuyo objetivo es eliminar todo 

el tejido necrótico, seguidas de la cobertura de la zona cruenta con injertos de piel 

de espesor total o de espesor parcial tomadas del propio paciente (Coruh y Yontar, 

2012) de zonas de la piel no afectadas por la quemadura (Gacto-Sanchez, 2017; 

Warby y Maani, 2023). Sin embargo, aquellos pacientes en los que la quemadura 

supone un alto porcentaje de superficie corporal, así como ciertos pacientes 

especialmente vulnerables, no pueden ser tratados de forma totalmente eficaz 

mediante el uso de autoinjertos, siendo necesario buscar alternativas terapéuticas 

capaces de superar los resultados del tratamiento convencional (Pasierb et al., 2022). 

 

3. Las terapias avanzadas 

El reciente desarrollo de las terapias avanzadas ha supuesto una esperanza para un 

gran número de pacientes para los que, hoy en día, no existe una alternativa 

terapéutica realmente eficaz, tales como los grandes quemados (Reiss et al., 2011; 

Martin-Piedra et al., 2019). Estos productos, considerados mayoritariamente 

medicamentos en la Unión Europea (UE), suponen una nueva arma terapéutica de 

vanguardia que posibilita, por primera vez, el tratamiento regenerativo de patologías 

complejas que no disponen de tratamiento eficaz. Su desarrollo ha creado numerosas 

expectativas que han obligado a sociedades científicas (Ikonomou et al., 2023) y a las 

autoridades regulatorias de la Unión Europea a elaborar numerosas guías y páginas 

informativas relacionadas con la efectividad de estas terapias y sus posibles usos 

fraudulentos y efectos adversos (Figura 6). 
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Figura 6. Página informativa creada por la Agencia Europea del Medicamento (EMA) en 
relación con el uso de las nuevas terapias avanzadas (se muestra la página original en inglés 
publicada en https://www.ema.europa.eu/en/human-regulatory/overview/advanced-
therapy-medicinal-products-overview). 

 

Según la legislación actual, los medicamentos de terapias avanzadas comprenden los 

siguientes productos: 

- Medicamentos de terapia celular somática. 

- Medicamentos de terapia génica. 

- Productos de ingeniería tisular. 

- Medicamentos de terapia avanzada combinada. 

La regulación de este tipo de medicamentos es compleja. En el año 2001, la Directiva 

2001/83/CE ya definió lo que se entendía por terapia celular y terapia génica 

(Directiva 2001/83/CE del Parlamento Europeo y del Consejo, de 6 de noviembre de 

2001, por la que se establece un código comunitario sobre medicamentos para uso 

humano), mientras que el Reglamento 1394/2007 (Reglamento CE no 1394/2007 del 

Parlamento Europeo y del Consejo, de 13 de noviembre de 2007) incluyó en la 

definición de medicamento de terapias avanzadas a los productos de ingeniería 

tisular y a los medicamentos combinados de terapia avanzada. La enorme 

complejidad del marco normativo actual, así como las dificultades para fabricar este 

tipo de productos, hacen que sea realmente complejo desarrollar productos 

comerciales de terapias avanzadas (Cuende e Izeta, 2010), existiendo, en estos 
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momentos, muy pocos productos comercializados en Europa (Goula et al., 2020; Izeta 

y Cuende, 2023). 

Según queda descrito en la regulación específica de terapias avanzadas (Reglamento 

(CE) no 1394/2007 del Parlamento Europeo y del Consejo, de 13 de noviembre de 

2007), se considera producto de ingeniería tisular a aquél que cumple los siguientes 

requisitos: 

 Contiene o está formado por células o tejidos manipulados por ingeniería, y  

 Se alega que tiene propiedades, se emplea o se administra a las personas para 

regenerar, restaurar o reemplazar un tejido humano.  

Un producto de ingeniería tisular podrá contener células o tejidos de origen humano, 

animal, o ambos. Las células o tejidos podrán ser viables o no. Podrá también 

contener otras sustancias, como productos celulares, biomoléculas, biomateriales, 

sustancias químicas, soportes o matrices. 

Las células o tejidos se considerarán «manipulados por ingeniería» si cumplen al 

menos una de las condiciones siguientes: 

 Las células o tejidos han sido sometidos a manipulación sustancial, de modo 

que se logren las características biológicas, funciones fisiológicas o 

propiedades estructurales pertinentes para la regeneración, reparación o 

sustitución pretendidas. Las manipulaciones enumeradas en particular en el 

anexo I no se consideran sustanciales. 

 Las células o tejidos no están destinados a emplearse para la misma función 

o funciones esenciales en el receptor y en el donante. 

De acuerdo con el mencionado reglamento, los medicamentos de terapia avanzada, 

una vez que se ha demostrado su calidad, seguridad y eficacia, requieren una 

autorización de comercialización a nivel centralizado de la UE para ser accesibles a 

los pacientes. No obstante, existe una excepción a esta norma en el caso de 

medicamentos de terapias avanzadas fabricados ocasionalmente con el fin de 

cumplir una prescripción facultativa individual de un producto hecho a medida 

destinado a un solo paciente, denominada exención hospitalaria (Cuende et al., 2014, 

2022). Esta exención permite el uso de estos medicamentos con una autorización 
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nacional que, en nuestro país se rige por el Real Decreto 477/2014 que regula la 

autorización de uso hospitalario de medicamentos de terapia avanzada de 

fabricación no industrial (Ministerio de Sanidad, Servicios Sociales e Igualdad, 2014). 

Desde un punto de vista práctico, el desarrollo de la ingeniería tisular comienza, tras 

algunas experiencias preliminares, con la publicación de Langer y Vacanti en 1993 

(Langer R; Vacanti JP, 1993), en la que se describe la posibilidad de crear nuevos 

tejidos artificiales utilizando cultivos celulares y diversos tipos de biomateriales. A 

partir de entonces, esta disciplina ha experimentado un desarrollo exponencial, 

siendo numerosos los modelos de tejido artificial descritos hasta el momento para 

uso clínico, diagnóstico o de investigación (Berthiaume François, Maguire Timothy, 

2011; Santisteban-Espejo et al., 2018). En el caso de la piel humana, el desarrollo de 

sustitutos de piel artificial mediante ingeniería tisular supone una posibilidad 

prometedora en tratamiento regenerativo de pacientes grandes quemados (Oualla-

Bachiri et al., 2020; Yoon et al., 2020).  

Los productos de ingeniería tisular utilizados como sustitutos de la piel se obtienen, 

como norma general, a partir de células funcionales, biomateriales, que actúan como 

matriz o andamiaje, y de una serie de factores de crecimiento y del uso de métodos 

de biofabricación que permiten el desarrollo de modelos de piel artificial (Chaudhari 

et al., 2016). 

1. Células. Las células vivas suponen, probablemente, uno de los componentes más 

relevantes de los tejidos artificiales y los responsables fundamentales de su 

efecto terapéutico. En el caso de la piel, se pueden utilizar distintos tipos de 

células obtenidas de forma ortotípica, de la propia piel, o de forma heterotípica, 

de fuentes celulares alternativas como las células madre mesenquimales 

(Martin-Piedra et al., 2019; Garzon et al., 2020; Blanco-Elices et al., 2023). En la 

mayoría de los casos, sin embargo, los modelos utilizados clínicamente hasta el 

momento contienen únicamente células obtenidas de forma ortotípica (Meana 

et al., 1998; Llames et al., 2004; Ruiz-López et al., 2022). 

2. Biomateriales. Los biomateriales se utilizan, en combinación con las células, para 

generar sustitutos dérmicos, remedando, de esta forma, la típica estructura del 
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tejido conectivo compuesto por células y matriz extracelular (Ross y Pawlina, 

2007). Hasta ahora, se han descrito numerosos tipos de biomateriales de utilidad 

potencial en ingeniería tisular de la piel (Simmons et al., 2020; Safina et al., 2022), 

destacando especialmente, los hidrogeles y los polímeros altamente 

biocompatibles (da Silva et al., 2019).  

Uno de los hidrogeles que han mostrado resultados prometedores en ingeniería 

tisular es el biomaterial de fibrina-agarosa (Alaminos et al., 2006; Scionti et al., 

2014; Ionescu et al., 2020). Basado en una combinación de fibrina humana 

procedente de donantes (Llames et al., 2004) y agarosa purificada de algas 

marinas (Irastorza-Lorenzo et al., 2021), el biomaterial de fibrina-agarosa ha 

demostrado utilidad potencial para la generación de distintos tejidos mediante 

ingeniería tisular, incluyendo la córnea, que ha demostrado bioseguridad y 

biocompatibilidad no sólo a nivel preclínico (Alaminos et al., 2006; González-

Andrades et al., 2009; Ionescu et al., 2011; Blanco-Elices et al., 2023), sino 

también, en ensayos clínicos (González-Andrades et al., 2017; González-Gallardo 

et al., 2023), el nervio (Carriel et al., 2017c; Chato-Astrain et al., 2018), la mucosa 

oral (Garzon et al., 2009; Garzón et al., 2013; Blanco-Elices et al., 2021), el paladar 

(Fernández-Valadés-Gámez et al., 2016; Martín-Piedra et al., 2017), y otros tipos 

de tejidos humanos (Martin-Piedra et al., 2017; Zarrintaj et al., 2018; Carriel et 

al., 2019; Garzón et al., 2021).  

Por un lado, la fibrina es un biomaterial natural, fácil de obtener a partir del 

fibrinógeno de la sangre humana, que resulta altamente biocompatible en 

contacto con las células y los tejidos (Barsotti et al., 2011; De la Puente y Ludeña, 

2014). A nivel estructural, la fibrina es capaz de formar redes fibrilares 

tridimensionales compuestas por cadenas insolubles de fibrina entrelazadas 

entre sí por enlaces disulfuro (Noori et al., 2017). Este biomaterial ha sido 

utilizado para la generación de un gran número de tejidos artificiales 

potencialmente útiles, proporcionando una estructura parcialmente similar a la 

matriz extracelular de los tejidos conectivos, facilitando la adhesión, migración y 

diferenciación celular (De la Puente y Ludeña, 2014). Sin embargo, este 

biomaterial presenta pobres propiedades biomecánicas, lo cual limita su utilidad 
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potencial en ingeniería tisular comparado con otros polímeros como el agar o la 

poliacrilamida (Oyen, 2014). 

Por otro lado, la agarosa (Figura 7) es un biomaterial natural basado en largas 

cadenas de polisacáridos de D-galactosa y L-galactosa, con un gran número de 

grupos hidroxilo en su estructura (Graham et al., 2019). Los hidrogeles de 

agarosa tienen la propiedad de ser termorreversibles, lo cual facilita 

enormemente los procesos de biofabricación, y han mostrado alta 

biocompatibilidad tanto en presencia de células como una vez implantados en 

un organismo vivo (Irastorza-Lorenzo et al., 2021; Jiang et al., 2023). Su 

aplicación en ingeniería tisular ha permitido la fabricación de diferentes tejidos 

artificiales, tales como el cartílago (Salati et al., 2020), el nervio (Lewitus et al., 

2011) o la propia piel (Su et al., 2021). 

 

Figura 7. Biomaterial de agarosa al 1% generado sobre una placa de Petri para su 
utilización en ingeniería tisular. 

 

3. Factores de crecimiento. Junto a las células y los biomateriales, los factores de 

crecimiento constituyen componentes necesarios para inducir la proliferación y 

la diferenciación celular de los tejidos generados mediante ingeniería tisular 

(Langer R; Vacanti JP, 1993). En tres sus principales propiedades, estos factores 

son capaces de aumentar la viabilidad del producto, inducir la producción de 

componentes celulares y extracelulares y, en suma, aumentar la funcionalidad 

del mismo (Bakhshandeh et al., 2017). 
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4. Métodos de biofabricación. Por su parte, diferentes métodos de biofabricación 

han permitido mejorar los sistemas actualmente disponibles para la fabricación 

de piel artificial utilizando bioimpresión 3D, biorreactores y otros métodos de 

biofabricación avanzada (Gao et al., 2021, 3; Hosseini y Shafiee, 2021; Hosseini 

et al., 2022). Uno de los métodos de biofabricación que ha demostrado utilidad 

potencial para incrementar las propiedades de los hidrogeles utilizados en 

ingeniería tisular de la piel es la nanoestructuración (Figura 8). Basada en 

métodos de compresión plástica previamente descritos por Brown y cols. 

(Mudera et al., 2007; Brown, 2013; Cheema y Brown, 2013), la 

nanoestructuración combina la aplicación de fuerzas de presión con una 

deshidratación controlada del material, consiguiendo, de este modo, un 

producto significativamente más elástico y resistente, con menor cantidad de 

agua, capaz de reproducir las propiedades biomecánicas del tejido nativo 

(Ionescu et al., 2011, 2020; Scionti et al., 2014; Chato-Astrain et al., 2018, 2018). 

 

Figura 8. Aspecto macroscópico de un tejido artificial nanoestructurado sobre una 
membrana porosa de nylon circular. El tejido nanoestructurado ha perdido gran 
cantidad de agua y muestra una apariencia y consistencia similar a una membrana, 
posibilitando su manejo con pinzas quirúrgicas. 

 

En los últimos años, se han desarrollado ciertos sustitutos de la piel humana que han 

mostrado resultados prometedores en el tratamiento de distintos tipos de defectos 

cutáneos, aunque son muy pocos los que han logrado llegar a la clínica (Nyame et al., 

2015). Algunos de estos sustitutos demostraron utilidad en pacientes con graves 

alteraciones de la piel, contribuyendo a regenerar la piel tratada, acortando el tiempo 

de cicatrización (De Francesco et al., 2020) y mejorando la situación del paciente 



Página 28 de 136 
 

(Cottone et al., 2021). En nuestro país destacan los resultados obtenidos en grandes 

quemados tratados con un modelo pionero de piel humana artificial autóloga basada 

en hidrogeles de plasma humano diseñado por el Dr. Meana y cols. (Meana et al., 

1998; Llames et al., 2004; Gómez et al., 2011). 

Uno de los sustitutos de piel humana que ha logrado resultados satisfactorios es el 

modelo de fibrina-agarosa nanoestructurada diseñado en la Universidad de Granada 

denominado modelo UGRSKIN (Ruiz-López et al., 2022). Este modelo ortotípico de 

piel está constituido por un sustituto de la dermis fabricado a partir de fibroblastos 

de la piel inmersos en biomateriales de fibrina-agarosa nanoestructurados, y un 

sustituto de la epidermis, generado en la superficie de este sustituto dérmico 

utilizando queratinocitos de la piel (Carriel et al., 2012). Para evaluar su utilidad 

potencial, el modelo UGRSKIN fue sometido a varios controles de calidad preclínicos, 

tal como establece la Agencia Española de Medicamentos y Productos Sanitarios 

(AEMPS) para los productos de terapias avanzadas (Rico-Sánchez et al., 2019). Estos 

controles de calidad preclínicos demostraron lo siguiente: 

1. A nivel físico, el producto UGRSKIN mantenido en cultivo ex vivo presentaba 

adecuadas propiedades biomecánicas adecuadas (fundamentalmente, módulo 

elástico y módulo viscoso), y que este sustituto, a pesar de no contar con una 

abundante población de melanocitos mientras se mantuvo en cultivo ex vivo, 

presentaba un adecuado comportamiento óptico, siendo capaz de absorber la luz 

ultravioleta incidente (Ionescu et al., 2020; Ruiz-López et al., 2022). Estos 

resultados sugieren que el modelo UGRSKIN podría comportarse, desde el punto 

de vista físico, de manera similar a los controles de piel nativa una vez implantado 

in vivo. 

2. A nivel histológico, el modelo de piel artificial mantenido ex vivo reveló un proceso 

de maduración secuencial dependiente del tiempo en cultivo (Carriel et al., 2012). 

Mientras los tejidos artificiales presentaron un epitelio pobremente diferenciado 

durante la primera semana de evolución, el tiempo de cultivo contribuyó a 

aumentar el número de estratos y el nivel de diferenciación de sus células, 

logrando encontrar descamación de los estratos más superficiales tras la 

utilización de sistemas de cultivo aire-líquido (Viñuela-Prieto et al., 2015; Li et al., 
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2020) (Figuras 9 y 10). Cuando se analizó la expresión de marcadores y 

componentes de la piel nativa, se encontró que el modelo UGRSKIN expresaba 

bajos niveles de citoqueratinas y otros componentes de la epidermis, así como de 

colágeno, proteoglicanos y otros componentes de la dermis, aunque el tiempo de 

cultivo logró aumentar parcialmente la presencia de estos componentes (Carriel 

et al., 2012). 

 

Figura 9. Análisis histológico de la piel humana control y del modelo UGRSKIN generado en 
laboratorio y mantenido en cultivo durante 28 días en el que se aprecia el desarrollo 
progresivo de la capa epitelial con el tiempo de cultivo. Tinción de hematoxilina-eosina. 
Modificado de Carriel y cols. (Carriel et al., 2012). 

 

 

Figura 10. Principales hallazgos histológicos encontrados en el epitelio del modelo UGRSKIN 
mantenido en cultivo durante 28 días. 

 

PRIMERA 
SEMANA

•presencia de epitelio con bajo 
número de estratos en superficie 
de la matriz

SEGUNDA 
SEMANA

•2-3 estratos de células 
epiteliales en la superficie 
de la matriz

TERCERA 
SEMANA

•mayores signos de 
diferenciación en las células 
epiteliales tras la exposición del 
epitelio al aire

CUARTA 
SEMANA

•signos evidentes de 
descamación en su estrato 
más superficial

•epidermis con 8-10 capas
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3. El implante del modelo UGRSKIN en animales de experimentación (ratones 

atímicos inmunodeficientes) demostró que el modelo era seguro y mostraba 

indicios de funcionalidad in vivo (Figura 11). Una vez implantado in vivo, la piel 

artificial mostró precozmente signos de diferenciación compatibles con una piel 

similar a la piel humana nativa, aunque sin la presencia de anejos (glándulas y 

folículos) ni patrones de diferenciación dermo-epidérmica del tipo crestas y 

papilas (Figura 12). Cuando se evaluaron determinados componentes de la piel 

humana, se encontró que el implante in vivo se asoció a un incremento 

significativo de componentes fibrilares y no fibrilares de la matriz extracelular de 

la dermis, confirmando la idea de que el ambiente in vivo es capaz de aportar los 

factores necesarios para la diferenciación terminal de los tejidos artificiales 

generados en laboratorio (Garzón et al., 2009, 2020; Chato-Astrain et al., 2018). 

 

 

Figura 11. Animal de laboratorio (ratón atímico inmunodeficiente) en el que se implantó un 
fragmento de tejido humano artificial de fibrina-agarosa nanoestructurada generada 
mediante ingeniería tisular. La incapacidad del sistema inmune de rechazar los xenoinjertos 
que se implantan en estos animales posibilita la generación de individuos quiméricos que 
portan tejidos de naturaleza humana. 
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Figura 12. Análisis histológico del modelo UGRSKIN implantado en animales de laboratorio, 
en el que se aprecia un rápido proceso de diferenciación de la capa epitelial. Tinción de 
hematoxilina-eosina. Modificado de Carriel y cols. (Carriel et al., 2012). 

 

Una vez superados los controles de calidad necesarios para su caracterización 

preclínica, y tras demostrar bioseguridad y utilidad potencial a nivel preclínico del 

modelo de piel UGRSKIN, acorde a lo establecido por la Agencia Española de 

Medicamentos y Productos Sanitarios (AEMPS) (Rico-Sánchez et al., 2019), se 

procedió a su transferencia clínica como medicamento de terapias avanzadas. Para 

ello, en primer lugar, se validó la fabricación del modelo de piel UGRSKIN de acuerdo 

con las normas de correcta fabricación de medicamentos o GMP (del inglés Good 

Manufacturing Practice) en un laboratorio farmacéutico perteneciente al Servicio 

Andaluz de Salud autorizado por la AEMPS. Tras ello, se generó el producto en una 

sala GMP como para uso clínico, cumpliendo todos los estándares de calidad 

requeridos para el uso clínico de estos productos, tal como se hizo previamente con 

otros modelos de tejidos artificiales basados en biomateriales de fibrina-agarosa 

nanoestructurados (Rico-Sánchez et al., 2019; González-Gallardo et al., 2023). Para 

su aplicación clínica, se obtuvo autorización individual de la AEMPS para su aplicación 

a pacientes grandes quemados vía uso compasivo (Egea-Guerrero et al., 2019).  
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Los resultados preliminares del uso clínico del producto en un total de 12 pacientes 

grandes quemados mostraron una tasa de supervivencia del 75%, dado que tres 

pacientes fallecieron debido fundamentalmente a infecciones y complicaciones 

sistémicas derivadas del grave estado general en el que se encontraban (Egea-

Guerrero et al., 2019). Aunque estos resultados preliminares resultaron muy 

alentadores, los mecanismos histológicos e histofisiológicos que se asocian al efecto 

terapéutico del modelo UGRSKIN aún no han sido determinados. Por ello, se hace 

necesaria la realización de un análisis histológico, histoquímico e 

inmunohistoquímico completo de los procesos implicados en la regeneración y 

biointegración del modelo una vez implantado en pacientes. La realización de este 

tipo de estudios podría contribuir no sólo a entender mejor los mecanismos 

implicados en el efecto terapéutico del producto UGRSKIN de acuerdo a las 

directrices de las autoridades reguladoras (Hartmann-Fritsch et al., 2016), sino, 

además, a establecer acciones de mejora conducentes a perfeccionar el modelo para 

lograr un producto más seguro y más útil en la clínica humana. 
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La generación de tejidos artificiales mediante ingeniería tisular ha experimentado un 

avance considerable en los últimos años, permitiendo la fabricación de diversos 

modelos de piel humana artificial capaces de reproducir parcialmente la estructura 

de la piel humana nativa. A este respecto, el modelo de piel artificial UGRSKIN, 

desarrollado en la Universidad de Granada, ha demostrado previamente su utilidad 

clínica en el tratamiento de pacientes afectos de graves quemaduras tratados en una 

Unidad de Quemados.  

Aunque los patrones de diferenciación histológica que tienen lugar en la piel injertada 

en estos pacientes aún no han sido determinados, nuestra hipótesis de trabajo es que 

la piel artificial implantada in vivo es capaz de integrarse adecuadamente en el tejido 

receptor, mostrando niveles adecuados de maduración y diferenciación, 

equiparándose finalmente a la piel humana nativa. En concreto, podemos hipotetizar 

que: 

1. La piel artificial generada en laboratorio y mantenida ex vivo podría reproducir 

la estructura de la piel humana, aunque con menores niveles de diferenciación. 

2. La piel artificial humana podría integrarse adecuadamente en el paciente, sin 

inducir la generación de patologías detectables a nivel histológico. 

3. El implante en pacientes afectos de graves quemaduras podría inducir la 

diferenciación del epitelio de los sustitutos de piel, generándose un epitelio 

biomimético respecto a la piel nativa. 

4. La membrana basal del sustituto de piel implantado en pacientes podría 

diferenciarse de forma adecuada, alcanzando niveles similares a los de la piel 

nativa. 

5. La dermis del sustituto de piel implantado en pacientes podría mostrar signos de 

diferenciación y maduración, integrándose de forma adecuada en el tejido 

receptor y mostrando una red vascular que permita el correcto funcionamiento 

in vivo de este sustituto. 
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Objetivo principal: analizar las características histológicas de un modelo de piel 

artificial basado en biomateriales de fibrina-agarosa nanoestructurada implantado 

en pacientes afectos de graves quemaduras cutáneas. 

 

Objetivos específicos: 

- Analizar histológicamente la piel artificial de fibrina‐agarosa 

nanoestructurada para determinar patrones de diferenciación epidérmica 

antes y después de su implante en pacientes grandes quemados. 

- Analizar histológicamente la piel artificial de fibrina‐agarosa 

nanoestructurada para determinar patrones de diferenciación de la 

membrana basal antes y después de su implante en pacientes grandes 

quemados. 

- Analizar histológicamente la piel artificial de fibrina‐agarosa 

nanoestructurada para determinar patrones de diferenciación dérmica antes 

y después de su implante en pacientes grandes quemados. 

- Analizar histológicamente la piel artificial de fibrina‐agarosa 

nanoestructurada para determinar la presencia de vasos sanguíneos y 

linfáticos antes y después de su implante en pacientes grandes quemados. 
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1. Generación de sustitutos de la piel humana UGRSKIN mediante ingeniería tisular 

1.1. Generación de cultivos primarios de células de la piel 

Para generar los sustitutos UGRSKIN de piel humana artificial, se aplicaron métodos 

de ingeniería tisular previamente desarrollados y optimizados por el Grupo de 

Ingeniería Tisular de la Universidad de Granada (Carriel et al., 2012; Garzón et al., 

2013; Martin-Piedra et al., 2019; Ionescu et al., 2020; Ruiz-López et al., 2022) y 

posteriormente trasladados y adaptados a condiciones GMP en la Unidad de 

Producción Celular e Ingeniería Tisular del Hospital Universitario Virgen de las Nieves 

de Granada. Para ello, en primer lugar, y previa firma de consentimiento informado, 

se obtuvieron biopsias de 6-9 cm2 de piel sana obtenida a partir de técnica aséptica 

de grandes quemados ingresados en la Unidad de Quemados del Hospital 

Universitario Virgen del Rocío de Sevilla (12 pacientes en total), las cuales se 

introdujeron en un contenedor con solución de transporte estéril compuesta por 500 

ml de DMEM sin rojo fenol suplementado con gentamicina 160 µg/ml, vancomicina  

100 µg/ml, cefotaxima 100 µg/ml y anfotericina B 1,25 µg/ml, y se enviaron 

rápidamente a la Unidad de Producción Celular e Ingeniería Tisular del Hospital 

Universitario Virgen de las Nieves de Granada, vinculado al Instituto de Investigación 

Biosanitaria ibs.GRANADA, donde se cuenta con un laboratorio farmacéutico que 

cumple normas GMP (denominado laboratorio GMP) autorizado por la AEMPS y 

coordinado por la Red Andaluza de diseño y traslación de Terapias Avanzadas 

(RAdytTA). 

Una vez recibidas en el laboratorio GMP, las muestras se lavaron utilizando una 

solución de lavado preparada previamente compuesta de tampón fosfato (PBS) 

suplementado con 96 µg/ml de gentamicina, 100 µg/ml de vancomicina, 100 µg/ml 

de cefotaxima y 1,25 µg/ml de anfotericina B. Posteriormente, las muestras fueron 

procesadas en condiciones GMP para generar cultivos primarios de fibroblastos y 

queratinocitos utilizando métodos de digestión enzimática previamente descritos 

utilizando tripsina y colagenasa (Carriel et al., 2012; Martin-Piedra et al., 2019). Una 

vez aislados, cada tipo celular se cultivó utilizando medios específicos. En concreto, 

los fibroblastos dérmicos se cultivaron en medio de fibroblastos, compuesto por 
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medio de cultivo de Eagle modificado por Dulbecco (DMEM) sin rojo fenol, 

suplementado con un 10% de suero bovino fetal (SBF) con un 2% de glutamina y 96 

µg/ml de gentamicina (Normon). A su vez, las células epiteliales se cultivaron en 

medio de queratinocitos, compuesto por tres partes de medio DMEM y una parte de 

medio Ham-F12, suplementado con un 10% de SBF, 96 µg/ml de gentamicina, 2mM 

de glutamina, 24 µg/ml de adenina, 0,4 mg/ml de hidrocortisona, 5 mg/ml de 

insulina, 10 ng/ml de factor de crecimiento epidérmico (EGF), 1,4 ng/ml de 

triyodotironina y 1,25 µg/ml de Anfotericina B (todo ello, de Merck/Sigma-Aldrich, a 

excepción de la gentamicina, que es de Normon). Para favorecer su crecimiento, las 

células epiteliales se sembraron sobre una capa de células alimentadoras (feeders) 

de origen murino o humano, en función de la superficie a tratar. En todos los casos, 

las células se mantuvieron en un incubador celular a 37ºC con un 5% de CO2, 

utilizando protocolos de cultivo estándar. Estos medios de cultivo se renovaron cada 

2-3 días, y las células se subcultivaron cuando alcanzaron subconfluencia utilizando 

una mezcla comercial de TryplE™ -Select 1X (Life Technologies). 

 

1.2. Fabricación de sustitutos de piel humana mediante ingeniería tisular 

Una vez obtenidos los cultivos celulares, se procedió a generar sustitutos de piel 

humana utilizando biomateriales de fibrina-agarosa. Para ello, en primer lugar, se 

fabricaron sustitutos de la dermis humana con fibroblastos en su interior, 

procediéndose posteriormente a generar una capa de epitelio formado por 

queratinocitos en su superficie. Para el sustituto dérmico, se utilizó plasma humano 

procedente de donantes de sangre (como fuente de fibrina) y agarosa tipo VII 

comercial (Merck/Sigma-Aldrich) a una concentración final del 0,1%. Cada lámina de 

piel artificial tenía un volumen final de 50 ml y estaba compuesta de 41,6 ml de 

plasma humano, al que se añadió una suspensión de 1 a 1,5 x 106 fibroblastos en 3,35 

ml de medio de cultivo procedentes de los cultivos primarios previamente generados 

y 0,83 ml de ácido tranexámico (Amchafibrin®, RottaPharm), para evitar la fibrinolisis. 

Tras mezclar cuidadosamente, se añadieron 2,5 ml de una solución de agarosa tipo 

VII (Merck/Sigma-Aldrich) al 2% previamente calentada hasta fusión, seguido de 1 ml 

de una solución de CaCl2 al 10% (Braun). Esta mezcla se homogeneizó mediante 
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agitación rápida y se alicuotó inmediatamente en placas de cultivo cuadradas de 144 

cm2 de superficie (Greiner Bio-One), que se incubaron a 37ºC en un incubador celular 

para favorecer la gelificación del biomaterial. Tras 24 horas, se procedió a incorporar 

los queratinocitos procedentes de los cultivos primarios en la superficie de estos 

sustitutos dérmicos a una densidad de 10.000 a 20.000 queratinocitos por cm2 de 

superficie. Estos sustitutos de piel humana se mantuvieron en un incubador a 37ºC 

con un 5% de CO2, renovándose el medio de cultivo cada 2-3 días. 

 

1.3. Nanoestructuración 

Una vez generados los sustitutos de piel artificial humana mediante ingeniería tisular, 

alrededor de 4-5 semanas después de obtener las biopsias, se aplicaron métodos de 

nanoestructuración basados en compresión plástica y deshidratación del tejido 

artificial, siguiendo protocolos previamente optimizados por el grupo de 

investigación (Ionescu et al., 2011; Carriel et al., 2017c; Chato-Astrain et al., 2018). 

Para ello, se extrajo cuidadosamente el sustituto de piel de la placa de cultivo, y se 

depositó, con el epitelio hacia arriba, sobre un filtro poroso de nylon (que permitía el 

paso de agua, pero no de células ni fibras del biomaterial) colocado sobre varias capas 

de papel absorbente estéril. Sobre la superficie, se colocó una malla quirúrgica (para 

proteger al epitelio), seguida de dos filtros porosos de nylon y varias capas de papel 

absorbente estéril. Tras ello, se aplicó un peso constante de alrededor de 300 g sobre 

la superficie, dejando actuar al sistema durante 2 minutos. Una vez transcurrido el 

tiempo, se desmontó el sistema y, con la ayuda de unas pinzas estériles, se recuperó 

la piel artificial que había perdido gran parte de su volumen debido a la pérdida de 

agua. Este proceso se repitió para el resto de láminas requeridas para el tratamiento 

del paciente. Los tejidos, correspondiente al modelo UGRSKIN, generados como 

producto de terapias avanzadas en el laboratorio GMP de la UPCIT HUVN Granada y 

que contaba con autorización previa como uso compasivo por la AEMPS, se 

envasaron en un contendor estéril que contenía lactato de Ringer (Fresenius Kabi 

España S.A.) y se liberó, transportándose de forma urgente a la Unidad de Quemados 

para su uso clínico (Egea-Guerrero et al., 2019). 
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Figura 13. Aspecto macroscópico de láminas de piel artificial UGRSKIN generadas mediante 
ingeniería tisular como productos de terapias avanzadas en la UPCIT del HUVN de Granada y 
enviadas a la Unidad de Quemados del HUVR para su uso autólogo en pacientes afectos de 
graves quemaduras cutáneas. 

 

2. Implante clínico en pacientes afectos de graves quemaduras 

Una vez transportados los sustitutos UGRSKIN desde la UPCIT del HUVN hasta la 

Unidad de Quemados del HUVR, se procedió a su implante autólogo en los mismos 

pacientes de los que procedían las biopsias de piel utilizadas para la generación de 

cultivos primarios. El implante de estos tejidos artificiales se realizó, con la 

aprobación de la AEMPS caso a caso, como uso compasivo a la espera de obtener la 

autorización de uso hospitalario (Cuende et al., 2014, 2022) solicitada de acuerdo con 

el Real Decreto 477/2014 que regula la autorización de medicamentos de terapia 

avanzada de fabricación no industrial (Ministerio de Sanidad, Servicios Sociales e 

Igualdad, 2014). 

Hasta el momento del implante, todos los pacientes fueron sometidos a 

desbridamiento y limpieza de sus quemaduras, siguiendo protocolos establecidos en 

la Unidad de Quemados para este tipo de pacientes. Para prevenir la infección, se 

utilizaron pomadas y ungüentos específicos para el tratamiento de grandes 

quemados, así como curas oclusivas, que se iban renovando periódicamente. Una vez 

recibido el sustituto de piel en la Unidad de Quemados del HUVR, se procedió a la 

preparación del lecho quirúrgico de las quemaduras, eliminando tejidos necróticos 

hasta obtener un lecho que mostrara signos de vitalidad o tejido de granulación. 

Finalmente, se cubrió toda la superficie cruenta con tejido artificial, fijándose cada 

lámina de piel artificial autóloga con grapas quirúrgicas, aplicándose apósitos 

quirúrgicos no adherentes sobre toda la superficie tratada (Figura 14). 
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Figura 14. Implante de la piel artificial UGRSKIN en un paciente afecto de graves 

quemaduras cutáneas. Cada lámina de piel artificial se implantó, de forma autóloga, 

utilizando grapas quirúrgicas, tras preparar cuidadosamente el lecho quirúrgico. A la 

izquierda, se muestra una lámina de piel artificial en el momento de su implante. A la 

derecha, el aspecto final de la zona tratada. 

 

3. Muestras analizadas en la presente Tesis Doctoral 

Para evaluar los posibles cambios histológicos que tienen lugar en la piel artificial 

implantada en pacientes, y determinar su grado de biomimetismo respecto a la piel 

humana nativa normal, se obtuvieron diferentes muestras biológicas que se resumen 

en la Tabla 1. 

En primer lugar, se obtuvieron muestras de la piel artificial humana UGRSKIN 

generada mediante ingeniería tisular siguiendo los protocolos descritos más arriba y 

mantenida en cultivo. Estas muestras se consideraron como muestras ex vivo. 

En segundo lugar, se tomaron diferentes biopsias procedentes de la zona del 

implante de piel artificial en los pacientes incluidos en el estudio. En cada paciente, y 

para evaluar la evolución de la piel artificial implantada, se tomaron biopsias de la 

zona tratada, tras un periodo de seguimiento de 30, 60 y 90 días tras el implante, 

catalogadas como muestras in vivo de 30, 60 y 90 días de evolución. Estas biopsias se 

tomaron, bajo anestesia local, utilizando un bisturí circular o punch dermatológico de 

5 mm de diámetro. 

Finalmente, se recogieron muestras de piel humana nativa normal procedentes de 

pequeños fragmentos de piel sana, que se utilizaron como base para los estudios 

histológicos, histoquímicos e inmunohistoquímicos realizados en la presente Tesis 

Doctoral. Estas muestras se catalogaron como controles. 
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Muestra Origen 

Ex vivo 
Modelo UGRSKIN generado como producto de terapias avanzadas y mantenido en 
cultivo 

In vivo 30 días Biopsia de pacientes tras 30 días del implante del modelo UGRSKIN 

In vivo 60 días Biopsia de pacientes tras 60 días del implante del modelo UGRSKIN 

In vivo 90 días Biopsia de pacientes tras 90 días del implante del modelo UGRSKIN 

Control Piel humana nativa sana 

 

Tabla 1. Muestras histológicas analizadas en la presente Tesis Doctoral. 

 

Una vez obtenidas, las muestras se dividieron cuidadosamente en dos fragmentos de 

espesor completo. El primero de ellos, de mayor tamaño, se fijó en formalina 

tamponada al 10% en frío. El segundo de ellos, de tamaño menor, se fijó en 

glutaraldehído al 2,5% en cacodilato en frío. Ambos tipos de muestras se enviaron de 

forma inmediata al laboratorio de Histología de la Facultad de Medicina de la 

Universidad de Granada para su procesamiento y análisis. 

 

4. Análisis ultraestructurales mediante microscopía electrónica de transmisión 

 

Para determinar parámetros de diferenciación ultraestructurales, las muestras 

fijadas en glutaraldehído al 2,5% se lavaron varias veces con tampón cacodilato frío. 

Tras ello, se postfijaron con tetróxido de osmio al 1%, se deshidrataron 

progresivamente con acetona al 30, 50, 70, 95 y 100% y se incluyeron en resina de 

Spurr para microscopía electrónica (PanReac Química). A continuación, se obtuvieron 

secciones ultrafinas utilizando un ultramicrotomo, las cuales se montaron sobre 

rejillas y se contrastaron con acetato de uranilo acuoso y citrato de plomo. 

Finalmente, las muestras se examinaron en un microscopio Carl Zeiss EM902 (Medi-

tec) localizado en el Centro de Instrumentación Científica de la Universidad de 

Granada (Vela-Romera et al., 2019). 

En todas las muestras, se determinaron patrones de diferenciación a nivel de la 

epidermis (ultraestructura de las células, uniones intercelulares, componentes 
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intercelulares, etc.), membrana basal (presencia de lámina densa, lámina lúcida y 

lámina reticular) y dermis (ultraestructura de las fibras, tipos de células, etc.). 

 

5. Análisis histológicos mediante tinción de hematoxilina-eosina 

 

Para los estudios histológicos mediante microscopía óptica, las muestras fijadas 

durante 24 horas en formalina se lavaron en PBS y se incluyeron en parafina, 

siguiendo protocolos estándar de procesamiento histológico (Garzón et al., 2021; 

Sánchez-Porras et al., 2023). En primer lugar, las muestras se deshidrataron en 

concentraciones crecientes de etanol (50, 70, 95 y 100%), se aclararon en xileno y se 

impregnaron en parafina (todos estos componentes se obtuvieron de PanReac 

Química). Tras ello, se obtuvieron secciones histológicas de 4 µm de grosor utilizando 

un microtomo, las cuales se montaron en portaobjetos, se desparafinaron en xileno, 

se deshidrataron en concentraciones decrecientes de etanol y se rehidrataron en 

agua destilada para su posterior procesamiento.  

Para determinar parámetros histológicos generales se utilizó la tinción de 

hematoxilina-eosina. Para ello, las muestras rehidratadas se incubaron en 

hematoxilina durante 3 minutos, se lavaron en agua corriente para fijar la tinción 

durante 5 minutos y se tiñeron posteriormente con eosina durante 1 minuto. Tras 

ello, se deshidrataron las muestras en concentraciones crecientes de etanol, se 

aclararon con xileno y se montaron con cubreobjetos utilizando bálsamo de Canadá 

(PanReac Química). En cada muestra, se determinó la estructura general, la 

histomorfología del epitelio y de la dermis y la posible presencia de alteraciones 

histológicas evidenciables. 
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6. Análisis histoquímicos 

 

Con el objetivo de identificar componentes específicos de la membrana basal y la 

dermis de cada tipo de muestra, se emplearon métodos histoquímicos específicos 

para cada componente previamente descritos y optimizados por el Grupo de 

Ingeniería Tisular para su aplicación a tejidos artificiales (Oliveira et al., 2013; Alfonso-

Rodríguez et al., 2014; Carriel et al., 2014; Martin-Piedra et al., 2017; Díaz-Moreno et 

al., 2018; Vela-Romera et al., 2019). Estos métodos se aplicaron sobre secciones 

tisulares desparafinadas y rehidratadas siguiendo los protocolos descritos en el punto 

anterior. Todos los productos aquí descritos se obtuvieron de PanReac Química. 

 Para la identificación de fibras de colágeno en la dermis de los diferentes tejidos 

artificiales se utilizó la técnica de rojo picrosirius. Para ello, las muestras 

rehidratadas se incubaron durante 30 minutos en una solución de Sirius Red F3B, 

se lavaron brevemente, y se contrastaron brevemente con hematoxilina de Harris, 

lavándose en abundante agua para retirar los restos de colorante. 

 Para teñir específicamente las fibras elásticas se aplicó la técnica histoquímica de 

Verhoeff. En este caso, las preparaciones se incubaron durante 10 minutos en la 

solución de Verhoeff, diferenciándose posteriormente en una solución de cloruro 

férrico al 2% durante 15 segundos. 

 La identificación de glicoproteínas de la matriz extracelular se llevó a cabo 

mediante la tinción con ácido periódico de Schiff (PAS). Para ello, las preparaciones 

rehidratadas se sumergieron durante 10 minutos en una solución de ácido 

periódico al 0,5%. Tras ello, se incubaron en reactivo de Schiff durante 15 minutos 

en oscuridad. Finalmente, se utilizó hematoxilina de Harris durante 15 segundos 

para contrastar brevemente la muestra.  

 Para teñir los proteoglicanos de la matriz extracelular se utilizó la técnica 

histoquímica del azul alcián. En este caso, las muestras rehidratadas se incubaron 

en solución de azul alcián (pH 2,5) durante 30 minutos, contrastándose 

posteriormente de firma breve con nuclear fast red. 

En todos los casos, las preparaciones se deshidrataron mediante inmersión en 

concentraciones crecientes de etanol, se aclararon en xileno y se montaron con 

cubreobjetos utilizando bálsamo de Canadá. Para su evaluación, las muestras se 
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escanearon utilizando un escáner de preparaciones histológicas Pannoramic Desk 

DW II (3DHISTECH) o se fotografiaron en un microscopio óptico Nikon Eclipse 90i 

(Nikon Corp.). En el caso de las muestras teñidas mediante rojo picrosirius, se 

tomaron imágenes utilizando tanto luz no polarizada como luz polarizada (para 

identificar el grado de organización y maduración de las fibras de colágeno). Todas 

las imágenes se tomaron al mismo tiempo, utilizando las mismas condiciones de 

iluminación, balance de blancos y exposición, para posibilitar los estudios 

cuantitativos. 

 

7. Análisis inmunohistoquímicos e inmunofluorescentes 

 

Para la identificación específica de componentes celulares y extracelulares mediante 

inmunohistoquímica, las secciones tisulares fueron desparafinadas y rehidratadas 

como se describió más arriba. Posteriormente, se realizó un tratamiento con tampón 

citrato (pH 6,0) a 95ºC para recuperación antigénica, seguida de prehibridación con 

suero de caballo durante 1 h. Tras ello, se aplicó una solución que contenía un 

anticuerpo primario, incubándose toda la noche en frío. Los anticuerpos y las 

condiciones específicas utilizados en esta Tesis Doctoral se resumen en la Tabla 2. 

Una vez transcurrido el tiempo de incubación, se lavaron las muestras varias veces 

en PBS y se incubaron con un anticuerpo secundario conjugado con peroxidasa 

durante 1 h a temperatura ambiente utilizando el sistema comercial ImmPRESS® HRP 

IgG, se lavaron varias veces en PBS y la señal se reveló utilizando una solución 

comercial de diaminobencidina, que se paró mediante inmersión en agua destilada 

(todos estos reactivos de inmunohistoquímica se adquirieron a Vector Laboratories). 

Finalmente, los tejidos se contratiñeron brevemente con hematoxilina de Harris, se 

lavaron en agua, se deshidrataron en concentraciones crecientes de etanol, se 

aclararon en xileno y se montaron con bálsamo de Canadá. Al igual que en las 

muestras tratadas mediante histoquímica, las preparaciones se escanearon 

utilizando un escáner de preparaciones histológicas Pannoramic Desk DW II o se 

fotografiaron en un microscopio óptico Nikon Eclipse 90i utilizando luz blanca no 

polarizada. Todas las imágenes se tomaron al mismo tiempo, utilizando las mismas 
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condiciones de iluminación, balance de blancos y exposición, para posibilitar los 

estudios cuantitativos. 

En el caso de las proteínas de unión intercelular claudina 1 y placoglobina, las 

muestras se analizaron utilizando métodos de inmunofluorescencia. En estas 

muestras, se procedió tal como se describió para la inmunohistoquímica, pero los 

anticuerpos secundarios utilizados estaban conjugados con moléculas fluorescentes 

de color naranja rojizo (Cy3) o verde (FITC). Tras ello, las muestras se lavaron en PBS 

y se cubrieron directamente con cubreobjetos utilizando aceite de montaje con DAPI 

(para teñir los núcleos de color azul-morado). Estas muestras se fotografiaron en un 

microscopio óptico Nikon Eclipse 90i utilizando luz fluorescente. Todas las imágenes 

se tomaron al mismo tiempo, utilizando las mismas condiciones de iluminación, 

balance de blancos y exposición, para posibilitar los estudios cuantitativos. 
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ANTICUERPO TIPO ORIGEN CONCENTRACIÓN REFERENCIA 

CK8 Primario Conejo Prediluido 
Master Diagnostica, 
MAD‐000693QD 

CK18 Primario Ratón Prediluido 
Master Diagnostica, 
MAD‐000150QD 

CK5 Primario Conejo Prediluido 
Master Diagnostica, 
MAD‐000491QD 

Filagrina Primario Ratón 1:50 Abcam, ab17808 

Involucrina Primario Ratón Prediluido 
Master Diagnostica, 
MAD‐000164QD 

Claudina 1 Primario Ratón Prediluido 
Master Diagnostica, 
MAD‐000523QD 

Placoglobina Primario Ratón Prediluido Abcam, ab12083 

Melan‐A Primario Ratón Prediluido 
Master Diagnostica, 
MAD‐001767QD 

CD1a Primario Conejo Prediluido 
Master Diagnostica, 
MAD‐000673QD 

Ki67 Primario Conejo 1:100 
Thermo Scientific, PA1‐
38032 

Colágeno tipo V Primario Conejo 1:100 Abcam, ab7046 

Decorina Primario Cabra 1:500 R&D System, AF143 

CD31 Primario Ratón Prediluido 
Master Diagnostica, 
MAD‐002048QD 

D2‐40 Primario Ratón Prediluido 
Master Diagnostica, 
MAD‐000402QD 

SMA Primario Ratón Prediluido 
Master Diagnostica, 
MAD‐001195QD 

ImmPRESS® HRP Anti‐
Mouse IgG 

Secundario Caballo Prediluido 
Vector Laboratories, 
MP7401 

ImmPRESS® HRP Anti‐
Rabbit IgG 

Secundario Caballo Prediluido 
Vector Laboratories, 
MP7402 

ImmPRESS® HRP Anti‐
Goat IgG 

Secundario Caballo Prediluido 
Vector Laboratories, 
MP7405 

Anti‐Mouse IgG FITC Secundario Ratón 1:100 
Merck/Sigma Aldrich, 
F0257 

Anti‐Mouse IgG Cy3 Secundario Conejo 1:100 
Merck/Sigma Aldrich, 
AP160C 

Tabla 2. Anticuerpos primarios y secundarios y condiciones utilizadas para los estudios 
inmunohistoquímicos e inmunofluorescentes realizados en la presente Tesis Doctoral. 
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8. Análisis cuantitativos 

 

Una vez realizados los estudios histoquímicos e inmunohistoquímicos, se realizaron 

estudios cuantitativos para determinar niveles de positividad en cada una de las 

muestras, tal como se describió en estudios previamente publicados (Oliveira et al., 

2013; Alfonso-Rodríguez et al., 2014; Carriel et al., 2014, 2017b; Díaz-Moreno et al., 

2018; Vela-Romera et al., 2019; Rodriguez-Pozo et al., 2020; Sánchez-Porras et al., 

2023). Todos estos estudios se realizaron por quintuplicado, analizando 5 imágenes 

de cada muestra (n=5). 

 Para determinar el número de vasos sanguíneos y linfáticos por mm2 de dermis se 

analizaron áreas representativas de la dermis superficial y de la dermis profunda 

sometidas a inmunohistoquímica para vasos sanguíneos (CD31), vasos de grueso 

calibre con capa muscular (SMA) o vasos linfáticos (D2-40).  

 Para determinar el porcentaje de células en estado de proliferación activa por 

cada milímetro de longitud de la capa basal del epitelio (donde residen las células 

proliferativas) se cuantificó, en cada una de las muestras, el porcentaje de células 

positivas para Ki67 respecto al número total de células en la capa basal del epitelio. 

El mismo método se utilizó para cuantificar el número de células positivas para el 

marcador MELAN-A (melanocitos) y CD1a (células de Langerhans) por mm de 

longitud de epitelio. 

 Para cuantificar los niveles de señal obtenidos en los estudios histoquímicos e 

inmunohistoquímicos se utilizó un método automatizado basado en el programa 

ImageJ (National Institutes of Health, EEUU). En el caso de los estudios 

histoquímicos realizados con las técnicas de Verhoeff y de rojo picrosirius con luz 

polarizada se determinó el porcentaje de área de dermis superficial y de dermis 

profunda ocupada por fibras teñidas con cada técnica, utilizando una escala que 

oscila entre 0 y 100% de área ocupada. Para ello, las imágenes se convirtieron a 

coloración binaria (blanco y negro), tras ajustar el contraste de cada 

microfotografía. Tras ello, se utilizó la función de área del programa ImageJ, 

pidiéndose al programa que calculara el porcentaje de área correspondiente a 

señal positiva. 
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 En el resto de los análisis histoquímicos e inmunohistoquímicos se determinó la 

intensidad de tinción en una escala que oscila entre 0 y 255 unidades de intensidad 

(U.I.) del programa ImageJ, correspondiendo 0 U.I. al color blanco, y 255 U.I. al 

color negro. Para realizar este análisis, se seleccionaron 10 puntos al azar en cada 

fotografía realizada en la dermis superficial o en la dermis profunda de cada 

muestra, midiéndose la intensidad de la señal de forma automática. 

Todos estos estudios cuantitativos fueron realizados independientemente por tres 

histólogos expertos y, en los casos en los que no existía coincidencia entre las tres 

mediciones, se solicitó la opinión de un cuarto histólogo, hasta llegar a un consenso. 

 

9. Análisis estadístico 

 

Para expresar los resultados obtenidos en cada estudio cuantitativo, se calcularon 

medias y desviaciones estándar para técnica de análisis y para cada tipo de muestra. 

Para los estudios de estadística inferencial, en primer lugar, se analizó la normalidad 

de cada distribución utilizando la prueba de Shapiro-Wilk. Puesto que la mayoría de 

las distribuciones no cumplieron criterios de normalidad de acuerdo con esta prueba, 

las comparaciones de los resultados obtenidos entre distintos grupos de estudio se 

realizaron utilizando la prueba estadística no paramétrica U de Mann-Whitney. 

Mediante este test se realizaron comparaciones, para cada método de análisis, entre 

las muestras mantenidas ex vivo y las demás muestras analizadas (tejidos 

implantados durante 30, 60 y 90 días de evolución y controles de piel nativa), entre 

los controles y las demás muestras del estudio (ex vivo y muestras implantadas) y 

entre las muestras implantadas en pacientes durante diferentes tiempos de 

evolución (30, 60 y 90 días).  

Todos estos análisis estadísticos se realizaron utilizando el programa estadístico 

RealStatistics para Excel (Dr. Charles Zaiontz, Purdue University, West Lafayette, 

EEUU). Los valores de significación p por debajo de 0,05 se consideraron 

estadísticamente significativos para las pruebas de doble cola. 
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10. Análisis clasificatorio utilizando métodos cluster 

 

Una vez analizadas las muestras de piel artificial y los controles con las diferentes 

técnicas histoquímicas e inmunohistoquímicas cuantitativas, se realizó un estudio 

clasificatorio de tipo cluster para determinar los niveles de afinidad de cada muestra 

con otros tipos de muestras, en base a los resultados de dichas técnicas. Para realizar 

este estudio, se utilizaron los valores cuantitativos medios correspondientes a cada 

tipo de muestra, los cuales se analizaron utilizando la herramienta ClustVis para datos 

multivariantes (Metsalu y Vilo, 2015), capaz de generar árboles clasificatorios en 

función de la similitud entre las muestras analizadas. Para maximizar la validez del 

árbol clasificatorio, se utilizaron las opciones de máxima distancia clasificatoria entre 

filas y entre columnas, y de método completo de clasificación para filas y columnas. 

Esta herramienta está disponible en abierto en internet 

(https://biit.cs.ut.ee/clustvis/).  
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1. Estructura general de los sustitutos de piel artificial UGRSKIN 

En primer lugar, el análisis histológico de los tejidos artificiales UGRSKIN generados 

en laboratorio GMP y mantenidos en cultivo ex vivo utilizando la tinción de 

hematoxilina-eosina mostró que este sustituto estaba constituido por dos capas 

principales. La primera, correspondiente a la epidermis, estaba formada por una 

delgada capa de células epiteliales localizadas en la superficie del producto. La 

segunda, correspondiente a la dermis, presentaba una malla fibrilar con abundantes 

células inmersas en su espesor. La unión entre la dermis y la epidermis mostró una 

morfología plana, no existiendo patrones de diferenciación de tipo crestas y papilas 

(Figura 15). 

 

 

Figura 15. Análisis histológico mediante tinción de hematoxilina-eosina del modelo UGRSKIN 
generado en laboratorio como producto de terapias avanzadas y mantenido en cultivo (ex 
vivo). EPI: epidermis, D: dermis. Escala: 100 µm. 

En segundo lugar, la evaluación histológica del modelo UGRSKIN implantado in vivo 

en pacientes afectos de graves quemaduras cutáneas mostró algunas diferencias con 

la piel humana nativa utilizada como control. Como se muestra en la Figura 16, la piel 

nativa estaba constituida por una epidermis superficial localizada sobre una gruesa 

capa que contenía abundantes componentes fibrilares, así como por una gruesa capa 

de tejido celular subcutáneo o hipodermis que se localizaba en la capa más profunda 

de dicha piel nativa. Como era de esperar, la epidermis mostraba una morfología 

festoneada, con entrantes y salientes respecto a la dermis, compatible con la 

presencia de crestas y papilas. A nivel dérmico, se podían distinguir fácilmente dos 
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capas: una capa de dermis superficial, correspondiente fundamentalmente con la 

dermis papilar, y una capa de dermis profunda, compatible con la dermis reticular. 

Cuando se analizó la piel artificial implantada en pacientes, se encontraron algunas 

diferencias respecto al control y respecto al tiempo de evolución de las muestras 

implantadas in vivo. En todos los casos, las muestras implantadas en pacientes 

mostraron un epitelio superficial compatible con una epidermis que recubría toda la 

superficie de la piel analizada, así como una gruesa capa de dermis y una hipodermis 

en los niveles estructurales más profundos de la piel. A diferencia del control, la 

epidermis presentó una morfología plana en su capa más basal, no detectándose 

crestas ni papilas en ninguno de los tiempos analizados. En lo que se refiere a la 

dermis, se identificó una región más superficial, que denominamos dermis 

superficial, que se encontraba separada por una interfase de otra región localizada 

más profundamente, que se denominó dermis profunda. Como se muestra en la 

Figura 16, las diferencias entre la dermis superficial y la dermis profunda, así como la 

línea de interfase, fueron muy evidentes en las muestras de 30 días, tendiendo a 

suavizarse y a hacerse menos patentes en las muestras implantadas en pacientes 

durante 60 y 90 días. 

 

Figura 16. Análisis histológico mediante tinción de hematoxilina-eosina del modelo UGRSKIN 
implantado en pacientes durante 30, 60 y 90 días y de piel nativa humana utilizada como 
control. EPI: epidermis, SD: dermis superficial, DP: dermis profunda, HD: hipodermis. La zona 
de interfase entre la dermis superficial y la dermis profunda se ha señalado con una flecha. 
Se muestran imágenes de baja magnificación. 
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2. Caracterización histológica de la capa epitelial de los sustitutos de piel artificial 

UGRSKIN 

 

2.1. Análisis histológico de la epidermis mediante tinción de hematoxilina-eosina 

 
El análisis detallado de la capa de epidermis de los diferentes tejidos analizados en la 

presente Tesis Doctoral (controles y tejidos artificiales) utilizando la tinción de 

hematoxilina-eosina (Figura 17) mostró la existencia de distintos patrones 

histológicos en cada una de las muestras. Por un lado, la piel humana nativa utilizada 

como control presentaba la típica estructura de la epidermis humana, constituida por 

un epitelio de tipo plano estratificado en el que se podían distinguir varios estratos 

celulares. En concreto, se observó una capa basal, en la que las células presentaban 

morfología prismática, cilíndrica o columnar, un estrato espinoso, en el que las células 

adoptaban una morfología poligonal, un estrato granuloso, en el que las células 

tendían a aplanarse y mostraban gránulos en su interior y, finalmente, un estrato 

córneo de células muy planas o escamosas, con signos de descamación y 

queratinización en sus capas más superficiales. Por el contrario, el análisis del tejido 

artificial generado en laboratorio y mantenido ex vivo reveló la existencia de un 

epitelio pobremente diferenciado en el que únicamente se distinguía uno, dos o 

hasta tres estratos celulares, en el que no se apreciaron diferencias entre los 

diferentes estratos. Cuando las muestras de piel artificial se implantaron in vivo, se 

apreció la existencia de un epitelio estratificado, con más de 15 estratos celulares, 

que presentaba numerosos signos de diferenciación epidérmica. En concreto, se 

pudo detectar la presencia de estratos basal, espinoso, granuloso y córneo, como era 

el caso de la piel nativa utilizada como control. A este nivel, no se encontraron 

diferencias estructurales apreciables entre los tejidos implantados durante 30, 60 y 

90 días. 
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Figura 17. Análisis histológico mediante tinción de hematoxilina-eosina de la capa epitelial 
de las distintas muestras de piel humana analizadas en la presente Tesis Doctoral. Se 
muestran imágenes histológicas ilustrativas de la piel nativa humana utilizada como control, 
el sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio y mantenido en cultivo (ex 
vivo) y la piel artificial implantada en pacientes durante 30, 60 y 90 días. Escala: 100 µm. 

 

2.2. Análisis ultraestructural de la epidermis mediante microscopía electrónica de 

transmisión 

Cuando se analizaron a nivel ultraestructural las muestras de piel artificial 

implantadas en pacientes utilizando microscopía electrónica de transmisión, se 

confirmó la existencia de patrones de diferenciación celular en las células de las 

muestras correspondientes a 30, 60 y 90 días de evolución in vivo, sin que se 

encontraran diferencias apreciables entre los distintos tiempos de evolución. Como 

se muestra en la Figura 18, el estrato córneo de todas las muestras implantadas en 

pacientes estaba formado por células de morfología escamosa, en las que se había 

perdido el núcleo celular, compatibles con diferenciación terminal corneocítica, 

existiendo tanto corneocitos densos (electrodensos) como corneocitos claros 
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(electrolúcidos). A nivel del estrato granuloso, se encontraron células nucleadas 

altamente diferenciadas que contenían abundantes gránulos electrodensos de 

queratohialina, no existiendo diferencias entre las muestras de 30, 60 y 90 días de 

evolución in vivo. En el estrato espinoso, las células presentaban morfología poligonal 

u ovoidea, un núcleo voluminoso central, y emitían numerosas prolongaciones de 

tipo espinas para establecer uniones con las células adyacentes. El análisis 

ultraestructural mostró que la mayoría de estas uniones eran de tipo desmosoma. En 

la capa basal, se confirmó la presencia de células elongadas de morfología prismática, 

cilíndrica o columnar, con un gran núcleo elongado, cuyo polo basal se unía a la 

membrana basal subyacente al epitelio. Además de los queratinocitos, el análisis 

ultraestructural reveló la presencia de algunas células de Langerhans y melanocitos 

(Figura 18). 
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Figura 18. Análisis ultraestructural mediante microscopía electrónica de transmisión de la 

capa epitelial del modelo UGRSKIN implantado en pacientes. A, B y C: queratinocitos del 

estrato córneo en muestras correspondientes a 30, 60 y 90 días tras el implante; D, E y F: 

queratinocitos del estrato granuloso en el que se han señalado algunos gránulos de 

queratohialina; G, H e I: células del estrato espinoso en las que se han señalado algunas 

uniones intercelulares; J, K y L: células del estrato basal de la epidermis; CL: célula de 

Langerhans; MC: melanocito. Escala: 2 µm. 
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2.3. Análisis de la capa epitelial mediante técnicas de inmunohistoquímica e 

inmunofluorescencia 

2.3.1. Análisis de citoqueratinas 

Para caracterizar la presencia de componentes específicos a nivel de las células 

epidérmicas de las distintas muestras analizadas en esta Tesis Doctoral, se utilizaron 

técnicas de inmunohistoquímica e inmunofluorescencia. En primer lugar, para 

determinar la presencia de citoqueratinas, se aplicaron técnicas de 

inmunohistoquímica utilizando anticuerpos específicos frente a las citoqueratinas 

CK5, CK8 y CK10. Como se muestra en la Figura 19, los resultados de estos análisis 

mostraron la presencia de CK5 en todas las muestras, especialmente, en el control 

de piel nativa, siendo muy escasa en los tejidos artificiales mantenidos ex vivo. Los 

análisis cuantitativos de intensidad de señal inmunohistoquímica (Tablas 3 y 4) 

confirmaron que las muestras mantenidas ex vivo presentaban los niveles más bajos 

de esta citoqueratina, y que todas las muestras implantadas en pacientes (30, 60 y 

90 días), así como el control de piel humana nativa, presentaban niveles 

significativamente superiores de expresión de CK5. Las diferencias entre el control y 

las muestras implantadas in vivo no fueron estadísticamente significativas. En lo que 

se refiere a CK8, nuestros análisis confirmaron la ausencia de expresión de esta 

citoqueratina en todas las muestras analizadas en la presente Tesis Doctoral, sin que 

existieran diferencias significativas entre los distintos grupos de estudio (Figura 19 y 

Tablas 3 y 4). Sin embargo, la expresión de CK10 fue muy intensa en todas las 

muestras, excepto en el tejido mantenido ex vivo, existiendo diferencias 

estadísticamente significativas entre las muestras ex vivo y todas las demás muestras 

del estudio. Asimismo, se comprobó que los mayores niveles de intensidad de 

inmunotinción para CK10 correspondieron al control de piel humana nativa, los 

cuales eran significativamente superiores al tejido implantado en pacientes durante 

30 días, pero no diferían estadísticamente de los tejidos implantados durante 60 y 90 

días. Asimismo, las diferencias entre los tejidos implantados in vivo durante 30 días 

resultaron estadísticamente significativas cuando se compararon con los tejidos 

implantados durante 90 días (Figura 19 y Tablas 3 y 4). 

 



Página 60 de 136 
 

 

Figura 19. Análisis inmunohistoquímico de la capa epitelial de las distintas muestras de piel 
humana analizadas en la presente Tesis Doctoral para determinar la presencia de 
citoqueratinas CK5, CK8 y CK10. Se muestran imágenes histológicas ilustrativas del sustituto 
de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), la piel 
artificial implantada in vivo en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa humana 
utilizada como control. A la derecha de cada inmunotinción, se muestra un histograma con 
los valores obtenidos para la cuantificación de la intensidad de señal, expresada como media 
y desviación estándar. Las diferencias estadísticamente significativas con el control de piel 
nativa se han marcado con la letra C, mientras que las diferencias significativas respecto al 
modelo ex vivo se han señalado con la letra E. Escala: 100 µm. 

 

 
MARCADOR CAPA EX VIVO In vivo 30 días In vivo 60 días In vivo 90 días CONTROL 

CK5 Epidermis 19,2±6,8 30,4±8,88 31,6±6 30,1±5,9 38±10,24 

CK8 Epidermis 31,7±9,12 34,2±3,22 33,7±4,3 33±3,3 34,8±8,24 

CK10 Epidermis 56,8±24,01 134,1±32,18 150,2±28,74 152±27,47 169,1±12,8 

Tabla 3. Resultados del análisis cuantitativo de intensidad de tinción inmunohistoquímica 

para las citoqueratinas CK5, CK8 y CK10 en el sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en 

laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), la piel artificial implantada in vivo en pacientes 

durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa humana utilizada como control. Los valores 

corresponden a unidades de intensidad obtenidos con el programa ImageJ, y se expresan 

como medias y desviaciones típicas. 
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 CK5 CK8 CK10 

Ex vivo vs. in vivo 30 días 0,0039* 0,1903 0,0001* 

Ex vivo vs. in vivo 60 días 0,0011* 0,1230 <0,0001* 

Ex vivo vs. in vivo 90 días 0,0021* 0,1903 <0,0001* 

Ex vivo vs. CONTROL 0,0002* 0,3150 <0,0001* 

In vivo 30 días vs. CONTROL 0,0524 0,1431 0,0007* 

In vivo 60 días vs. CONTROL 0,0524 0,1431 0,1230 

In vivo 90 días vs. CONTROL 0,0753 0,0753 0,1230 

In vivo 30 días vs. in vivo 60 días 0,5787 0,4813 0,2176 

In vivo 30 días vs. in vivo 90 días 0,7394 0,2176 0,0288* 

In vivo 60 días vs. in vivo 90 días 0,8534 0,9118 0,6305 

 

Tabla 4. Valores p de significación estadística para la comparación de los resultados 

cuantitativos de intensidad de tinción inmunohistoquímica para las citoqueratinas CK5, CK8 

y CK10 en el sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio y mantenido en 

cultivo (ex vivo), la piel artificial implantada in vivo en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la 

piel nativa humana utilizada como control. Los resultados estadísticamente significativos se 

marcan con un asterisco (*). 

 

2.3.2. Análisis de proteínas implicadas en la formación de uniones intercelulares 

En segundo lugar, se analizó la expresión de dos proteínas que constituyen parte 

fundamental de los sistemas de unión intercelular del epitelio de la piel humana: 

claudina 1 y placoglobina. A este respecto, se encontró que ambas proteínas 

mostraron perfiles de expresión muy similares, con muy bajos niveles en las muestras 

mantenidas ex vivo (que mostraron diferencias significativas con todas las demás 

muestras) y valores altos en todas las muestras implantadas en pacientes y en los 

controles de piel humana nativa. No se encontraron diferencias significativas entre 

los controles y las muestras implantadas in vivo. Asimismo, las diferencias entre las 
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muestras injertadas en pacientes durante distintos tiempos no resultaron 

estadísticamente significativas (Figura 20 y Tablas 5 y 6). 

 

 

Figura 20. Análisis mediante imnunofluorescencia de la capa epitelial de las distintas 
muestras de piel humana analizadas en la presente Tesis Doctoral para determinar la 
presencia de uniones intercelulares de tipo claudina 1 y placoglobina. Se muestran imágenes 
histológicas ilustrativas del sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio y 
mantenido en cultivo (ex vivo), la piel artificial implantada in vivo en pacientes durante 30, 
60 y 90 días y la piel nativa humana utilizada como control. A la derecha de cada 
inmunotinción, se muestra un histograma con los valores obtenidos para la cuantificación de 
la intensidad de señal, expresada como media y desviación estándar. Las diferencias 
estadísticamente significativas con el control de piel nativa se han marcado con la letra C, 
mientras que las diferencias significativas respecto al modelo ex vivo se han señalado con la 
letra E. Escala: 100 µm. 

 

 
MARCADOR CAPA EX VIVO In vivo 30 días In vivo 60 días In vivo 90 días CONTROL 

Claudina 1 Epidermis 24,6±23,94 98,4±45,1 107,2±34,83 105,6±70,77 119,1±32,93 

Placoglobina Epidermis 50,2±36,64 90,3±32,39 93,2±23,9 98,5±12,04 87,5±15,14 

 

Tabla 5. Resultados del análisis cuantitativo de intensidad de tinción inmunohistoquímica 

para claudina 1 y placoglobina en el sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en 

laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), la piel artificial implantada in vivo en pacientes 

durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa humana utilizada como control. Los valores 

corresponden a unidades de intensidad obtenidos con el programa ImageJ, y se expresan 

como medias y desviaciones típicas. 
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 CLAUDINA 1 PLACOGLOBINA 

Ex vivo vs. in vivo 30 días 0,0003* 0,0185* 

Ex vivo vs. in vivo 60 días 0,0001* 0,0052* 

Ex vivo vs. in vivo 90 días 0,0015* 0,0005* 

Ex vivo vs. CONTROL <0,0001* 0,0288* 

In vivo 30 días vs. CONTROL 0,1431 0,5288 

In vivo 60 días vs. CONTROL 0,3930 0,2176 

In vivo 90 días vs. CONTROL 0,4359 0,1051 

In vivo 30 días vs. in vivo 60 días 0,7394 0,9705 

In vivo 30 días vs. in vivo 90 días 0,8534 0,8534 

In vivo 60 días vs. in vivo 90 días 0,7394 0,8534 

Tabla 6. Valores p de significación estadística para la comparación de los resultados 

cuantitativos de intensidad de tinción inmunohistoquímica para las citoqueratinas CK5, CK8 

y CK10 en el sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio y mantenido en 

cultivo (ex vivo), la piel artificial implantada in vivo en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la 

piel nativa humana utilizada como control. Los resultados estadísticamente significativos se 

marcan con un asterisco (*). 

 

2.3.3. Análisis de marcadores de diferenciación terminal epidérmica 

En tercer lugar, se analizó la presencia de dos marcadores de diferenciación terminal 

de la epidermis de la piel humana utilizando métodos inmunohistoquímicos. Para 

filagrina, los resultados muestran muy escasos niveles de expresión de este marcador 

en la piel artificial mantenida ex vivo, existiendo diferencias significativas con todas 

las demás muestras, y elevados niveles de expresión en todas las muestras 

implantadas en pacientes y en el control de piel humana nativa, sin que existan 

diferencias significativas entre estas muestras (Figura 21 y Tablas 7 y 8). Del mismo 

modo, los resultados obtenidos para el análisis de expresión inmunohistoquímica de 

involucrina revelan la existencia de diferencias estadísticamente significativas entre 

las muestras ex vivo, que presentan los menores niveles de expresión, respecto a 

todas las demás muestras del estudio. Sin embargo, las muestras implantadas en 
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pacientes durante 30 días mostraron niveles significativamente inferiores de 

expresión de involucrina que las muestras de 60 y 90 días y que los controles de piel 

humana nativa, sin que existieran diferencias significativas entre las muestras de 60 

y 90 días y los controles (Figura 21 y Tablas 7 y 8). 

 

Figura 21. Análisis inmunohistoquímico de la capa epitelial de las distintas muestras de piel 

humana analizadas en la presente Tesis Doctoral para determinar la presencia de los 

marcadores filagrina e involucrina. Se muestran imágenes histológicas ilustrativas del 

sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), 

la piel artificial implantada in vivo en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa 

humana utilizada como control. A la derecha de cada inmunotinción, se muestra un 

histograma con los valores obtenidos para la cuantificación de la intensidad de señal, 

expresada como media y desviación estándar. Las diferencias estadísticamente significativas 

con el control de piel nativa se han marcado con la letra C, mientras que las diferencias 

significativas respecto al modelo ex vivo se han señalado con la letra E. Escala: 100 µm. 

 

MARCADOR CAPA EX VIVO In vivo 30 días In vivo 60 días In vivo 90 días CONTROL 

Filagrina Epidermis 65,3±23,98 175,8±23,43 179,2±46,83 186,4±19,24 170,7±17,06 

Involucrina Epidermis 34,1±14,35 66,9±11,32 85,4±16,28 89±11,04 96,1±16,08 

Tabla 7. Resultados del análisis cuantitativo de intensidad de tinción inmunohistoquímica 

para filagrina e involucrina en el sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio 

y mantenido en cultivo (ex vivo), la piel artificial implantada in vivo en pacientes durante 30, 

60 y 90 días y la piel nativa humana utilizada como control. Los valores corresponden a 

unidades de intensidad obtenidos con el programa ImageJ, y se expresan como medias y 

desviaciones típicas. 
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 FILAGRINA INVOLUCRINA 

Ex vivo vs. in vivo 30 días <0,0001* 0,0002* 

Ex vivo vs. in vivo 60 días <0,0001* <0,0001* 

Ex vivo vs. in vivo 90 días <0,0001* <0,0001* 

Ex vivo vs. CONTROL <0,0001* <0,0001* 

In vivo 30 días vs. CONTROL 0,6842 0,0005* 

In vivo 60 días vs. CONTROL 0,3150 0,1431 

In vivo 90 días vs. CONTROL 0,0630 0,1230 

In vivo 30 días vs. in vivo 60 días 0,6305 0,0232* 

In vivo 30 días vs. in vivo 90 días 0,3527 0,0007* 

In vivo 60 días vs. in vivo 90 días 0,9705 0,4359 

Tabla 8. Valores p de significación estadística para la comparación de los resultados 

cuantitativos de intensidad de tinción inmunohistoquímica para filagrina e involucrina en el 

sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), 

la piel artificial implantada in vivo en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa 

humana utilizada como control. Los resultados estadísticamente significativos se marcan con 

un asterisco (*). 

 

2.3.4. Cuantificación de melanocitos y células de Langerhans en el epitelio de la piel 

humana 

Para identificar la presencia de melanocitos en las diferentes muestras de piel 

humana, se utilizó la tinción inmunohistoquímica para el marcador MELAN-A, 

específico de este tipo de células. Cuando se cuantificó el número de melanocitos 

presentes por unidad de longitud en cada tipo de muestra, se encontró que las 

muestras mantenidas ex vivo no presentaban ninguna célula de este tipo. Por el 

contrario, los controles de piel nativa normal mostraron abundantes melanocitos a 

nivel de la capa basal de la epidermis. En cuanto a las muestras implantadas en 

pacientes, los análisis revelaron que la piel implantada in vivo durante 30 días mostró 

muy escaso número de estas células, mientras que las muestras de 60 y 90 días 

presentaron numerosos melanocitos con marcación positiva para MELAN-A, aunque 
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en menor nivel que el control. Los análisis estadísticos mostraron diferencias 

significativas entre las muestras ex vivo y las muestras implantadas in vivo durante 60 

y 90 días, así como con el control, y entre el control y todos los demás tipos de 

muestras (Figura 22 y Tablas 9 y 10). 

Por otro lado, se utilizó la tinción inmunohistoquímica de CD1a para identificar 

células de Langerhans a nivel de la epidermis. Como se muestra en la Figura 22 y 

Tablas 9 y 10, los resultados mostraron la ausencia de este tipo de células en las 

muestras mantenidas ex vivo, mientras que la mayor abundancia de estas células 

correspondía a los controles de piel nativa. Respecto a las muestras implantadas in 

vivo, se encontró que las muestras de 30 días presentaban un número reducido de 

células de Langerhans, aunque significativamente superior al de los tejidos 

mantenidos ex vivo, y que este número fue aumentando progresivamente en los días 

60 y 90, sin llegar al número encontrado en los controles. Todas las diferencias 

resultaron estadísticamente significativas. 

 

Figura 22. Análisis inmunohistoquímico de la capa epitelial de las distintas muestras de piel 

humana analizadas en la presente Tesis Doctoral para determinar la presencia de los 

marcadores MELAN-A y CD1a. Se muestran imágenes histológicas ilustrativas del sustituto 

de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), la piel 

artificial implantada in vivo en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa humana 

utilizada como control. A la derecha de cada inmunotinción, se muestra un histograma con 

los valores obtenidos para la cuantificación del número de células positivas, expresado como 

media y desviación estándar. Las diferencias estadísticamente significativas con el control de 

piel nativa se han marcado con la letra C, mientras que las diferencias significativas respecto 

al modelo ex vivo se han señalado con la letra E. Escala: 100 µm. 
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MARCADOR CAPA EX VIVO In vivo 30 días In vivo 60 días In vivo 90 días CONTROL 

MELAN-A Epidermis 0±0 0,2±0,45 17,8±2,39 14,4±4,72 28,6±4,34 

CD1a Epidermis 0±0 5,8±0,84 19±3,32 23,2±3,03 61,2±5,54 

Tabla 9. Resultados del análisis cuantitativo del número de células que muestran tinción 

positiva para MELAN-A o para CD1a en 1 mm de longitud de epitelio del sustituto de piel 

artificial UGRSKIN generado en laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), la piel artificial 

implantada in vivo en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa humana utilizada 

como control. Los valores se expresan como medias y desviaciones típicas. 

 

 MELAN-A CD1a 

Ex vivo vs. in vivo 30 días 0,4813 <0,0001* 

Ex vivo vs. in vivo 60 días <0,0001* <0,0001* 

Ex vivo vs. in vivo 90 días <0,0001* <0,0001* 

Ex vivo vs. CONTROL <0,0001* <0,0001* 

In vivo 30 días vs. CONTROL <0,0001* <0,0001* 

In vivo 60 días vs. CONTROL <0,0001* <0,0001* 

In vivo 90 días vs. CONTROL <0,0001* <0,0001* 

In vivo 30 días vs. in vivo 60 días <0,0001* <0,0001* 

In vivo 30 días vs. in vivo 90 días <0,0001* <0,0001* 

In vivo 60 días vs. in vivo 90 días 0,1051 0,0115* 

Tabla 10. Valores p de significación estadística para la comparación de los resultados 

cuantitativos del número de células que muestran tinción positiva para MELAN-A o para CD1a 

en 1 mm de longitud de epitelio en el sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en 

laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), la piel artificial implantada in vivo en pacientes 

durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa humana utilizada como control. Los resultados 

estadísticamente significativos se marcan con un asterisco (*). 
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2.3.5. Análisis de proliferación de las células del epitelio de la piel humana 

La aplicación de métodos de inmunohistoquímica con anticuerpos anti-Ki67 permitió 

identificar las células del epitelio que se encontraban en fase de proliferación y 

división celular (Figura 23 y Tablas 11 y 12). Los resultados revelaron la presencia de 

células en proliferación en todas las muestras, con los valores más pequeños 

correspondientes a las muestras ex vivo y a las muestras in vivo de 30 y 60 días, no 

existiendo diferencias significativas entre estos tres tipos de muestras. Sin embargo, 

los mayores niveles de células en proliferación correspondieron a las muestras in vivo 

de 90 días de evolución y a los controles de piel nativa, no existiendo diferencias 

significativas entre ambos tipos de muestras. Las diferencias entre las muestras ex 

vivo y las muestras in vivo de 90 días y los controles fueron estadísticamente 

significativas, así como las diferencias entre los controles y todos los tipos de 

muestras, excepto las in vivo de 90 días y las diferencias entre los distintos tipos de 

muestras implantadas en pacientes. 

 

 

Figura 23. Análisis inmunohistoquímico de la capa epitelial de las distintas muestras de piel 

humana analizadas en la presente Tesis Doctoral para determinar la presencia de células en 

proliferación mediante el marcador Ki67. Se muestran imágenes histológicas ilustrativas del 

sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), 

la piel artificial implantada in vivo en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa 

humana utilizada como control. A la derecha, se muestra un histograma con los valores 

obtenidos para la cuantificación del número de células positivas, expresado como media y 

desviación estándar. Las diferencias estadísticamente significativas con el control de piel 

nativa se han marcado con la letra C, mientras que las diferencias significativas respecto al 

modelo ex vivo se han señalado con la letra E. Escala: 100 µm. 
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MARCADOR CAPA EX VIVO In vivo 30 días In vivo 60 días In vivo 90 días CONTROL 

Ki67 Epidermis 44,2±8,1 44,6±7,1 51,4±2,4 64,6±4,7 60±8,2 

Tabla 11. Resultados del análisis cuantitativo del número de células que muestran tinción 

positiva para Ki67 en 1 mm de longitud de epitelio del sustituto de piel artificial UGRSKIN 

generado en laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), la piel artificial implantada in vivo 

en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa humana utilizada como control. Los 

valores se expresan como medias y desviaciones típicas. 

 

 Ki67 

Ex vivo vs. in vivo 30 días 0,6842 

Ex vivo vs. in vivo 60 días 0,0753 

Ex vivo vs. in vivo 90 días <0,0001* 

Ex vivo vs. CONTROL 0,0007* 

In vivo 30 días vs. CONTROL 0,0005* 

In vivo 60 días vs. CONTROL 0,0147* 

In vivo 90 días vs. CONTROL 0,2475 

In vivo 30 días vs. in vivo 60 días 0,0232* 

In vivo 30 días vs. in vivo 90 días <0,0001* 

In vivo 60 días vs. in vivo 90 días <0,0001* 

Tabla 12. Valores p de significación estadística para la comparación de los resultados 

cuantitativos del número de células que muestran tinción positiva para Ki67 en 1 mm de 

longitud de epitelio en el sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio y 

mantenido en cultivo (ex vivo), la piel artificial implantada in vivo en pacientes durante 30, 

60 y 90 días y la piel nativa humana utilizada como control. Los resultados estadísticamente 

significativos se marcan con un asterisco (*). 
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3. Caracterización histológica de la membrana basal de los sustitutos de piel 

artificial UGRSKIN 

3.1. Análisis de la membrana basal mediante técnicas de histoquímica 

La aplicación de la técnica histoquímica del PAS permitió marcar las glicoproteínas y 

los glicosaminoglicanos de la membrana basal en los sustitutos de piel artificial 

analizados en esta Tesis Doctoral. De este modo, se pudo comprobar que las 

muestras mantenidas ex vivo no presentaban una membrana basal bien desarrollada, 

existiendo a este nivel una señal histoquímica muy débil para la técnica del PAS. Por 

el contrario, todas las muestras implantadas en pacientes y la piel nativa utilizada 

como control presentaron tinción PAS-positiva a nivel de la unión dermo-epidérmica 

compatible con la presencia de una membrana basal bien desarrollada, sin que 

existieran diferencias significativas entre estos tipos de muestras que, sin embargo, 

fueron significativamente superiores a los tejidos mantenidos ex vivo (Figura 24 y 

Tablas 13 y 14). 

 

 

Figura 24. Análisis histoquímico de la membrana basal de las distintas muestras de piel 

humana analizadas en la presente Tesis Doctoral para determinar la presencia de 

glicoproteínas y glicosaminoglicanos identificados mediante la técnica del PAS. Se muestran 

imágenes histológicas ilustrativas del sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en 

laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), la piel artificial implantada in vivo en pacientes 

durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa humana utilizada como control. A la derecha, se 

muestra un histograma con los valores obtenidos para la cuantificación de la intensidad de 

señal, expresada como media y desviación estándar. Las diferencias estadísticamente 

significativas con el control de piel nativa se han marcado con la letra C, mientras que las 

diferencias significativas respecto al modelo ex vivo se han señalado con la letra E. Escala: 

100 µm. 
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MARCADOR CAPA EX VIVO In vivo 30 días In vivo 60 días In vivo 90 días CONTROL 

PAS Epidermis 10,3±13,59 53,4±14,5 60,8±19,08 58,8±39,66 63,7±16,6 

Tabla 13. Resultados del análisis cuantitativo de intensidad de señal para la técnica PAS en la 

membrana basal del sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio y mantenido 

en cultivo (ex vivo), la piel artificial implantada in vivo en pacientes durante 30, 60 y 90 días 

y la piel nativa humana utilizada como control. Los valores se expresan como medias y 

desviaciones típicas. 

 

 PAS 

Ex vivo vs. in vivo 30 días <0,0001* 

Ex vivo vs. in vivo 60 días <0,0001* 

Ex vivo vs. in vivo 90 días 0,0001* 

Ex vivo vs. CONTROL <0,0001* 

In vivo 30 días vs. CONTROL 0,1903 

In vivo 60 días vs. CONTROL 0,6305 

In vivo 90 días vs. CONTROL 0,1230 

In vivo 30 días vs. in vivo 60 días 0,4359 

In vivo 30 días vs. in vivo 90 días 0,5787 

In vivo 60 días vs. in vivo 90 días 0,2475 

Tabla 14. Valores p de significación estadística para la comparación de los resultados 

cuantitativos de intensidad de tinción para la técnica del PAS en el sustituto de piel artificial 

UGRSKIN generado en laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), la piel artificial 

implantada in vivo en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa humana utilizada 

como control. Los resultados estadísticamente significativos se marcan con un asterisco (*). 
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3.2. Análisis ultraestructural mediante microscopía electrónica de transmisión 

Para confirmar la presencia de una membrana basal bien diferenciada a nivel de la 

unión dermo-epidérmica de los sustitutos de piel artificial generados mediante 

ingeniería tisular e implantados en pacientes, se procedió al análisis de estos tejidos 

mediante microscopía electrónica de transmisión. Los resultados de este análisis 

confirman la presencia de una membrana basal ortotípica constituida por una lámina 

basal (con lámina lúcida y lámina densa) y una lámina reticular subyacente (Figura 

25). Como era de esperar, el polo apical de las células que contactaban con esta 

membrana basal mostraron numerosos hemidesmosomas que contribuían al anclaje 

de estas células con la membrana basal. No se encontraron diferencias apreciables 

entre las muestras implantadas in vivo durante 30, 60 y 90 días. 

 

Figura 25. Análisis ultraestructural mediante microscopía electrónica de transmisión de la 

membrana basal del modelo UGRSKIN implantado en pacientes. Las flechas de color rojo 

corresponden a hemidesmosomas, mientras que las puntas de flecha de color amarillo 

corresponden a zonas donde se aprecian la lámina basal constituida por una lámina lúcida y 

una lámina densa de la membrana basal. Escala: 2 µm. 

 

4. Caracterización histológica de la dermis de los sustitutos de piel artificial 

UGRSKIN 

4.1. Análisis histológico de la dermis mediante tinción de hematoxilina-eosina 

La evaluación histológica de la dermis correspondiente a los distintos tejidos 

analizados en la presente Tesis Doctoral confirmó la existencia de diferencias 

estructurales entre la dermis superficial y la dermis profunda, tanto en los controles 

de piel nativa, como en las muestras de piel artificial implantadas en pacientes 
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durante 30, 60 y 90 días. Sin embargo, los sustitutos de piel humana mantenidos ex 

vivo, como era de esperar, no mostraron ninguna diferencia entre el sustituto 

dérmico superficial y el sustituto dérmico profundo (Figura 26).  

El análisis de los controles de piel nativa mostró una mayor densidad celular en la 

dermis superficial cuando se comparó con la dermis profunda, aunque la dermis 

profunda presentó mayor densidad de haces de fibras de colágeno gruesas y bien 

organizadas, que eran muy escasas en la dermis superficial. Respecto a la piel artificial 

implantada en pacientes, las muestras de 30 días de evolución mostraron abundantes 

células tanto en la dermis superficial como en la profunda, especialmente, en la 

superficial. En ambos tipos de dermis, se encontró una matriz extracelular 

homogénea en la que no se distinguían gruesos haces de fibras. En las muestras 

implantadas durante 60 días, los resultados fueron muy similares a los de 30 días, 

aunque el número de células de la dermis superficial fue inferior a los 30 días de 

evolución. Finalmente, el análisis de las muestras implantadas durante 90 días 

mostró abundantes células en la dermis superficial, así como una matriz extracelular 

homogénea que no parecía contener gruesos haces fibrilares. Por el contrario, la 

dermis profunda de las muestras de 90 días contenía una escasa población celular, y 

abundantes haces gruesos de fibras, cuya estructura era histológicamente similar a 

la de la dermis profunda de las muestras de piel nativa utilizadas como control (Figura 

26). 

 

Figura 26. Análisis histológico mediante tinción de hematoxilina-eosina de la dermis de las 

distintas muestras de piel humana analizadas en la presente Tesis Doctoral. Se muestran 

imágenes histológicas ilustrativas de la piel nativa humana utilizada como control, el sustituto 

de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo) y la piel 

artificial implantada en pacientes durante 30, 60 y 90 días. Escala: 100 µm. 
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4.2. Análisis ultraestructural de la dermis mediante microscopía electrónica de 

transmisión 

A nivel ultraestructural, las muestras de piel artificial humana de fibrina-agarosa 

implantadas en pacientes mostraron patrones de diferenciación compatibles con una 

dermis normal. En concreto, como se muestra en la Figura 27, se encontró que las 

muestras implantadas in vivo presentaban, a nivel de la dermis, haces de fibras de 

colágeno maduro, así como fibras elásticas, a nivel de la matriz extracelular dérmica. 

Asimismo, la dermis contenía abundantes células de tipo fibroblástico inmersas en la 

matriz extracelular y, en algunas muestras, se observaron vasos sanguíneos de 

pequeño calibre compatibles con la presencia de capilares sanguíneos. 

 

Figura 27. Análisis ultraestructural mediante microscopía electrónica de transmisión de la 

dermis del modelo UGRSKIN implantado en pacientes. A, B y C: fibras de la matriz extracelular 

de la dermis; D, E, F, G, H e I: células inmersas en la matriz extracelular de la dermis; EL: fibras 

de elastina; CO: fibras de colágeno; FB: fibroblastos; V: vasos sanguíneos (capilares). Escala: 

2 µm. 
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4.3. Análisis de la dermis mediante técnicas de inmunohistoquímica e 

inmunofluorescencia 

4.3.1. Análisis de fibras de colágeno en la matriz extracelular de la dermis 

Para determinar la presencia de componentes fibrilares en la matriz extracelular de 

la dermis de los diferentes tipos de muestras analizados en esta Tesis Doctoral, se 

utilizó, en primer lugar, la técnica histoquímica del rojo picrosirius con luz blanca no 

polarizada (Figura 28). El análisis cuantitativo de los resultados de este análisis 

demostró que los sustitutos de piel humana mantenidos ex vivo presentaron muy 

escasa intensidad de tinción de rojo picrosirius, con diferencias estadísticamente 

significativas respecto a todas las demás muestras analizadas (Tablas 15 y 16). A nivel 

de la dermis superficial, se comprobó que el mayor contenido en fibras de colágeno 

teñidas mediante esta técnica correspondía a la piel nativa control, encontrándose 

niveles intermedios entre las muestras ex vivo y el control en todas las muestras 

implantadas en pacientes. Sin embargo, el análisis estadístico reveló diferencias 

significativas entre las muestras in vivo de 30 y 60 días respecto al control, pero no 

entre las muestras in vivo de 90 días y el control. Las diferencias entre las muestras 

implantadas en pacientes durante 30, 60 y 90 días no fueron significativas. A nivel de 

la dermis profunda, se encontró que todas las muestras implantadas en pacientes y 

los controles de piel nativa presentaban niveles similares de intensidad de tinción, no 

existiendo diferencias significativas entre estas muestras, aunque sí con los tejidos 

mantenidos ex vivo. 

En segundo lugar, se analizaron los resultados obtenidos con la tinción de rojo 

picrosirius utilizando luz polarizada para identificar fibras de colágeno maduras y 

orientadas (Figura 28 y Tablas 15 y 16). A este respecto, se encontró que las muestras 

mantenidas ex vivo mostraron señal negativa, no existiendo en estas muestras fibras 

de colágeno que mostrasen señal positiva con luz polarizada. La aplicación de esta 

técnica a la dermis superficial de las muestras implantadas en pacientes y los 

controles reveló resultados muy similares a los que se obtuvieron con luz polarizada, 

con los mayores índices de fibras positivas en los controles y en las muestras 

implantadas durante 90 días, sin que existieran diferencias significativas entre ambos 

tipos de muestras. Sin embargo, los tejidos implantados in vivo durante 30 y 60 días 
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mostraron diferencias significativas respecto al control. Por otro lado, el análisis de 

la dermis profunda mostró que los menores valores de fibras positivas para luz 

polarizada correspondían a las muestras implantadas durante 30 días, con diferencias 

significativas respecto al control y a las muestras de 60 y 90 días, mientras que los 

mayores niveles se encontraron en las muestras de 90 días, que no diferían 

significativamente del control, pero fueron significativamente superiores a las 

muestras de 60 días. 

Asimismo, se cuantificó la presencia de colágeno tipo V en la dermis de los diferentes 

tejidos analizados en esta Tesis Doctoral. Como se muestra en la Figura 28 y las Tablas 

15 y 16, los resultados revelan muy escasa intensidad de tinción en las muestras de 

piel artificial mantenidas ex vivo, con diferencias significativas con todas las demás 

muestras analizadas. En la dermis superficial, se encontró que los mayores niveles de 

expresión correspondían a las muestras implantadas en pacientes afectos de grandes 

quemaduras, que resultaron significativamente superiores al control de piel nativa. 

Asimismo, el tiempo de evolución in vivo se asoció a un incremento en la intensidad 

de señal de colágeno tipo V, con diferencias significativas entre las muestras de 30, 

60 y 90 días de evolución, encontrando los mayores niveles en las muestras de 90 

días. En la dermis profunda, se encontró asimismo un aumento significativo de 

colágeno tipo V con el tiempo de evolución, encontrando los mayores niveles de esta 

proteína en las muestras in vivo de 60 y 90 días, sin diferencias significativas entre 

ambos tiempos, que resultaron significativamente superiores a las muestras de 30 

días y a los controles de piel humana nativa. 
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Figura 28. Análisis histoquímico de la dermis de las distintas muestras de piel humana 

analizadas en la presente Tesis Doctoral para determinar la presencia de fibras de colágeno 

a nivel de la matriz extracelular mediante la técnica de rojo picrosirius con luz blanca no 

polarizada y polarizada y de fibras de colágeno tipo V (COL-V) mediante inmunohistoquímica. 

Se muestran imágenes histológicas ilustrativas del sustituto de piel artificial UGRSKIN 

generado en laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), la piel artificial implantada in vivo 

en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa humana utilizada como control. A la 

derecha, se muestra un histograma con los valores obtenidos para la cuantificación de la 

intensidad de señal (rojo picrosirius con luz no polarizada y COL-V) o de la fracción de área 

ocupada por fibras teñidas (rojo picrosirius con luz polarizada), expresadas como media y 

desviación estándar. Las diferencias estadísticamente significativas con el control de piel 

nativa se han marcado con la letra C, mientras que las diferencias significativas respecto al 

modelo ex vivo se han señalado con la letra E. Escala: 100 µm. 
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MARCADOR CAPA EX VIVO In vivo 30 días In vivo 60 días In vivo 90 días CONTROL 

ROJO 

PICROSIRIUS 

(NO 

POLARIZADO) 

Dermis 

superficial 
19,6±12,2 

50,7±23,2 50,5±22,7 72,3±15,4 88,7±27,5 

Dermis 

profunda 
63,8±6 67,2±25,1 68,9±15,4 65±11,7 

ROJO 

PICROSIRIUS 

(POLARIZADO) 

Dermis 

superficial 
0±0 

4,8±1,3 14,4±1,4 43,2±4,2 43±6 

Dermis 

profunda 
33,2±2,6 49,1±0,8 55,6±1,8 50,3±3,7 

COL-V 

Dermis 

superficial 
23,9±3 

92,9±15,6 117,1±25,3 126,6±22,1 82,4±40,9 

Dermis 

profunda 
71,7±16,7 91,5±16,9 95,2±12,5 66,5±15,8 

Tabla 15. Resultados del análisis cuantitativo para las técnicas histoquímicas de rojo 

picrosirius (no polarizado y polarizado) y Verhoeff y la técnica inmunohistoquímica de 

colágeno tipo V (COL-V) en la dermis del sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en 

laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), la piel artificial implantada in vivo en pacientes 

durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa humana utilizada como control. Los valores se 

expresan como medias y desviaciones típicas. 
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ROJO PICROSIRIUS  

(NO POLARIZADO) 

ROJO PICROSIRIUS 

(POLARIZADO) 
COL-V 

  
Dermis 

superficial  

Dermis 

profunda 

Dermis 

superficial  

Dermis 

profunda 

Dermis 

superficial  

Dermis 

profunda 

Ex vivo vs. in vivo 30 días 0,0052* <0,0001* 0,0079* 0,0079* <0,0001* <0,0001* 

Ex vivo vs. in vivo 60 días 0,0005* <0,0001* 0,0079* 0,0079* <0,0001* <0,0001* 

Ex vivo vs. in vivo 90 días <0,0001* <0,0001* 0,0079* 0,0079* <0,0001* <0,0001* 

Ex vivo vs. CONTROL <0,0001* <0,0001* 0,0079* 0,0079* <0,0001* <0,0001* 

In vivo 30 días vs. CONTROL 0,0147* 0,7394 0,0079* 0,0079* 0,0355* 0,7959 

In vivo 60 días vs. CONTROL 0,0039* 0,9118 0,0079* 0,6905 0,0147* 0,0005* 

In vivo 90 días vs. CONTROL 0,2475 0,3930 1,0000 0,5476 0,0089* 0,0001* 

In vivo 30 días vs. in vivo 60 días 0,1230 0,9118 0,0079* 0,0079* 0,0185* 0,0355* 

In vivo 30 días vs. in vivo 90 días 0,0630 0,2475 0,0079* 0,0079* 0,0005* 0,0039* 

In vivo 60 días vs. in vivo 90 días 0,1903 0,6842 0,0952 0,0317* <0,0001* 0,3930 

Tabla 16. Valores p de significación estadística para la comparación de los resultados 

cuantitativos de la técnica histoquímica de rojo picrosirius (no polarizado y polarizado) y la 

técnica inmunohistoquímica de colágeno tipo V (COL-V) en la dermis del sustituto de piel 

artificial UGRSKIN generado en laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), la piel artificial 

implantada in vivo en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa humana utilizada 

como control. Los resultados estadísticamente significativos se marcan con un asterisco (*). 

 

4.3.2. Análisis de fibras elásticas en la matriz extracelular de la dermis 

Cuando se cuantificó la presencia de fibras elásticas en la matriz extracelular de la 

dermis utilizando la técnica histoquímica de Verhoeff, se encontró, de nuevo, que las 

muestras mantenidas en cultivo ex vivo presentaban muy escasa o nula presencia de 

fibras elásticas, mostrando valores significativamente inferiores a todas las demás 

muestras excepto la dermis superficial de las muestras de 30 días de evolución in 

vivo. El análisis de la dermis superficial mostró niveles de fibras elásticas comparables 

(diferencias no significativas) al control de piel nativa en las muestras implantadas 

durante 60 y 90 días. A nivel de la dermis profunda, se encontraron niveles 

significativamente inferiores al control en la piel artificial implantada durante 30 días, 

así como niveles significativamente superiores al control en la piel correspondiente a 

60 y 90 días de evolución in vivo. 
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Figura 29. Análisis de la dermis de las distintas muestras de piel humana analizadas en la 

presente Tesis Doctoral para determinar la presencia de fibras elásticas mediante la técnica 

histoquímica de Verhoeff en la matriz extracelular. Se muestran imágenes histológicas 

ilustrativas del sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio y mantenido en 

cultivo (ex vivo), la piel artificial implantada in vivo en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la 

piel nativa humana utilizada como control. A la derecha, se muestra un histograma con los 

valores obtenidos para la cuantificación de la fracción de área ocupada por fibras teñidas 

mediante la técnica de Verhoeff, expresadas como media y desviación estándar. Las 

diferencias estadísticamente significativas con el control de piel nativa se han marcado con 

la letra C, mientras que las diferencias significativas respecto al modelo ex vivo se han 

señalado con la letra E. Escala: 100 µm. 

 

MARCADOR CAPA EX VIVO In vivo 30 días In vivo 60 días In vivo 90 días CONTROL 

VERHOEFF 

Dermis 

superficial 0,3±0,3 

 

0,4±0,1 2,9±0,6 2,6±0,6 3,4±0,1 

Dermis 

profunda 
1,8±0,2 6,4±0,7 4,7±0,1 3,5±0,3 

Tabla 17. Resultados del análisis cuantitativo para la técnica histoquímica de Verhoeff en la 

dermis del sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio y mantenido en 

cultivo (ex vivo), la piel artificial implantada in vivo en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la 

piel nativa humana utilizada como control. Los valores se expresan como medias y 

desviaciones típicas. 
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  VERHOEFF 

  
Dermis 
superficial  

Dermis 
profunda 

Ex vivo vs. in vivo 30 días 0,1508 0,0159* 

Ex vivo vs. in vivo 60 días 0,0079* 0,0079* 

Ex vivo vs. in vivo 90 días 0,0159* 0,0079* 

Ex vivo vs. CONTROL 0,0079* 0,0079* 

In vivo 30 días vs. CONTROL 0,0079* 0,0079* 

In vivo 60 días vs. CONTROL 0,3095 0,0079* 

In vivo 90 días vs. CONTROL 0,2222 0,0079* 

In vivo 30 días vs. in vivo 60 días 0,0079* 0,0079* 

In vivo 30 días vs. in vivo 90 días 0,1508 0,0079* 

In vivo 60 días vs. in vivo 90 días 0,5476 0,0159* 

Tabla 18. Valores p de significación estadística para la comparación de los resultados 

cuantitativos de la técnica histoquímica de Verhoeff en la dermis del sustituto de piel artificial 

UGRSKIN generado en laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), la piel artificial 

implantada in vivo en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa humana utilizada 

como control. Los resultados estadísticamente significativos se marcan con un asterisco (*). 
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4.3.3. Análisis de proteoglicanos de la matriz extracelular de la dermis 

Para la identificación global de proteoglicanos, se utilizó la técnica histoquímica de 

azul alcián. Los resultados revelaron la presencia de estos componentes no fibrilares 

de la matriz extracelular en todas las muestras analizadas, incluyendo las muestras 

ex vivo, las muestras implantadas in vivo y los controles. El análisis de la dermis 

superficial mostró los menores niveles de tinción en las muestras implantadas en 

pacientes durante 30 días, las cuales fueron significativamente inferiores a los tejidos 

mantenidos ex vivo y a los controles. Por el contrario, los mayores niveles se 

encontraron en los controles de piel normal, aunque los resultados encontrados en 

las muestras implantadas in vivo durante 60 y 90 días no difirieron estadísticamente 

de dichos controles. En cuanto a la dermis profunda, las muestras implantadas en 

pacientes durante 30 días mostraron los niveles más intensos de esta tinción 

histoquímica, seguidas de las muestras de 60 días. Ambas muestras fueron 

significativamente superiores a los tejidos artificiales mantenidos ex vivo, pero no a 

los controles de piel nativa (Figura 30 y Tablas 19 y 20). 

 

Además, se analizó la expresión de decorina utilizando técnicas de 

inmunohistoquímica. Como se muestra en la Figura 30 y las Tablas 19 y 20, los 

resultados sugieren que este proteoglicano estaba presente en todas las muestras 

analizadas, aunque los menores niveles se encontraron en las muestras ex vivo, que 

mostraron diferencias significativas con todas las demás muestras excepto las 

muestras implantadas in vivo durante 30 días. Curiosamente, tanto la dermis 

superficial como la dermis profunda de los controles de piel humana mostraron 

niveles de tinción inmunohistoquímica de decorina similares (diferencias no 

significativas) con todas las muestras implantadas en pacientes, excepto la muestra 

de 30 días a nivel de la dermis superficial. 
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Figura 30. Análisis de la dermis de las distintas muestras de piel humana analizadas en la 

presente Tesis Doctoral para determinar la presencia de proteoglicanos (azul alcián) a nivel 

de la matriz extracelular mediante histoquímica y de decorina mediante inmunohistoquímica 

utilizando anticuerpos específicos. Se muestran imágenes histológicas ilustrativas del 

sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), 

la piel artificial implantada in vivo en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa 

humana utilizada como control. A la derecha, se muestra un histograma con los valores 

obtenidos para la cuantificación de la intensidad de señal, expresada como media y 

desviación estándar. Las diferencias estadísticamente significativas con el control de piel 

nativa se han marcado con la letra C, mientras que las diferencias significativas respecto al 

modelo ex vivo se han señalado con la letra E. Escala: 100 µm. 
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MARCADOR CAPA EX VIVO In vivo 30 días In vivo 60 días In vivo 90 días CONTROL 

AZUL ALCIÁN 

 

Dermis 
superficial 31,3±14,8 

 

16,6±8,7 38,6±28,4 58,9±26,8 72±41 

Dermis 
profunda 

66,8±35,6 51,6±21,7 48,1±26 49,3±23,3 

DECORINA 

 

Dermis 
superficial 42,2±17,1 

 

45±21,1 77,8±34,9 83,9±25 80,9±37,2 

Dermis 
profunda 

89,5±24,1 93,8±24,7 82,9±18,4 87,5±30 

Tabla 19. Resultados del análisis cuantitativo para la técnica histoquímica de azul alcián y la 

técnica inmunohistoquímica para decorina en la dermis del sustituto de piel artificial 

UGRSKIN generado en laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), la piel artificial 

implantada in vivo en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa humana utilizada 

como control. Los valores se expresan como medias y desviaciones típicas. 

 

  AZUL ALCIÁN DECORINA 

  
Dermis 
superficial  

Dermis 
profunda 

Dermis 
superficial  

Dermis 
profunda 

Ex vivo vs. in vivo 30 días 0,0288* 0,0115* 0,5787 0,0002* 

Ex vivo vs. in vivo 60 días 0,8534 0,0288* 0,0115* <0,0001* 

Ex vivo vs. in vivo 90 días 0,0433* 0,0753 0,0007* 0,0003* 

Ex vivo vs. CONTROL 0,0232* 0,0630 0,0089* 0,0005* 

In vivo 30 días vs. CONTROL 0,0185* 0,1431 0,0185* 0,8534 

In vivo 60 días vs. CONTROL 0,0630 0,8534 0,9705 0,5288 

In vivo 90 días vs. CONTROL 0,2799 0,9118 0,5787 0,9118 

In vivo 30 días vs. in vivo 60 días 0,0068* 0,2475 0,0007* 0,7394 

In vivo 30 días vs. in vivo 90 días 0,0892 0,1051 0,3527 0,4359 

In vivo 60 días vs. in vivo 90 días 0,7394 0,8534 0,5288 0,5787 

Tabla 20. Valores p de significación estadística para la comparación de los resultados 

cuantitativos de la técnica histoquímica de azul alcián y la técnica inmunohistoquímica para 

decorina en la dermis del sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio y 

mantenido en cultivo (ex vivo), la piel artificial implantada in vivo en pacientes durante 30, 

60 y 90 días y la piel nativa humana utilizada como control. Los resultados estadísticamente 

significativos se marcan con un asterisco (*). 
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5. Análisis de vasos sanguíneos y linfáticos en los sustitutos de piel artificial 

UGRSKIN 

5.1. Cuantificación de vasos sanguíneos 

El estudio cuantitativo del número de vasos sanguíneos positivos a CD31 existentes 

por unidad de área en los diferentes tejidos analizados reveló importantes diferencias 

entre grupos de estudio (Figura 31 y Tablas 21 y 22). Como era de esperar, la piel 

artificial mantenida en cultivo ex vivo mostró una carencia total de este tipo de 

estructuras, existiendo diferencias significativas con todas las demás muestras 

analizadas. Al analizar la dermis superficial, se encontró que todas las muestras 

implantadas en pacientes presentaron un número de vasos sanguíneos 

significativamente superior al control de piel normal, encontrando los valores más 

elevados en las muestras implantadas durante 90 días. El mismo patrón se encontró 

en la dermis profunda, existiendo diferencias significativas entre las muestras 

injertadas en pacientes y los controles de piel normal, aunque, en dermis profunda, 

se encontró un número de vasos inferior al encontrado en la dermis superficial. 

Asimismo, el análisis de vasos sanguíneos de mayor calibre que mostraban señal 

inmunohistoquímica para SMA reveló la usencia total de estas estructuras en las 

muestras mantenidas ex vivo, con diferencias significativas respecto al resto de las 

muestras. Cuando se analizó la dermis superficial, se encontró un número 

significativamente mayor de vasos sanguíneos por unidad de área en las muestras 

implantadas en pacientes respecto a los controles, existiendo un número 

significativamente mayor en muestras implantadas durante 90 días respecto a las de 

30 y 60 días de evolución. En la dermis profunda, al igual que ocurría con los vasos 

identificados mediante CD31, se encontró un número inferior de vasos sanguíneos, 

existiendo mayor cantidad de estas estructuras en las muestras implantadas en 

pacientes respecto al control de piel humana nativa (Figura 31 y Tablas 21 y 22). 
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Figura 31. Análisis de la dermis de las distintas muestras de piel humana analizadas en la 

presente Tesis Doctoral para determinar la presencia de vasos sanguíneos que muestran 

reacción para la técnica inmunohistoquímica frente a CD31 y SMA. Se muestran imágenes 

histológicas ilustrativas del sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio y 

mantenido en cultivo (ex vivo), la piel artificial implantada in vivo en pacientes durante 30, 

60 y 90 días y la piel nativa humana utilizada como control. A la derecha, se muestra un 

histograma con los valores obtenidos para la cuantificación del número de vasos sanguíneos 

que muestran señal positiva por mm2 de área, expresado como media y desviación estándar. 

Las diferencias estadísticamente significativas con el control de piel nativa se han marcado 

con la letra C, mientras que las diferencias significativas respecto al modelo ex vivo se han 

señalado con la letra E. Escala: 100 µm. 
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MARCADOR CAPA EX VIVO In vivo 30 días In vivo 60 días In vivo 90 días CONTROL 

CD31 

 

Dermis 
superficial 

0±0 

 

104±12,7 88±23,1 111±15,2 37±5,9 

Dermis 
profunda 

30±4,1 34±8,9 30±4,4 10±7 

SMA 

Dermis 
superficial 

0±0 

 

105±22,5 125±41,2 128±19 39±7 

Dermis 
profunda 

44±7,8 33±6,2 19±5,6 8±5 

Tabla 21. Resultados del análisis cuantitativo de vasos sanguíneos identificados mediante 

inmunohistoquímica para CD31 y SMA en la dermis del sustituto de piel artificial UGRSKIN 

generado en laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), la piel artificial implantada in vivo 

en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa humana utilizada como control. Los 

valores se expresan como medias y desviaciones típicas. 

 

 CD31 CD31 SMA SMA 

 
Dermis 
superficial  

Dermis 
profunda 

Dermis 
superficial  

Dermis 
profunda 

Ex vivo vs. in vivo 30 días <0,0001* <0,0001* <0,0001* <0,0001* 

Ex vivo vs. in vivo 60 días <0,0001* <0,0001* <0,0001* <0,0001* 

Ex vivo vs. in vivo 90 días <0,0001* <0,0001* <0,0001* <0,0001* 

Ex vivo vs. CONTROL <0,0001*  0,0002* <0,0001* 0,0002* 

In vivo 30 días vs. CONTROL <0,0001* <0,0001* <0,0001* <0,0001* 

In vivo 60 días vs. CONTROL <0,0001* <0,0001* <0,0001* <0,0001* 

In vivo 90 días vs. CONTROL <0,0001* <0,0001* <0,0001* 0,0001* 

In vivo 30 días vs. in vivo 60 días <0,0001* 0,2799 <0,0001* 0,0039* 

In vivo 30 días vs. in vivo 90 días <0,0001* 0,9705 <0,0001* <0,0001* 

In vivo 60 días vs. in vivo 90 días <0,0001* 0,2475 <0,0001* 0,0002* 

Tabla 22. Valores p de significación estadística para la comparación de la cuantificación de 

vasos sanguíneos identificados mediante inmunohistoquímica para CD31 y SMA en la dermis 

del sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio y mantenido en cultivo (ex 

vivo), la piel artificial implantada in vivo en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa 

humana utilizada como control. Los resultados estadísticamente significativos se marcan con 

un asterisco (*). 
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5.2. Cuantificación de vasos linfáticos 

La cuantificación de vasos linfáticos en la dermis de las distintas muestras de piel 

artificial (Figura 32 y Tablas 23 y 24) mostró, en primer lugar, una ausencia total de 

este tipo de vasos en las muestras mantenidas ex vivo, con diferencias 

estadísticamente significativas con los controles y con las muestras implantadas en 

pacientes durante 60 y 90 días, aunque no con las muestras correspondientes a 30 

días de evolución in vivo. A nivel de la dermis superficial, se encontró un número 

significativamente superior de vasos linfáticos en las muestras implantadas in vivo 

durante 90 días, mientras que las muestras de 60 días mostraron un número de vasos 

similar a los controles de piel nativa. A nivel de la dermis profunda, se encontró un 

número de vasos linfáticos similar al control (diferencias no significativas) en todas 

las muestras injertadas en el paciente. 

 

 

Figura 32. Análisis de la dermis de las distintas muestras de piel humana analizadas en la 

presente Tesis Doctoral para determinar la presencia de vasos linfáticos que muestran 

reacción para la técnica inmunohistoquímica frente a D2-40. Se muestran imágenes 

histológicas ilustrativas del sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio y 

mantenido en cultivo (ex vivo), la piel artificial implantada in vivo en pacientes durante 30, 

60 y 90 días y la piel nativa humana utilizada como control. A la derecha, se muestra un 

histograma con los valores obtenidos para la cuantificación del número de vasos linfáticos 

que muestran señal positiva por mm2 de área, expresado como media y desviación estándar. 

Las diferencias estadísticamente significativas con el control de piel nativa se han marcado 

con la letra C, mientras que las diferencias significativas respecto al modelo ex vivo se han 

señalado con la letra E. Escala: 100 µm. 
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MARCADOR CAPA EX VIVO In vivo 30 días In vivo 60 días In vivo 90 días CONTROL 

D2-40 

 

Dermis 
superficial 

0±0 

 

2±2,4 10±5,5 27±5,6 11±3,8 

Dermis 
profunda 

4±4,6 9±5,9 6±4,1 5±3,1 

Tabla 23. Resultados del análisis cuantitativo de vasos linfáticos identificados mediante 

inmunohistoquímica para D2-40 en la dermis del sustituto de piel artificial UGRSKIN 

generado en laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), la piel artificial implantada in vivo 

en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa humana utilizada como control. Los 

valores se expresan como medias y desviaciones típicas. 

 

 D2-40 D2-40 

 
Dermis 
superficial  

Dermis 
profunda 

Ex vivo vs. in vivo 30 días 0,0630 0,0630 

Ex vivo vs. in vivo 60 días 0,0002* 0,0002* 

Ex vivo vs. in vivo 90 días <0,0001* 0,0002* 

Ex vivo vs. CONTROL <0,0001* 0,0002* 

In vivo 30 días vs. CONTROL <0,0001* 0,5288 

In vivo 60 días vs. CONTROL 0,8534 0,0892 

In vivo 90 días vs. CONTROL <0,0001* 0,7394 

In vivo 30 días vs. in vivo 60 días 0,4359 0,0433* 

In vivo 30 días vs. in vivo 90 días 0,0115* 0,2799 

In vivo 60 días vs. in vivo 90 días <0,0001* 0,1903 

Tabla 24. Valores p de significación estadística para la comparación de la cuantificación de 

vasos linfáticos identificados mediante inmunohistoquímica para D2-40 en la dermis del 

sustituto de piel artificial UGRSKIN generado en laboratorio y mantenido en cultivo (ex vivo), 

la piel artificial implantada in vivo en pacientes durante 30, 60 y 90 días y la piel nativa 

humana utilizada como control. Los resultados estadísticamente significativos se marcan con 

un asterisco (*). 
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6. Análisis de clasificación cluster de los sustitutos de piel artificial UGRSKIN 

Una vez analizados los diferentes tejidos artificiales generados en esta Tesis Doctoral 

utilizando métodos histoquímicos e inmunohistoquímicos, se procedió a clasificar las 

muestras utilizando los valores cuantitativos obtenidos para cada método como 

criterio clasificatorio. Los resultados de este análisis clasificatorio muestran dos 

grupos fundamentales de muestras (Figura 33). El primer grupo incluye a las muestras 

de piel artificial implantadas en pacientes durante 60 y 90 días en pacientes y las 

muestras de piel nativa control. El segundo grupo incluye las muestras implantadas 

durante 30 días, así como los tejidos artificiales mantenidos ex vivo. 

 

 

Figura 33. Clasificación de las muestras de piel artificial humana analizadas en la presente 

Tesis Doctoral utilizando el método cluster a partir de los valores medios de cuantificación 

de cada técnica histoquímica e inmunohistoquímica. El árbol clasificatorio mostrado en 

columnas corresponde a las muestras, mientras que los diferentes métodos analizados se 

han clasificado en filas. 
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El desarrollo de la ingeniería tisular ha permitido la generación de numerosos 

modelos de piel artificial en los últimos años (Oliveira et al., 2022), aunque son muy 

pocos los modelos que se han logrado fabricar como medicamentos de terapias 

avanzadas y se han aplicado en pacientes (Egea-Guerrero et al., 2019; Holmes et al., 

2019; Sakamoto et al., 2023). En la presente Tesis Doctoral, se ha evaluado la 

efectividad de un modelo basado en biomateriales de fibrina-agarosa previamente 

generado en la Universidad de Granada (UGRSKIN) que mostró resultados 

prometedores en diversos ensayos preclínicos realizados ex vivo (Ionescu et al., 2020; 

Ruiz-López et al., 2022) e in vivo en animales de laboratorio (Carriel et al., 2012; 

Garzón et al., 2013). Tras obtener autorización de la Agencia Española de 

Medicamentos y Productos Sanitarios, este modelo de piel artificial pudo ser 

generado en una sala GMP como medicamento de terapias avanzadas e implantado 

en pacientes afectos de graves quemaduras cutáneas (Egea-Guerrero et al., 2019). 

Uno de los principales requisitos que ha de cumplir un medicamento de terapias 

avanzadas aplicado a pacientes es la seguridad y la garantía de que el producto está 

libre de efectos adversos relevantes (Cuende et al., 2021; Canceill et al., 2023). A este 

respecto, el biomaterial de fibrina-agarosa nanoestructurado utilizado en el modelo 

UGRSKIN previamente demostró niveles de bioseguridad y ausencia de efectos 

adversos cuando se aplicó a pacientes con lesiones corneales severas, lo cual apoya 

la seguridad del producto (González-Gallardo et al., 2023) y concuerda con los 

estudios previamente realizados a nivel preclínico (Carriel et al., 2012; Garzón et al., 

2013). En el caso de la piel artificial aplicada a grandes quemados, el estudio realizado 

en la presente Tesis Doctoral ha contribuido a determinar parámetros de 

bioseguridad a nivel histológico, habiéndose demostrado que la piel implantada en 

pacientes estaba libre de alteraciones estructurales o ultraestructurales detectables 

tras 30, 60 y 90 días de evolución en el paciente. 

Por otro lado, trabajos preliminares previamente publicados demostraron que el 

producto UGRSKIN mostraba indicios de eficacia clínica en pacientes afectos de 

graves quemaduras cutáneas (Egea-Guerrero et al., 2019). Aunque habrá que llevar 

a cabo futuros estudios para determinar la eficacia real del producto, los hallazgos 

histológicos descritos en la presente Tesis Doctoral apoyan la idea de que este 
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producto de terapias avanzadas podría contribuir a mejorar la situación clínica de los 

pacientes, generándose una piel estructuralmente análoga a la piel humana nativa. 

Aunque aún será necesario determinar los mecanismos moleculares que se asocian 

al efecto terapéutico de esta piel artificial, los estudios histológicos de la piel artificial 

implantada en pacientes que se han llevado a cabo en este trabajo contribuirán a la 

caracterización de este producto de terapias avanzadas y permitirán establecer 

acciones futuras de mejora de este medicamento. 

Aunque estudios previos realizados sobre otros modelos de piel artificial incluyeron 

algunos estudios histológicos básicos (Momeni et al., 2019), la presente Tesis 

Doctoral ha realizado un estudio histológico completo que incluye análisis mediante 

microscopía óptica y microscopía electrónica de transmisión, en el que se han 

determinado no sólo patrones histoestructurales, sino, además, patrones 

histoquímicos e inmunohistoquímicos. Esta completa caracterización a distintos 

niveles, realizada por primera vez en piel artificial implantada en pacientes, 

contribuirá a determinar la utilidad real del modelo UGRSKIN aplicado a grandes 

quemados. El hecho de que las biopsias de piel analizadas corresponden a diferentes 

tiempos de evolución (30, 60 y 90 días) de los mismos pacientes contribuye a 

incrementar la validez de los resultados, tal como se sugirió en trabajos previos (Vela-

Romera et al., 2019). 

En general, los resultados obtenidos en esta Tesis Doctoral demostraron que el 

modelo UGRSKIN se integró en el paciente desde el primer momento del análisis, 30 

días después de su implante, a pesar de que la integración completa requirió mayores 

tiempos de evolución in vivo. A nivel epitelial, las muestras de tejido implantado en 

pacientes durante distintos tiempos de evolución mostraron patrones de 

diferenciación epidérmica identificables mediante microscopía óptica y electrónica 

muy similares al control de piel humana nativa desde el primer momento, lo cual 

sugiere que la diferenciación de este estrato de la piel ocurre muy rápidamente tras 

el implante in vivo, aunque la piel injertada carecía de cierto tipo de especializaciones 

como glándulas, folículos o crestas y papilas, tal como se describió en la piel artificial 

implantada en animales de laboratorio (Carriel et al., 2012; Garzón et al., 2013).  
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De hecho, la epidermis de la piel implantada mostró desde el inicio diferenciación en 

los típicos estratos de la piel humana (estratos basal, espinoso, granuloso y córneo) 

(Freeman y Sonthalia, 2023), lo cual revela un rápido proceso de biointegración en el 

paciente, a pesar de que la piel artificial generada en laboratorio carecía de estos 

patrones de diferenciación. Además, el análisis ultraestructural de la piel implantada 

en pacientes mostró patrones de diferenciación histológica en cada uno de los 

estratos del epitelio que resultaron altamente biomiméticos respecto a la piel 

humana normal, con la presencia de células ortotípicas en cada uno de los estratos. 

Estudios previos demostraron que la piel artificial de fibrina-agarosa 

nanoestructurada mantenida en cultivo ex vivo presentaba muy escasos niveles de 

diferenciación histológica, aunque el implante in vivo en animales de 

experimentación fue capaz de inducir la diferenciación terminal del epitelio y la 

formación de los estratos basal, espinoso, granuloso y córneo (Carriel et al., 2012; 

Garzón et al., 2013; Cases-Perera et al., 2022). Al igual que en los mencionados 

estudios realizados a nivel preclínico, la diferenciación completa de la epidermis 

ocurre muy rápidamente tras el implante in vivo, probablemente debido al efecto de 

numerosos factores inductores de tipo paracrino liberados por el tejido receptor (Xu 

et al., 2017; Martin-Piedra et al., 2019). 

Para caracterizar el estrato epitelial de los sustitutos de piel artificial generados en la 

presente Tesis Doctoral, se realizaron estudios inmunohistoquímicos y 

ultraestructurales para identificar diversos marcadores de los queratinocitos de la 

epidermis humana y predecir la posible función de barrera protectora de este estrato 

epitelial (de Szalay y Wertz, 2023). 

En primer lugar, se analizó la presencia de varias citoqueratinas en el epitelio de la 

piel artificial y en los controles de piel humana. Los resultados mostraron la ausencia 

de expresión de citoqueratina CK8 en todas las muestras analizadas en el presente 

estudio. Estos resultados coinciden con trabajos previos que demuestran que esta 

proteína únicamente se expresa en epitelios simples (Garzon et al., 2009; Garzón et 

al., 2009; Jacob et al., 2018), siendo negativa en la piel humana normal (Oshima et 

al., 1996). El hecho de que no existiera expresión de CK8 en las muestras implantadas 

en pacientes es consistente con un patrón de diferenciación normal de la piel 



Página 95 de 136 
 

artificial, ya que esta citoqueratina se ha descrito sobreexpresada en ciertos tipos de 

cáncer (Lim y Ku, 2021, 8). 

Por otro lado, se analizó la expresión de CK10, una citoqueratina de tipo I que se 

encuentra típicamente expresada en piel humana y es marcador de diferenciación 

terminal, queratinización y cornificación (Uhlig et al., 2022). Al considerarse un 

marcador de diferenciación terminal del epitelio de la piel humana, la presencia de 

CK10 constituye un elemento clave en la diferenciación funcional de la piel artificial 

(Subramaniam et al., 2022). Como era de esperar, esta citoqueratina no se encontró 

expresada en la piel artificial mantenida en cultivo, debido a los escasos niveles de 

diferenciación celular que muestran típicamente los tejidos mantenidos ex vivo 

(Blanco-Elices et al., 2023). Sin embargo, el implante en pacientes logró aumentar 

significativamente los niveles de expresión de CK10 hasta alcanzar niveles 

comparables a la piel nativa normal a partir del día 60 de evolución en el paciente. 

Curiosamente, las muestras de piel artificial implantadas en pacientes durante 

tiempos más cortos (30 días) mostraron niveles significativamente menores de 

expresión de esta citoqueratina, lo cual sugiere que estas muestras, que presentan 

un epitelio estructuralmente análogo a la epidermis normal, aún podrían ser 

funcionalmente inmaduras. Estos resultados coinciden con análisis previos realizados 

a nivel preclínico, en los que se demostró que la piel artificial de fibrina-agarosa 

implantada en animales de experimentación requiere al menos 30-40 días de 

evolución in vivo para expresar niveles apreciables de CK10 y de CK1, citoqueratina 

que se asocia a CK10 constituyendo una pareja a nivel funcional (Carriel et al., 2012). 

Asimismo, el mismo grupo de investigación que diseñó el modelo UGRSKIN demostró 

resultados similares en un modelo de mucosa oral generado por ingeniería tisular 

utilizando los mismos biomateriales de fibrina-agarosa (Garzón et al., 2009). 

Además, los diferentes tejidos generados mediante ingeniería tisular fueron 

evaluados para detectar la expresión de CK5. Esta citoqueratina está normalmente 

expresada en células que proliferan activamente, tal como las células del estrato 

basal de la piel humana normal, por lo que su expresión puede utilizarse como 

marcador de proliferación celular (Peschen et al., 1997; Boecker y Buerger, 2003). De 

hecho, CK5 se considera un marcador de células madre de numerosos tipos de 
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epitelio (Sanz Ressel et al., 2021). En nuestro caso, se encontró que todas las 

muestras presentaban expresión de CK5, incluyendo la piel artificial mantenida ex 

vivo. Estos resultados confirman la idea de que las células mantenidas en cultivo, que 

mantienen pobres niveles de diferenciación celular, son capaces de proliferar en 

contacto con el biomaterial, como ya se demostró para otros tipos de tejidos 

artificiales (Garzón et al., 2009; Rodriguez et al., 2013; Chato-Astrain et al., 2020). 

Tras implantarla en pacientes, la piel artificial fue capaz de incrementar sus niveles 

de expresión de CK5 hasta alcanzar niveles comparables al control de piel nativa 

desde el día 30 de evolución, sugiriendo que, desde el punto de vista de esta 

citoqueratina, y a diferencia de CK10, la piel artificial fue capaz de madurar 

funcionalmente desde el principio. Al considerarse un marcador del estrato basal de 

la piel (Rollins-Raval et al., 2011), la expresión de CK5 en la piel implantada en 

pacientes se considera un requisito fundamental de las terapias basadas en tejidos 

artificiales, pues la piel injertada debe ser capaz de autorregenerarse y 

autorrenovarse una vez integrada en el paciente, y esta función, en el caso de la piel, 

depende de las células madre del estrato basal de la epidermis (Yang et al., 2020; 

Mannino et al., 2022). Al expresar CK5, las células madre de la piel demuestran su 

capacidad para proliferar y autorrenovarse y, por tanto, para mantener la 

homeostasis y la regeneración de la piel injertada (Mannino et al., 2022), lo cual 

apoya la utilidad clínica del modelo UGRSKIN. 

Para confirmar la capacidad de proliferación de las células de la piel artificial, se 

realizaron pruebas de inmunohistoquímica utilizando el marcador de proliferación 

Ki67. Esta proteína es considerada como uno de los principales marcadores de 

proliferación celular, y puede utilizarse para detectar células con capacidad de 

división en todo tipo de tejidos humanos (Lashen et al., 2023). En concordancia con 

los resultados encontrados para CK5, Ki67 resultó positiva tanto en la piel artificial 

mantenida ex vivo como en la piel implantada en pacientes, así como en los controles, 

mostrando expresión fundamentalmente en las células del estrato basal de la 

epidermis, tal como se ha descrito para la piel normal (Vidor et al., 2018). De hecho, 

la piel humana muestra altos niveles de proliferación únicamente a nivel de las 

unidades proliferativas epidérmicas localizadas en el estrato basal (Senoo, 2013). De 
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nuevo, estos resultados sugieren que los tejidos mantenidos en cultivo muestran 

capacidad de proliferación activa, y que una vez implantados en el paciente, los 

sustitutos de piel humana mantienen su capacidad de proliferación y, por tanto, de 

regeneración. Sin embargo, y a diferencia de CK5, los resultados obtenidos para Ki67 

sugieren que los niveles de proliferación celular de la piel humana injertada en 

pacientes son inferiores a los de la piel nativa control en los días 30 y 60 de evolución, 

alcanzándose los niveles del control únicamente en el día 90. Aunque futuros 

estudios tendrán que determinar si la capacidad regenerativa de la piel es plena a los 

días 30 y 60, estos resultados confirman la funcionalidad de la piel injertada y su 

biomimetismo respecto a la piel humana nativa utilizada como control a partir del día 

90 de seguimiento. 

Por otra parte, y tras evaluar la expresión de diferentes citoqueratinas, se analizó la 

diferenciación epidérmica mediante la identificación de uniones intercelulares entre 

los queratinocitos del epitelio de la piel artificial. De este modo, se pudo comprobar 

que los tejidos mantenidos ex vivo mostraban muy escasos niveles de cohesión 

intercelular, existiendo escasa expresión de claudina 1 y placoglobina, proteínas 

implicadas en la formación de uniones célula-célula en los epitelios bien 

diferenciados (Lai-Cheong et al., 2007). En concreto, las claudinas, junto con las 

ocludinas y otras proteínas de unión, forman parte intrínseca de las uniones 

estrechas o zonula occludens, responsables de unir fuertemente dos células 

epiteliales adyacentes para evitar la pérdida de agua y formar una barrera protectora 

impermeable (Saito et al., 2023), además de regular la proliferación celular (Kuo et 

al., 2022). Por ello, la formación de uniones intercelulares de tipo estrecho es 

fundamental para garantizar la función de barrera de la piel humana normal 

(Katsarou et al., 2023). Por su parte, la placobina es una proteína fundamental de las 

uniones adherentes tipo desmosoma, las cuales son las principales responsables de 

unir los queratinocitos a nivel epidérmico, manteniendo la integridad estructural del 

epitelio de la piel y permitiendo a dicho epitelio soportar las fuerzas a las que éste 

está sometido (Stokes, 2007; Al-Jassar et al., 2013).  
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La escasa presencia de ambas proteínas en la piel artificial mantenida en cultivo 

vuelve a confirmar los bajos niveles de diferenciación de estos tejidos, tal como se 

demostró previamente en otros tejidos artificiales fabricados con el mismo 

biomaterial, que requirieron largos periodos de tiempo en cultivo para mostrar 

expresión de proteínas relacionadas con cohesión intercelular (González-Andrades et 

al., 2009). A su vez, la piel artificial injertada en pacientes sí mostró elevados niveles 

de expresión de claudina 1 y placoglobina desde el primer momento, alcanzando 

niveles comparables al control en todos los tiempos analizados (30, 60 y 90 días), lo 

que vuelve a apoyar la idea de que la piel artificial tiende a integrarse de manera muy 

rápida, mostrando funcionalidad de barrera protectora desde los primeros 

momentos. Estos resultados están en línea con los hallazgos del estudio 

ultraestructural mediante microscopía electrónica de transmisión, en el que se 

encontraron abundantes uniones intercelulares en las muestras implantadas en el 

paciente, sin que se pudiesen apreciar diferencias entre los distintos tiempos de 

evolución post-injerto. Así, se comprobó que las células del estrato basal poseían 

abundantes uniones célula-célula (fundamentalmente, desmosomas) y célula-

membrana basal (fundamentalmente, hemidesmosomas), mientras que los 

queratinocitos del estrato espinoso mostraban abundantes espinas que contenían 

numerosos desmosomas ultraestructuralmente bien formados, y las células del 

estrato granuloso estaban, asimismo, unidas por numerosas uniones intercelulares. 

Dos de las proteínas más importantes implicadas en la función de barrera protectora 

de la epidermis son la filagrina y la involucrina, proteínas altamente presentes en la 

epidermis madura, que pueden considerarse como marcadores de diferenciación 

terminal de la piel (Furue, 2020). La filagrina es capaz de asociarse con las 

citoqueratinas del citoesqueleto de los queratinocitos de la piel durante la 

diferenciación terminal de estas células, mientras que la involucrina está implicada 

en la formación de una capa córnea impermeable (Presland y Dale, 2000). Los análisis 

realizados sobre los distintos modelos de piel artificial generados en esta Tesis 

Doctoral revelaron la presencia de ambos tipos de proteínas en las muestras 

implantadas en pacientes durante 60 y 90 días, en niveles similares a los del control. 

Sin embargo, tanto las muestras mantenidas ex vivo como las muestras injertadas 
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durante 30 días mostraron cantidades inferiores de filagrina e involucrina que el 

control, lo cual apoya de nuevo la idea de que la piel artificial generada en laboratorio 

como producto de terapias avanzadas presenta inicialmente bajos niveles de 

diferenciación celular (Carriel et al., 2012), requiriendo su implante in vivo para 

alcanzar patrones de diferenciación comparables a la epidermis humana normal. Tal 

como se demostró previamente en tejidos artificiales implantados en animales de 

laboratorio, el tiempo de evolución una vez implantados in vivo es un factor 

fundamental, y la mayoría de los tejidos requieren varias semanas de evolución para 

madurar y diferenciarse (Martin-Piedra et al., 2019; Garzón et al., 2020; Blanco-Elices 

et al., 2023). De nuevo, estos resultados sugieren que la epidermis generada en los 

sustitutos de piel humana fabricados mediante ingeniería tisular presenta patrones 

de diferenciación similares a los controles, con elevada expresión de filagrina e 

involucrina a partir de 60 días del injerto. Aunque habrá que llevar a cabo estudios 

de tipo funcional, la presencia de estos componentes fundamentales de la epidermis 

sugiere que la capa epitelial de la piel artificial generada en laboratorio podría 

funcionar eficazmente, formando una barrera protectora similar a la de la piel 

humana nativa (Shah et al., 2023). 

Estos resultados pudieron, además, confirmarse a nivel ultraestructural. A este 

respecto, los análisis mediante microscopía electrónica de transmisión mostraron 

patrones de diferenciación terminal compatibles con una piel normal en todas las 

muestras implantadas en pacientes. Por un lado, los análisis del estrato córneo 

revelaron la presencia de numerosas capas de células planas, de aspecto escamoso, 

que habían perdido el núcleo celular, compatibles con corneocitos que contenían 

numerosas proteínas altamente compactadas en su interior, tal como ocurre en la 

piel humana nativa (Candi et al., 2005; Lefèvre-Utile et al., 2021). Además, el estrato 

granuloso mostró abundantes gránulos constituidos, muy probablemente, por 

queratohialina, queratinas, filagrina, involucrina y otras proteínas relacionadas con 

diferenciación queratinocítica (Furue, 2020). Estos hallazgos confirman la idea de que 

la piel implantada en pacientes experimenta un rápido proceso de diferenciación, 

asimismo, a nivel ultraestructural, y coincidirían con trabajos previos que sugieren 
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que la piel artificial se integra muy rápidamente en el receptor, mostrando una plena 

integración dos semanas después del injerto (Momeni et al., 2019). 

Un aspecto muy importante en la caracterización de la epidermis es la identificación 

y cuantificación de diversos tipos celulares que juegan un papel fundamental en la 

piel humana, tales como los melanocitos y las células de Langerhans, entre otras 

(Passeron et al., 2007; Boulais y Misery, 2008). En nuestro caso, se comprobó que la 

piel generada en laboratorio y mantenida en cultivo carecía de este tipo de células, 

lo cual podría explicarse por el hecho de que en su fabricación se utilizaron 

únicamente cultivos de fibroblastos (para la dermis) y cultivos de queratinocitos (para 

la epidermis). Curiosamente, la piel artificial humana implantada en pacientes 

grandes quemados mostró cierto número de melanocitos y células de Langerhans ya 

desde el primer momento (día 30), aunque en cantidades aún muy reducidas, 

especialmente en lo que se refiere a los melanocitos. Sin embargo, la presencia de 

ambos tipos celulares se incrementó en los días 60 y 90, aunque en ninguno de estos 

tiempos se logró alcanzar el número de melanocitos y células de Langerhans de la 

epidermis humana control.  

Diversos autores demostraron previamente que la mayor parte de los sustitutos de 

piel artificial previamente diseñados en laboratorio carecían de melanocitos, siendo 

ésta una de las principales causas de que la piel implantada en pacientes muestre 

normalmente signos de hipopigmentación e hipersensibilidad a la exposición solar 

(Boyce et al., 2020). Por ello, algunos autores han logrado generar modelos de piel 

artificial que incluyen cultivos primarios de melanocitos, demostrando que estos 

sustitutos de piel presentaban mayores tasas de pigmentación y coloración más 

biomimética respecto a la piel humana normal (Biedermann et al., 2015b; Klar et al., 

2017; Supp et al., 2020). En cualquier caso, es muy probable que los sustitutos de piel 

implantados en el paciente sean capaces de ser colonizados por melanocitos del 

huésped, generándose progresivamente, una piel con mayor contenido en este tipo 

de células, como se ha demostrado para las células de Langerhans (Hafemann et al., 

1999), aunque es probable que nunca se llegue a alcanzar el número de células de la 

piel normal (Ungureanu et al., 2014). 
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Respecto a las células de Langerhans, su papel como células presentadoras de 

antígenos resulta crucial para mantener la homeostasis y la función inmune de la 

epidermis humana (de Jong y Ogg, 2021). De hecho, estas células forman parte de la 

primera línea de defensa frente a bacterias y otros patógenos, por lo que su presencia 

en la piel humana se considera fundamental (Yan et al., 2020; Bellmann et al., 2021). 

Al igual que ocurría en el caso de los melanocitos, las células de Langerhans tendieron 

a aumentar su presencia en la piel artificial UGRSKIN implantada en pacientes 

durante tiempos progresivamente más prolongados. De nuevo, es probable que estas 

células provengan, en su mayor parte, del receptor, migrando paulatinamente hacia 

la piel implantada (Hafemann et al., 1999). Para facilitar este proceso, algunos 

autores sugieren la necesidad de cultivar este tipo de células y de incorporarlas al 

epitelio de la piel artificial generada en laboratorio como producto de terapias 

avanzadas (Bechetoille et al., 2007). 

En suma, los resultados obtenidos tras el implante in vivo del modelo UGRSKIN 

revelan, a nivel epitelial, un rápido proceso de diferenciación celular, con la rápida 

formación de una barrera epidérmica protectora en el paciente. Aunque esta piel aún 

presenta ciertos niveles de indiferenciación, especialmente en el día 30 post-

implante, nuestros hallazgos estructurales y funcionales sugieren que esta piel 

artificial podría ser plenamente funcional, compartiendo altos niveles de 

biomimetismo respecto de la piel normal, en el día 60 y, especialmente, en el día 90 

tras su implante en el paciente, lo cual contribuiría a explicar los positivos resultados 

clínicos obtenidos con este modelo de piel (Egea-Guerrero et al., 2019). Estos 

resultados concuerdan con el análisis clasificatorio de tipo cluster llevado a cabo a 

partir de los datos obtenidos a nivel del epitelio, pero también a nivel de la membrana 

basal, la dermis y los vasos sanguíneos y linfáticos, que demuestran la similitud 

histofuncional de las muestras inmaduras mantenidas ex vivo y los tejidos 

implantados in vivo durante 30 días, mientras que las muestras de piel nativa control 

serían similares a los tejidos implantados en pacientes durante 60 y 90 días. 

Una vez evaluada la capa epitelial de los sustitutos de piel humana, se procedió a 

caracterizar la unión dermo-epidérmica, como parte de la caracterización integral de 

estos tejidos artificiales utilizados como medicamentos de terapias avanzadas. La 
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unión dermo-epidérmica juega un papel fundamental en la fisiología de la piel 

humana (Aumailley y Rousselle, 1999), y su presencia es necesaria para la 

homeostasis tanto del epitelio como del tejido conectivo subyacente. Desde un punto 

de vista estructural, la unión dermo-epidérmica presenta, en condiciones normales, 

una morfología festoneada, con abundantes entrantes y salientes denominados 

crestas y papilas, que contribuyen a aumentar la superficie de contacto entre el 

epitelio y el estroma (Ross y Pawlina, 2007; Shen et al., 2023), y presenta una 

estructura bien diferenciada llamada membrana basal entre ambas capas (Chan, 

1997). 

Por un lado, las crestas epidérmicas y las papilas dérmicas juegan un papel primordial 

en el mantenimiento de las propiedades biomecánicas de los epitelios sometidos a 

intensas fuerzas (Xiong et al., 2013), aumentando significativamente el área que 

comparten la dermis y la epidermis (Ross y Pawlina, 2007). Al presentar una 

morfología ondulada, las crestas y papilas aumentan de manera notable la superficie 

de contacto entre epitelio y estroma, reforzando la adhesión del primero al segundo 

y permitiendo a la piel resistir grandes fuerzas incidentes (Xiong et al., 2013). Además, 

se ha demostrado que la presencia de estas estructuras contribuye a la homeostasis 

del epitelio (Shen et al., 2023). En la piel humana, las lesiones que superan la 

capacidad de regeneración de la piel normal y son reparadas mediante un tejido 

fibrótico similar a una cicatriz, se caracterizan, en general, por carecer de crestas y 

papilas (Borrelli et al., 2021). A pesar de su importancia, la mayor parte de los 

modelos actualmente disponibles de piel artificial generada por ingeniería tisular 

carecen de crestas y papilas, presentando una unión dermo-epidérmica plana, 

aunque recientemente se han desarrollado algunos modelos capaces de mejorar la 

morfología de esta unión (Blackstone et al., 2020). 

En el caso de la piel UGRSKIN, nuestros análisis mostraron la ausencia de crestas y 

papilas en los tejidos artificiales mantenidos ex vivo, tal como se describió para la 

mayoría de los modelos de piel artificial previamente desarrollados (Raghunath y 

Meuli, 1997; Llames et al., 2004; Chiu et al., 2023). Curiosamente, cuando el modelo 

UGRSKIN se implantó en pacientes, se comprobó la ausencia de crestas y papilas, 

formándose una piel que difería de la piel nativa en cuanto a la morfología de la unión 
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dermo-epidérmica, tal como se encontró durante la evaluación preclínica del 

producto implantado en animales de laboratorio (Carriel et al., 2012; Garzón et al., 

2013; Ruiz-López et al., 2022). A pesar de la incapacidad de este modelo para 

reproducir la morfología de la unión dermo-epidérmica de la piel nativa, la piel 

implantada en pacientes fue capaz de desarrollar una epidermis y una dermis de 

características estructurales similares a los de la piel nativa. Futuros estudios 

realizados a largo plazo deberán determinar si la falta de crestas y papilas puede 

afectar a la fisiología de la piel implantada en grandes quemados y si las 

características biomecánicas de esta piel son o no similares a las de la piel nativa. 

Asimismo, la aplicación de fuerzas de tracción y compresión durante el desarrollo y 

la maduración de la piel, podrían contribuir a la formación de estas importantes 

estructuras a nivel de la unión dermo-epidérmica (Roig-Rosello y Rousselle, 2020). 

La falta de especializaciones de la unión dermo-epidérmica en forma de crestas y 

papilas podría contribuir a explicar la escasez de células no queratinocíticas que se 

encontraron en el modelo UGRSKIN implantado en pacientes. De hecho, trabajos 

previos demostraron que estas células, especialmente los melanocitos, son mucho 

más abundantes a nivel de las crestas epidérmicas que en otras zonas del epitelio, lo 

cual sugiere una interrelación entre dichas crestas y la correcta fisiología de los 

melanocitos (Hirobe et al., 2021). 

Por otro lado, el desarrollo de una membrana basal plenamente funcional es un 

requisito de todos los epitelios, pues esta estructura es la encargada de anclar el 

epitelio al estroma subyacente y de establecer una barrera de intercambio de 

nutrientes y factores tróficos que son necesarios para las células epiteliales (Rousselle 

et al., 2022). La membrana basal es una estructura plana cuya función principal es 

anclar el epitelio al tejido conectivo subyacente (Breitkreutz et al., 2009). A nivel 

estructural y ultraestructural, la membrana basal se compone de una lámina basal y 

una lámina reticular (Gómez de Ferraris y Campos, 2019). A su vez, la lámina basal 

está constituida por una lámina densa y una lámina lúcida, mientras que la lámina 

reticular consta fundamentalmente de fibras de colágeno firmemente ancladas al 

tejido conectivo (Merker, 1994; Chan, 1997). En la presente Tesis Doctoral, se 

comprobó que todos los tejidos implantados en pacientes presentaban una 
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membrana basal bien conformada desde el inicio, 30 días después del injerto, sin que 

se identificaran diferencias ultraestructurales entre las muestras de 30, 60 y 90 días 

de evolución, presentando lámina lúcida, lámina densa y lámina reticular en todas 

estas muestras. En línea con los hallazgos encontrados a nivel del epitelio, estos 

resultados apoyan la idea de que la piel artificial presentaba gran capacidad de 

biointegración in vivo desde los primeros momentos de su implante, desarrollándose 

estructuras fundamentales para la homeostasis epitelial, como es el caso de la 

membrana basal, desde los primeros momentos. Como se ha demostrado 

previamente, la formación de una membrana basal plenamente funcional es un 

requisito fundamental para que el desarrollo del epitelio ocurra de forma adecuada 

en diferentes modelos de tejido artificial generado mediante ingeniería tisular (Segal 

et al., 2008). 

La composición química de la membrana basal es compleja, existiendo numerosas 

proteínas, proteoglicanos y glicoproteínas, por lo que esta estructura puede 

identificarse fácilmente utilizando técnicas histoquímicas capaces de reconocer estos 

componentes, como es el caso del PAS (Folberg et al., 2000; Sood et al., 2015). En 

nuestro caso, se comprobó que la piel injertada en pacientes presentaba una lámina 

basal teñida mediante el método del PAS, que se asemejaba estructuralmente a la de 

la piel nativa, a pesar de que esta estructura estaba ausente de los tejidos artificiales 

mantenidos en cultivo ex vivo. Estos hallazgos vuelven a coincidir con los resultados 

previamente expuestos e implican un rápido proceso de maduración y diferenciación 

de la piel artificial una vez implantada en pacientes. 

Otra de las principales capas de la piel humana es la dermis (Brown y Krishnamurthy, 

2023). La dermis está constituida, fundamentalmente, por una población de células 

estromales, en su mayoría, fibroblastos, inmersos en una densa matriz extracelular 

(Ross y Pawlina, 2007). Entre sus múltiples funciones, destaca la de servir como 

asiento del epitelio, aportando nutrientes e intercambiando importantes sustancias 

y factores con éste, a través de la membrana basal, induciendo el desarrollo y la 

diferenciación de la epidermis suprayacente (Foraster y Ferrandiz, 2001; Shin et al., 

2019). De hecho, se ha demostrado que un correcto desarrollo de la dermis es 

fundamental para que la epidermis pueda asimismo desarrollarse y diferenciarse 
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normalmente, tanto en la piel nativa (Galbraith, 2010), como en sustitutos tisulares 

generados mediante ingeniería tisular (Rakhorst et al., 2006). A este respecto, se ha 

demostrado que el desarrollo del sustituto dérmico artificial juega un importante 

papel regulando la función de las células del epitelio de los tejidos artificiales, 

incluyendo tanto las citoqueratinas, como las células no queratinocíticas como los 

melanocitos (Biedermann et al., 2015a). 

Como era de esperar, el análisis histológico del modelo UGRSKIN mantenido ex vivo 

reveló la presencia de un sustituto dérmico regular y homogéneo, formado por una 

población celular de fibroblastos inmersos en una matriz extracelular fibrilar, tal 

como se demostró previamente en varios tipos de sustitutos tisulares basados en 

biomateriales de fibrina-agarosa nanoestructurados (González-Andrades et al., 2009; 

Rodriguez et al., 2013; Jaimes-Parra et al., 2016; Chato-Astrain et al., 2020; Garzón et 

al., 2020). Sin embargo, el implante in vivo en pacientes afectos de graves 

quemaduras se asoció a una importante modificación de la dermis, la cual modificó 

significativamente su estructura, siendo capaz de reproducir la histología de la dermis 

nativa, al menos parcialmente. De hecho, las fibras de fibrina asociadas a cadenas de 

agarosa fueron rápidamente reemplazadas por una densa matriz extracelular que 

contenía abundantes haces fibrilares compatibles con la presencia de colágeno 

maduro, como asimismo se demostró en los estudios in vivo realizados en animales 

de laboratorio previamente a su implante en pacientes (Carriel et al., 2012; Garzón 

et al., 2013). Al igual que en la epidermis, estos hallazgos son compatibles con un 

rápido proceso de biointegración de la dermis artificial implantada en pacientes. 

A pesar de mostrar una estructura compatible con una dermis nativa, la piel artificial 

implantada en pacientes reveló la presencia de dos tipos de tejido estructuralmente 

diferentes (una dermis superficial y una dermis profunda), estando ambas separadas 

por una interfase, especialmente en el día 30 de evolución. Muy probablemente, 

estos dos tipos de dermis corresponden, respectivamente, a la piel injertada (dermis 

superficial) y al remanente de piel del paciente (dermis profunda), que actuó como 

lecho hospedador de la piel artificial. El hecho de que la zona de interfase tendió a 

desaparecer y a hacerse menos evidente con el tiempo de evolución, así como la 

progresiva similitud que alcanzó la dermis superficial respecto a la profunda en los 
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sucesivos momentos del análisis (30, 60 y 90 días) sugieren que la piel artificial 

injertada, a pesar de integrarse muy rápidamente, aún requirió varias semanas para 

su plena maduración y diferenciación. Sin embargo, como se discutió más arriba, la 

dermis implantada no fue capaz de generar en ningún momento especializaciones de 

la unión dermo-epitelial del tipo crestas y papilas, como sí fue el caso de la piel nativa. 

Para caracterizar histológicamente la dermis de los sustitutos UGRSKIN, en la 

presente Tesis Doctoral se realizó un estudio histoquímico e inmunohistoquímico de 

la matriz extracelular de dicho estrato de la piel. La matriz extracelular de los tejidos 

conectivos constituye una estructura dinámica y altamente funcional que rodea a las 

células, los vasos sanguíneos y linfáticos, los nervios y otras estructuras que aparecen 

inmersas en dichos tejidos (Huang et al., 2022). El papel de la matriz extracelular en 

la fisiología de la dermis es fundamental, ya que esta estructura participa en la 

regulación de numerosas funciones biológicas, incluyendo la adhesión celular, 

proliferación, diferenciación, migración, nutrición e intercambio de sustancias, entre 

otras (Tracy et al., 2016; Nyström y Bruckner-Tuderman, 2019). Por ese motivo, una 

adecuada caracterización de la matriz extracelular es uno de los requerimientos de 

los tejidos generados mediante ingeniería tisular y debe formar parte del control de 

calidad de estos tejidos (Carriel et al., 2014). 

En primer lugar, la matriz extracelular de los tejidos humanos está constituida por un 

abundante componente fibrilar que contiene, fundamentalmente, fibras de colágeno 

y fibras elásticas, siendo menos abundantes, otros tipos fibrilares (Ross y Pawlina, 

2007). La presencia de estas fibras confiere la mayor parte de las propiedades 

biomecánicas de la piel, destacando su resistencia a las fuerzas que inciden sobre 

ésta, así como su elasticidad y su capacidad de resiliencia (Hsu et al., 2018; Shin et al., 

2019). Por tal motivo, su presencia y su adecuado desarrollo son requerimientos 

básicos para obtener una piel plenamente funcional. 

De entre todos los componentes fibrilares, las fibras de colágeno suponen el mayor 

porcentaje de fibras en la dermis humana, siendo uno de las estructuras más 

abundantes del cuerpo humano (Ross y Pawlina, 2007; Welsch, 2008). El colágeno es 

considerado como el principal biopolímero de nuestro organismo, siendo el principal 

responsable, junto con otras moléculas, de la resistencia mecánica de nuestros 
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tejidos (Sherman et al., 2015). Cuando se analizó la presencia de fibras maduras de 

colágeno en la piel artificial utilizando la técnica del rojo picrosirius, se encontró, 

como era de esperar, muy escasa señal en los tejidos mantenidos ex vivo, tal como 

se demostró previamente para diversos tipos de tejidos de fibrina-agarosa 

mantenidos en cultivo (Carriel et al., 2014; Garzón et al., 2021; Blanco-Elices et al., 

2023). Probablemente, el mantenimiento en cultivo de los tejidos artificiales podría 

suponer un aumento en la síntesis de fibras de colágeno, como se sugirió 

previamente (Ionescu et al., 2011), aunque el pleno desarrollo de este tipo de 

estructuras requiere, en la mayoría de los casos, la presencia de moléculas inductoras 

que únicamente están presentes tras su implante in vivo (Garzon et al., 2009; Garzón 

et al., 2009; Carriel et al., 2012). En cuanto a la piel artificial implantada en pacientes, 

el presente estudio reveló la rápida síntesis de fibras de colágeno, evidenciables tanto 

mediante microscopía óptica como mediante microscopía electrónica de 

transmisión, desde el día 30 de evolución in vivo. A nivel ultraestructural, se 

comprobó que todas las muestras in vivo analizadas presentaban abundantes fibras 

maduras de colágeno, así como numerosas células de aspecto fibroblástico que 

serían las responsables de la síntesis y la remodelación de estas fibras (Ross y Pawlina, 

2007; Gómez de Ferraris y Campos, 2019). A nivel estructural, el análisis mediante 

microscopía óptica de las muestras teñidas con hematoxilina-eosina mostró la 

presencia de gruesos haces de fibras, compatibles con colágeno maduro, en la dermis 

profunda, aunque estos gruesos haces resultaron muy escasos a nivel de la dermis 

superficial, donde las fibras eran más delgadas y menos abundantes. La similitud de 

este patrón histoarquitectural con los controles de piel humana nativa apoya la idea 

de que la dermis de la piel artificial tendió a integrarse y a madurar rápidamente, una 

vez implantada en el paciente, tal como ocurrió en el caso de la epidermis y de la 

membrana basal. 

Para cuantificar la presencia de fibras de colágeno, se utilizó la técnica histoquímica 

de rojo picrosirius (Carriel et al., 2017a). En general, nuestros resultados muestran, 

una vez más, que el implante in vivo se asoció a un incremento en la síntesis de 

componentes clave de la matriz extracelular respecto a los tejidos mantenidos ex 

vivo. Por una parte, se comprobó el efecto del tiempo de evolución in vivo sobre la 
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síntesis de fibras de colágeno a nivel de la dermis superficial, alcanzándose los niveles 

del control de piel nativa únicamente a los 90 días de evolución. Curiosamente, las 

muestras de 30 y 60 días presentaron niveles de estos componentes 

significativamente superiores a los tejidos ex vivo, pero sin llegar aún a los niveles de 

los controles. Por el contrario, los niveles de colágeno identificado mediante rojo 

picrosirius en la dermis profunda resultaron comparables a los controles desde el 

primer momento de evolución en el día 30. Aunque será necesario realizar estudios 

que confirmen o desmientan esta hipótesis, estos resultados están de acuerdo con la 

idea de que la dermis superficial de las muestras implantadas en pacientes podría 

corresponder a la piel artificial injertada en el paciente, mientras que la dermis 

profunda podría corresponder a dermis nativa del paciente que, por tanto, mostraría 

signos de madurez desde el primer momento. En cualquier caso, los resultados 

obtenidos en esta Tesis Doctoral no nos permiten excluir la posibilidad de que la 

dermis profunda provenga asimismo del tejido artificial implantado, y de que esta 

estructura madure más rápidamente que la dermis superficial, al estar en contacto 

más directo con los tejidos nativos de la zona receptora. 

Un aspecto importante para la correcta fisiología de la dermis es la orientación de las 

fibras de colágeno. Al constituir uno de los principales factores implicados en la 

respuesta de la piel a las fuerzas que inciden sobre ésta, una adecuada orientación 

de las fibras supone un factor fundamental para el control de las propiedades 

biomecánicas de la dermis humana (Sherman et al., 2015). Para evaluar la orientación 

de las fibras, las muestras de tejido artificial y los controles de piel nativa se analizaron 

utilizando luz polarizada, la cual es capaz de revelar la presencia de colágeno maduro 

y bien orientado, capaz de responder de forma específica a la luz polarizada, a 

diferencia del colágeno inmaduro, que no muestra dicho comportamiento (Zerbinati 

y Calligaro, 2018). En este sentido, se comprobó que, en la dermis superficial, las 

muestras correspondientes a 30 y 60 días post-injerto presentaban menor nivel de 

fibras que mostraban polarización positiva, en comparación con los controles, 

mientras que la piel de 90 días sí alcanzó los niveles del control de piel nativa. Estos 

resultados coinciden con los análisis realizados con luz no polarizadas y confirman la 

idea de que las fibras de colágeno formadas en los días 30 y 60 son aún, inmaduras, 
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alcanzando niveles de madurez compatibles con el tejido nativo a partir del día 90 de 

evolución. En la dermis profunda, se observó que las muestras de 60 y 90 días eran 

comparables a los controles. Sin embargo, la cantidad de fibras de colágeno que 

responden a la luz polarizada fue inferior al control en la dermis profunda 

correspondiente a 30 días. Los motivos de este comportamiento de las muestras de 

30 días deberán ser dilucidados en futuros estudios, aunque estos resultados podrían 

apoyar preferentemente la teoría de que la dermis profunda podría provenir de la 

piel artificial injertada, al igual que la superficial, y en este momento, aún no habría 

sido capaz de formar una red plenamente madura de colágeno. Por el contrario, si 

aceptásemos la teoría de que la dermis profunda corresponde a dermis remanente 

del paciente, podríamos hipotetizar que el colágeno de la dermis profunda podría 

haber experimentado ciertas alteraciones debidas al trauma térmico sufrido por la 

dermis inmediatamente superior a ésta, que desembocarían en cierta 

desorganización del colágeno a nivel de la dermis profunda, el cual se podría 

reorganizar a partir del día 60 para alcanzar niveles fisiológicos. 

Uno de los tipos específicos de colágeno que juegan un papel relevante en la fisiología 

de la piel humana es el colágeno tipo V, el cual supone alrededor del 5% del contenido 

total de colágeno de la dermis, pero (Shin et al., 2019). El colágeno tipo V presenta 

estructura fibrilar y tiende a asociarse a otros colágenos fibrilares como el colágeno 

tipo I, colaborando en aportar elasticidad a la piel humana (Malfait, 2018). Su 

presencia en la matriz extracelular es muy importante, y sus alteraciones han sido 

relacionadas con problemas de estabilidad biomecánica de los tejidos blandos 

humanos (Henriksen, 2016). De hecho, su presencia es crucial para la estabilidad 

estructural de la dermis humana (Kobayasi y Karlsmark, 2006). Cuando se analizó este 

componente fibrilar en la dermis de la piel artificial injertada en pacientes, se 

encontró un aumento significativo de colágeno tipo V en todas las muestras, respecto 

a la piel artificial mantenida ex vivo. Además, se comprobó que la presencia de 

colágeno tipo V tendió a aumentar con el tiempo de evolución post-injerto in vivo, 

tanto en la dermis superficial como en la dermis profunda. A este respecto, destaca 

el hecho de que la síntesis de este tipo de fibras resultó significativamente superior 

en todas las muestras implantadas en pacientes que en los controles de piel nativa, 
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excepto en la dermis profunda de 30 días de evolución. Aunque las consecuencias de 

esta presencia incrementada de colágeno tipo V deberán determinarse en el futuro, 

estos hallazgos estarían en línea con estudios previos que demuestran que la síntesis 

de este tipo de colágeno se encuentra incrementada en los tejidos en remodelación 

que presentan altos niveles de síntesis de otros tipos de fibras, considerándose que 

el colágeno tipo V podría actuar como un regulador de la fibrilogénesis (Mak et al., 

2016). En el caso del modelo UGRSKIN, es posible que el elevado grado de 

remodelación funcional y estructural al que están sometidos estos tejidos una vez 

implantados en el paciente, puedan inducir la síntesis de colágeno tipo V como 

agente regulador de dicha remodelación. En cualquier caso, se hace necesario llevar 

a cabo estudios capaces de determinar si la presencia incrementada de colágeno V 

en las muestras de piel artificial implantadas en el paciente tiene carácter 

permanente, o si los niveles de este componente tienden a equilibrarse con la piel 

nativa después de tiempos de evolución más prolongados.  

Por otro lado, en la presente Tesis Doctoral se evaluó la presencia de fibras elásticas 

como componentes fundamentales de la matriz extracelular de la dermis (Brown y 

Krishnamurthy, 2023). De estructura compleja, las fibras elásticas están constituidas, 

fundamentalmente, por elastina, y su función es primordial para mantener la 

estructura tridimensional de la dermis, aportando elasticidad a la misma (Kondo et 

al., 2022; Brown y Krishnamurthy, 2023). Su formación ocurre en el contexto de un 

complejo proceso multifactorial denominado elastogénesis, en el que participan 

numerosos factores sintetizados, en su mayoría, por los fibroblastos de la dermis 

(Schmelzer y Duca, 2022; Zhang et al., 2022). Tras una fase inicial en la que las células 

sintetizan una serie de microfibrillas inmaduras (fundamentalmente, de fibrilina, 

fibulina y otros tipos de fibras relacionadas con la elastina), las fibras elásticas deben 

madurar y sufrir un proceso de entrecruzamiento intermolecular, para generar fibras 

maduras y plenamente funcionales (Halper, 2021; Schmelzer y Duca, 2022). En la 

dermis, las fibras elásticas maduras permiten a la piel responder a las fuerzas 

incidentes con la resiliencia que caracteriza a este órgano (Heinz, 2021), por lo que 

su presencia debería ser analizada en la piel artificial para garantizar la función 

estructural y biomecánica de ésta una vez implantada en pacientes. 
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En el presente estudio, se comprobó, en consonancia con los resultados obtenidos 

en el caso de las fibras de colágeno, que el implante in vivo se asoció 

significativamente a un incremento en la síntesis de fibras elásticas. Mientras estas 

fibras estaban ausentes en los tejidos ex vivo, confirmando la idea de que la piel 

mantenida en cultivo aún presenta bajos niveles de diferenciación y carece de gran 

parte de los componentes de la piel nativa (Garzón et al., 2013; Ruiz-López et al., 

2022), el implante en pacientes fue capaz de generar la síntesis de fibras elásticas a 

nivel de la dermis. De hecho, se comprobó, en la dermis superficial, que estas fibras 

aparecían desde el día 30, aunque sin llegar a los niveles de la piel control, 

alcanzándose dichos niveles a partir del día 60 de evolución. En línea con los 

resultados anteriores, estos hallazgos sugieren que la integración y maduración de la 

dermis superficial ocurre de forma rápida, aunque no llega a los niveles de la piel 

nativa hasta, al menos, el día 60 de evolución in vivo. En cuanto a la dermis profunda, 

se observó que los tejidos correspondientes a 30 días de evolución presentaban 

menor cantidad de fibras elásticas que los controles, tal como ocurría para las fibras 

de colágeno observadas mediante luz no polarizada y luz polarizada. Curiosamente, 

las muestras de mayor tiempo de evolución presentaron niveles significativamente 

superiores de fibras elásticas, que superaban los niveles encontrados en la piel nativa 

control. Aunque habrá que determinar si este hecho conlleva alguna modificación en 

las propiedades biomecánicas de la piel implantada en el paciente, la mayor 

presencia de fibras elásticas en las muestras de larga evolución podría ser 

consecuencia del proceso de remodelación in vivo que experimenta la piel artificial 

una vez implantada, y sugiere que esta piel podría mantener niveles adecuados de 

elasticidad que posibilitarían las funciones fisiológicas de la piel. En cualquier caso, 

estudios previos sugieren que no existe una correlación directa entre la cantidad de 

fibras elásticas presentes en la piel y la existencia de patologías de la misma tales 

como la fibrosis o la esclerosis (Pasquali Ronchetti et al., 1989). Asimismo, el rápido 

desarrollo de la epidermis en la piel artificial implantada in vivo podría contribuir a 

explicar la formación de numerosas fibras elásticas a nivel de la dermis, ya que se ha 

demostrado el potencial inductor del epitelio a la hora de sintetizar de fibras elásticas 

por parte de los fibroblastos dérmidos, mediante un proceso de interacción entre la 

epidermis y la dermis (Kondo et al., 2022). 
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En segundo lugar, la matriz extracelular de los tejidos humanos contiene un 

abundante componente no fibrilar constituido por una gran cantidad de agua, 

proteoglicanos, glicoproteínas y otras moléculas no fibrilares cuya función es esencial 

para la homeostasis tisular (Tracy et al., 2016; Halper, 2021; Huang et al., 2022). De 

todos estos componentes no fibrilares, los proteoglicanos son, probablemente, los 

componentes más abundantes y más importantes a la hora de controlar las 

propiedades biomecánicas y biológicas de la matriz extracelular (Rodriguez-Pozo et 

al., 2020; Eisner et al., 2022), actuando como reguladores de primer orden de 

procesos tan importantes como la proliferación, migración, síntesis proteica y 

remodelación de la matriz extracelular (Vela-Romera et al., 2019). El análisis global 

de proteoglicanos mediante la técnica histoquímica del azul alcián nos permitió 

cuantificar la presencia de estos componentes en la dermis de cada una de las 

muestras analizadas en esta Tesis Doctoral. En primer lugar, se comprobó que la piel 

artificial mantenida ex vivo mostraba cierta cantidad de proteoglicanos en su 

composición, aunque esta cantidad era significativamente inferior a la de la dermis 

superficial de la piel nativa control. Este hallazgo no es sorprendente, ya que el tejido 

artificial se construyó utilizando diversos componentes ricos en proteoglicanos y 

glicoproteínas contenidos en el biomaterial de fibrina-agarosa, por lo que los tejidos 

artificiales generados a partir de este biomaterial tienden a mostrar cierta cantidad 

de proteoglicanos incluso antes de su aplicación in vivo (Garzón et al., 2021; Blanco-

Elices et al., 2023). En segundo lugar, se observó una progresiva tendencia a alcanzar 

los niveles de la piel nativa control en los tejidos implantados en pacientes. Por un 

lado, la dermis superficial tendió a incrementar la concentración de proteoglicanos 

con el tiempo de evolución in vivo. Por otro lado, la dermis profunda tendió a 

disminuir la cantidad de estos componentes con el tiempo de evolución. En ambos 

casos, la cantidad de proteoglicanos se equiparó a la del control alrededor del día 90 

de evolución, aunque las diferencias con el control no fueron significativas desde el 

día 60 post-implante. El hecho de que la piel implantada en pacientes alcanzara 

niveles de proteoglicanos que no diferían del control vuelve a poner de relieve el 

rápido proceso de biointegración y maduración que experimenta el modelo UGRSKIN 

una vez implantado en pacientes, aunque, en este caso, el correcto desarrollo de 



Página 113 de 136 
 

proteoglicanos podría requerir un mínimo de 60 días de evolución para alcanzar 

niveles fisiológicos. 

Tras analizar globalmente la presencia de proteoglicanos, se procedió a cuantificar 

uno de los proteoglicanos más abundantes y más importantes de la dermis: la 

decorina (Kosho et al., 2019). La decorina participa en numerosos procesos 

relacionados con las principales propiedades de la matriz extracelular, y es de 

especial relevancia en la regulación de la formación de los componentes fibrilares y 

el control del grosor de las fibras maduras que se van formando en la matriz 

extracelular, especialmente, en el caso de las fibras de colágeno (Graham et al., 2000; 

Reed y Iozzo, 2002). Como resultado del análisis llevado a cabo en esta Tesis Doctoral, 

se observó, en primer lugar, la escasa presencia de decorina en los sustitutos de piel 

mantenidos en cultivo. En segundo lugar, se comprobó que el implante en pacientes 

se asoció a un aumento significativo de los niveles de decorina en todas las muestras, 

excepto en la dermis superficial del tejido correspondiente a 30 días de evolución, 

alcanzándose niveles comparables al control de piel humana nativa en todos los 

demás casos. Estos resultados concuerdan, en general, con los datos obtenidos para 

las fibras de colágeno, y confirman la idea de una interrelación directa entre la síntesis 

de fibras colágeno maduro y la presencia de este tipo de proteoglicanos (Franchi et 

al., 2007). Además, diversos estudios han demostrado que la ausencia de decorina y 

otros proteoglicanos se asocia de manera directa a una síntesis anómala de fibras de 

colágeno y, por tanto, a la aparición de diversas patologías como la fibrosis dérmica 

o cicatrices hipertróficas (Honardoust et al., 2012). 

En conjunto, los resultados obtenidos tras el análisis de la dermis confirman los 

hallazgos encontrados a nivel de la epidermis y la membrana basal referentes a la 

rápida biointegración de la piel artificial en el paciente, aunque, en el caso de la 

dermis, el proceso de maduración y diferenciación parece requerir mayores periodos 

de tiempo. Tal como demuestran los estudios de clasificación cluster, los tejidos que 

presentarían los mayores niveles de biomimetismo respecto a la piel humana nativa 

serían los tejidos implantados en pacientes durante 60 y 90 días. 

Uno de los principales factores implicados en la biointegración de tejidos generados 

mediante ingeniería tisular es la generación de una adecuada red vascular que 
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permita al tejido implantado recibir los nutrientes, el oxígeno y los factores tróficos 

necesarios para su pleno funcionamiento (Sun et al., 2021). Por ello, se hace 

necesario evaluar la formación de vasos sanguíneos en la piel artificial generada 

mediante ingeniería tisular e implantada en grandes quemados, habiéndose 

demostrado que la falta de una adecuada red vascular podría conducir a hipoxia del 

tejido artificial implantado y, por tanto, a un fallo del tratamiento (Chandra y Atala, 

2019; Masson-Meyers y Tayebi, 2021). En el caso del modelo UGRSKIN, se pudo 

observar la rápida formación de vasos sanguíneos positivos para el marcador 

endotelial CD31, así como de vasos de mayor calibre positivos para el marcador de 

músculo liso SMA, mostrando ambos tipos de vasos, el mismo comportamiento 

histológico. Como era de esperar, los tejidos artificiales mantenidos ex vivo carecían 

por completo de vasos sanguíneos, resultado negativos para ambos marcadores 

analizados. En el caso de la piel nativa control, los análisis revelaron la mayor 

presencia de vasos CD31-positivos y SMA-positivos a nivel de la dermis superficial, 

siendo ambos más escasos en la dermis profunda. Cuando se analizó el modelo de 

piel artificial implantado en pacientes, se comprobó, de igual forma, que los vasos 

sanguíneos eran más abundantes en la dermis superficial que en la profunda, aunque 

existían diferencias frente al control de piel nativa. Así, los análisis mostraron un 

mayor número de vasos CD31-positivos y SMA-positivos en los sustitutos de piel 

artificial implantados en pacientes que en los controles, tanto en la dermis superficial, 

como en la dermis profunda, existiendo gran abundancia de vasos desde el día 30 de 

evolución. Estos resultados sugieren que el tejido artificial posee gran capacidad para 

inducir la formación de vasos a partir de los vasos del tejido receptor, mediante un 

proceso de angiogénesis (Wu et al., 2018). El rápido desarrollo de una red de 

capilares, acompañada de vasos de mayor calibre que poseen musculatura lisa en su 

estructura (Frangiamore et al., 2018), podría explicar los resultados positivos 

encontrados en los pacientes tratados con el modelo UGRSKIN hasta el momento. 

Diversos estudios previos ya demostraron que el uso de biomateriales de fibrina 

podría contribuir a inducir procesos de angiogénesis capaces de mejorar la 

biointegración de productos de ingeniería tisular aplicados in vivo (Hall, 2007), 

especialmente, cuando estos biomateriales se funcionalizan con otros tipos celulares 

pro-angiogénicos (Blanco-Elices et al., 2021). 
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A pesar de su abundancia, es importante señalar que la distribución de los vasos 

sanguíneos en la piel artificial implantada en pacientes no se distribuyó de manera 

totalmente biomimética respecto a la dermis humana nativa. De hecho, mientras la 

dermis nativa presenta dos plexos vasculares interconectados (uno superior, a nivel 

de la dermis papilar, y otro inferior, a nivel de la dermis reticular) (Braverman, 1989), 

la dermis de la piel implantada en pacientes presentaba menores niveles de 

organización y no mostraba claramente la presencia de estos dos plexos vasculares. 

Probablemente, la necesidad de aportar rápidamente factores tróficos al tejido 

implantado obliga a la formación de una red vascular inicialmente poco organizada y 

pobremente estructurada, tal como se demostró en diversos tipos de tejidos 

(Gounari et al., 2022) que, posteriormente, podría tender a organizarse hasta 

remedar la estructura existente en los tejidos nativos. Asimismo, es posible que el 

excesivo número de vasos encontrado en los tejidos artificiales implantados en 

pacientes tienda a disminuir progresivamente con el tiempo de evolución hasta 

normalizarse respecto a la piel nativa. Futuros estudios deberán determinar la 

evolución de estos vasos sanguíneos en muestras de pacientes tomadas tras mayores 

tiempos de evolución. 

Junto a los vasos sanguíneos, los vasos linfáticos constituyen estructuras 

fundamentales para garantizar la correcta fisiología de la piel humana y evitar la 

aparición de edema u otras patologías a nivel de la dermis (Huggenberger y Detmar, 

2011; Schwager y Detmar, 2019). Los vasos linfáticos se constituyen formando una 

red jerárquicamente estructurada, que comienza a nivel de los tejidos, y desemboca 

en el torrente circulatorio venoso, drenando el exceso de fluido de los tejidos (Skobe 

y Detmar, 2000). Al igual que ocurrió con los vasos sanguíneos, el presente estudio 

mostró, en primer lugar, que el número de vasos linfáticos era superior en la dermis 

superficial que en la dermis profunda de la piel nativa utilizada como control. En 

segundo lugar, se comprobó la presencia de vasos linfáticos en la piel artificial 

injertada en el paciente, aunque el número de vasos linfáticos de la dermis superficial 

fue inferior al de los controles en el día 30 de evolución y superior al de los controles 

en el día 90 post-implante. De nuevo, estos resultados sugieren que la maduración 

de la dermis y de los componentes que en ella residen, como los vasos linfáticos, 
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podría requerir más de 30 días de evolución, encontrándose que las muestras de 60 

días ya presentan un número de vasos comparable al control. Al igual que en el caso 

de los vasos sanguíneos, el hecho de que las muestras de 90 días presenten mayor 

número de linfáticos en la dermis superficial podría relacionarse con el proceso de 

biointegración y remodelación de la piel artificial y, probablemente, podría tender a 

regresar tras un periodo de evolución aún más prolongado. En general, la presencia 

de vasos linfáticos en la piel artificial injertada en pacientes sugeriría un adecuado 

funcionamiento de esta piel artificial, al menos, en lo que a drenaje linfático se 

refiere. Sin embargo, el hecho de que este tipo de vasos juegue un papel fundamental 

en múltiples procesos fisiológicos de la piel, incluyendo el control de la hidratación y 

la regulación del sistema inmune, entre otros (Selahi y Jain, 2023), sugeriría que la 

piel implantada en pacientes podría llevar a cabo funciones fisiológicas de la piel 

normal desde el día 60 de evolución. 

En suma, en la presente Tesis Doctoral se ha llevado a cabo un estudio exhaustivo a 

distintos niveles para determinar la estructura y la ultraestructura de la piel artificial 

de fibrina-agarosa nanoestructurada implantada en pacientes durante periodos de 

tiempo crecientes. En general, los resultados sugieren que la piel artificial implantada 

en pacientes tiende a experimentar un proceso de biointegración que desemboca en 

la formación de una piel regenerada muy similar a la piel humana nativa, y que este 

proceso ocurre de forma muy temprana, aunque con diferencias entre las diferentes 

capas de la piel. Por un lado, la epidermis maduró y se diferenció desde los primeros 

momentos del estudio, lo cual probablemente contribuyó a la rápida formación de 

una barrera protectora en el paciente que habría que relacionar con los positivos 

resultados encontrados a nivel clínico. Por otro lado, la dermis mostró igualmente 

adecuados niveles de biointegración, aunque su plena maduración y diferenciación 

requirió mayores tiempos de evolución, e incluso algunos componentes como el 

colágeno tipo V o los vasos sanguíneos, no llegaron a mimetizar los niveles 

encontrados en los controles. Estos resultados sugieren en consonancia con los 

estudios clasificatorios realizados teniendo en cuenta todos los parámetros 

analizados en esta Tesis Doctoral, que la piel UGRSKIN mantenida ex vivo presentaría 

escasos niveles de diferenciación, comparables a los de la piel implantada durante 30 
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días. Sin embargo, el implante in vivo durante 60 y, especialmente, 90 días, generaría 

tejidos estructural y funcionalmente biomiméticos respecto a la piel humana nativa. 

Todos estos resultados avalan la bioseguridad del modelo UGRSKIN y su capacidad 

para integrarse adecuadamente en el paciente, contribuyendo de forma decisiva a 

incrementar la supervivencia y la calidad de vida de estos pacientes. 
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De los resultados obtenidos en la presente Tesis Doctoral se pueden inferir las 

siguientes conclusiones: 

1. El análisis histológico de los sustitutos de piel humana basados en biomateriales 

de fibrina-agarosa nanoestructurada mantenidos en cultivo ex vivo reveló la 

presencia de un epitelio formado por 2-3 estratos de queratinocitos que 

mostraba escasos niveles de diferenciación epidérmica y muy baja expresión de 

marcadores epiteliales, incluyendo las citoqueratinas C5, CK8 y CK10, las 

proteínas de unión intercelular claudina 1 y placoglobina y los marcadores de 

diferenciación queratinocítica filagrina e involucrina, aunque estos sustitutos 

tisulares sí presentaban signos de proliferación celular a nivel del epitelio. No se 

encontraron otros tipos celulares, tales como los melanocitos o las células de 

Langerhans en estos sustitutos de piel mantenidos en cultivo. Por el contrario, las 

muestras de piel humana artificial generados por ingeniería tisular e implantados 

en pacientes afectos de graves quemaduras cutáneas mostraron, desde el día 30 

de evolución in vivo, un epitelio bien diferenciado en el que las células se 

disponían en estratos basal, espinoso, granuloso y córneo, reproduciendo la 

estructura y la ultraestructura de la piel humana nativa utilizada como control, 

sin que se apreciaran diferencias entre los diferentes días de evolución. Este 

epitelio mostró, en general, un patrón de expresión de marcadores de 

diferenciación epidérmica similar al de la piel control, aunque con menor 

expresión de la citoqueratina CK10 y de involucrina en el día 30 de seguimiento 

in vivo, sin que existieran diferencias en la expresión de CK5, CK8, claudina 1, 

placoglobina y filagrina respecto al control, aunque el número de melanocitos y 

células de Langerhans fue significativamente inferior al control en todos los 

tiempos. La proliferación celular determinada por la expresión de Ki67 reveló la 

presencia de células proliferativas en el estrato basal epidérmico, siendo similar 

al control a partir del día 90 de evolución in vivo. Estos hallazgos sugieren que el 

epitelio de los sustitutos de piel artificial implantados en pacientes es capaz de 

integrarse y de diferenciarse muy rápidamente, mostrando patrones de 

diferenciación epidérmica ortotípica que mimetizan en gran parte a la piel nativa. 
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2. El análisis histológico de la membrana basal de los tejidos artificiales generados 

en la presente Tesis Doctoral reveló la existencia de una unión dermo-epidérmica 

de morfología plana, carente de las típicas crestas y papilas existentes en la piel 

nativa, tanto en el tejido mantenido ex vivo como en los sustitutos de piel 

implantados en pacientes. Asimismo, los análisis histoquímicos utilizando la 

técnica del PAS mostraron la presencia de una membrana basal que contenía 

abundantes glicoproteínas en todos los sustitutos de piel implantados en 

pacientes, aunque no en el sustituto mantenido en cultivo, sin que se apreciaran 

diferencias entre los diferentes tiempos de evolución in vivo. A nivel 

ultraestructural, se evidenció la existencia de una membrana basal ortotípica en 

todas las muestras implantadas en pacientes, con la presencia de una lámina 

lúcida, una lámina densa y una lámina reticular, sin que se evidenciaran 

alteraciones en ninguno de los casos. Estos resultados sugieren que la unión 

dermo-epidérmica de los sustitutos implantados en pacientes es capaz de 

reproducir, desde el primer momento, los patrones de diferenciación de la piel 

nativa en cuanto a la membrana basal, aunque la morfología de esta unión carecía 

de las crestas y papilas existentes en la piel humana utilizada como control. 

 

3. Los estudios histológicos llevados a cabo a nivel de la dermis de la piel artificial de 

fibrina-agarosa nanoestructurada confirmó la adecuada biointegración de este 

modelo de piel, una vez implantado en el paciente. Sin embargo, los tejidos 

artificiales implantados en grandes quemados evidenciaron la presencia de una 

dermis superficial y una dermis profunda separadas por una interfase, que eran 

muy evidentes a los 30 días de evolución in vivo y menos evidentes tras 60 y 90 

días del implante. En general, la dermis superficial contenía mayor cantidad de 

células, mientras que la dermis profunda contenía mayor cantidad de 

componentes fibrilares maduros y bien diferenciados, similares a los de la piel 

control. Los estudios histoquímicos e inmunohistoquímicos revelaron la 

presencia de abundantes fibras de colágeno en los sustitutos implantados en 

pacientes, aunque no en los constructos mantenidos en cultivo, alcanzándose los 

niveles y el comportamiento con luz polarizada de la piel nativa a los 90 días de 

evolución in vivo, en el caso de la dermis superficial, y a los 60 días, en el caso de 
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la dermis profunda. En el caso del colágeno tipo V, se comprobó que el implante 

en pacientes se asoció, en general, a un aumento significativo de la cantidad de 

este tipo de fibras. Asimismo, el estudio de las fibras elásticas mostró niveles 

comparables al control en la dermis superficial de 60 y 90 días de seguimiento, y 

un aumento significativo respecto al control en la dermis profunda 

correspondiente a los mismos días de evolución. En cuanto a los proteoglicanos 

de la matriz extracelular, se comprobó que los tejidos artificiales implantados en 

pacientes mostraron niveles similares al control a partir del día 60, en el caso de 

la dermis superficial, y en todos los periodos analizados, para la dermis profunda. 

Todos estos resultados revelan la posibilidad de que la dermis de la piel artificial 

experimente un proceso de biointegración en el paciente, aunque este proceso 

ocurre de forma más lenta y progresiva en comparación con la epidermis. Aunque 

la dermis mostró signos parciales de diferenciación desde el día 30, la maduración 

de esta capa de la piel no ocurre hasta, al menos, el día 60 de evolución post-

implante en pacientes afectos de graves quemaduras. 

 

4. La cuantificación de vasos sanguíneos y linfáticos en la piel artificial generada por 

ingeniería tisular evidenció, en primer lugar, la formación de numerosos vasos 

sanguíneos de delgado calibre que mostraron marcación positiva para CD31, así 

como de vasos de mayor calibre que contenían una capa muscular y mostraron 

marcación positiva para SMA, especialmente, en la dermis superficial, tal como 

ocurría en los controles de piel humana nativa. Sin embargo, a diferencia de los 

controles, los tejidos artificiales implantados en pacientes mostraron un número 

significativamente superior de vasos sanguíneos en todos los tiempos de 

evolución analizados, lo cual sugiere la presencia de un proceso activo de 

angiogénesis relacionado con la biointegración del tejido artificial. En cuanto a los 

vasos linfáticos identificados mediante el marcador D2-40, se evidenció un 

aumento del número de estas estructuras en la dermis superficial con el tiempo 

de evolución, superando los niveles del control a los 90 días, mientras que su 

número fue comparable al control en todos los tiempos analizados en la dermis 

profunda. Estos resultados sugieren que la piel artificial es capaz de inducir de 

forma eficaz la formación de nuevos vasos de tipo sanguíneo y linfático, que 
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contribuirían a la viabilidad y, por tanto, a la integración del tejido artificial en el 

paciente. 

 

5. En general, los resultados de esta Tesis Doctoral demuestran la utilidad del 

modelo UGRSKIN de piel artificial de fibrina-agarosa nanoestructurada 

implantada en pacientes y su capacidad de integración y diferenciación en el 

lecho receptor. Los estudios de clasificación de tipo cluster sugieren que la piel 

artificial mantenida en cultivo ex vivo presenta escasos niveles de diferenciación 

que serían, en parte, comparables a las muestras implantadas en pacientes 

durante 30 días, mientras que las muestras de 60 y, especialmente, de 90 días de 

evolución presentan patrones histoarquitecturales y funcionales biomiméticos 

respecto a la piel humana nativa utilizada como control. Estos resultados revelan 

la capacidad del modelo UGRSKIN para integrarse, madurar y diferenciarse una 

vez implantado en pacientes, aunque la plena diferenciación podría requerir un 

mínimo de 60 días de seguimiento in vivo. 
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