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A análise química, bioquímica e de transferência de massa/calor em escoamento 

segmentados, do tipo gotas, em dispositivos microfluídicos apresenta mais eficiência 

devido algumas de suas características como, grande área superficial e tamanhos 

monodispersos. Deste modo, a utilização de sistemas microfluídicos para encapsulamento 

de esferoides apresenta-se como um campo promissor por exibir propriedades 

importantes como distribuição do tamanhos de gotas controlados e uniformes, além de 

sua relativa simplicidade e reprodutibilidade, o que não é apresentado nos processos 

tradicionais. O uso desses esferoides encapsulados por matrizes compostas de hidrogéis 

são amplamente empregados no âmbito da medicina regenerativa, principalmente devido 

ao aumento da área de superfície. Portanto, o presente estudo apresenta a fabricação e 

teste de dispositivos microfluídicos, da formação de gotas de emulsão simples e por 

consequência, o encapsulamento de esferoides em microgotas aquosas independentes 

dispersas em um óleo transportador imiscível. Variações na vazão das fases dispersa e 

continua são observadas gerando gotas com diâmetros variando de 335 ± 1 μm a 733 ± 

15 μm, mostrando que o tamanho médio e a morfologia das gotas variam com a 

viscosidade e configuração dos capilares. O encapsulamento de esferoides em hidrogéis 

de alginato fornece uma ferramenta simples e rápida para preparar microgotas para 

sistemas relacionados a medicina regenerativa.  
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The chemical, biochemical and mass transfer / heat transfer analysis in segmented 

droplets, of the droplets type, in microfluidic devices presents more efficiency due to 

some of its characteristics such as large surface area and monodisperse sizes. Thus, the 

use of microfluidic systems for encapsulation of spheroids is a promising field because it 

exhibits important properties such as distribution of controlled and uniform droplet sizes, 

as well as their relative simplicity and reproducibility, which is not presented in traditional 

processes. The use of these spheroids encapsulated by hydrogel composite matrices are 

widely used in regenerative medicine, mainly due to the increase in surface area. 

Therefore, the present study presents the fabrication and testing of microfluidic devices, 

the formation of single emulsion droplets and, consequently, the encapsulation of 

spheroids in separate aqueous microdroplets dispersed in an immiscible carrier oil. 

Variations in the flow of dispersed and continuous phases are observed generating 

droplets with diameters varying from 335 ± 1 μm to 733 ± 15 μm, showing that the 

average size and morphology of the droplets vary with the viscosity and configuration of 

the capillaries. The encapsulation of spheroids in alginate hydrogels provides a simple 

and rapid tool for preparing microdroplets for systems related to regenerative medicine. 
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CAPÍTULO 1 

INTRODUÇÃO 
 

O presente capítulo avalia a importância deste estudo, apresentando primeiramente 

as motivações que levaram a pesquisa a ser produzida e os objetivos central e específicos 

do mesmo. Na seção seguinte, é explicitado a organização da dissertação em capítulos. 

 

1.1 MOTIVAÇÃO 

Com o desenvolvimento da microfluídica de gotas, o encapsulamento de células 

tornou-se um método promissor para garantir avanços na engenharia de tecidos[2]–[4]. 

Dispositivos microfluídicos in vivo têm sido usados para recriar o microambiente celular 

e permitem análises em tempo real do comportamento celular e respostas a estímulos 

externos[5]. Dispositivos microfluídicos foram implementados para induzir a 

diferenciação de células- tronco [5], o desenvolvimento e função de órgãos de estudo [6], 

manipular grandes números de células, além da possibilidade de fácil integração de todos 

os tipos de operações padrão analíticas no sistema microfluídico [7]. 

O estudo da função tecidual in vitro foi auxiliado pelo desenvolvimento de sistemas 

de cultura tridimensionais que replicam com mais acuracia os complexos componentes 

celulares de tecidos e órgãos. No entanto, as abordagens tradicionais para o 

encapsulamento celular levam muitas vezes a microgotas com alta polidispersibilidade 

de tamanhos e baixa reprodutibilidade [8]. 

Utilizando polímeros sintéticos ou de extratos naturais e empregando métodos 

gelificantes adequados, as gotas que encapsulam as células podem ser convertidas em 

hidrogéis carregados de células. Esses podem fornecer microambiente 3D fisiológico para 

o metabolismo celular, proteger as células contra forças externas de cisalhamento e 

reduzir a resposta imune potencial para aplicações in vivo. Além disso, os hidrogéis são 

permeáveis ao fluxo de nutrientes e oxigênio, bem como ao fluxo de moléculas 

terapêuticas. Assim, esses hidrogéis têm sido amplamente utilizados em aplicações para 

mimetizar a montagem de tecidos e liberação de células para terapias. 

Dispositivos microfluídicos oferecem características promissoras para a geração de 

hidrogéis carregados de células que manipulam pequenas quantidades de fluidos em 

plataformas com tamanhos reduzidos, cujas características particulares de escoamento 

https://www-sciencedirect.ez29.capes.proxy.ufrj.br/topics/engineering/external-stimulus
https://www-sciencedirect.ez29.capes.proxy.ufrj.br/topics/engineering/external-stimulus
https://www-sciencedirect.ez29.capes.proxy.ufrj.br/topics/biochemistry-genetics-and-molecular-biology/organogenesis
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são capazes de produzir emulsões múltiplas com propriedades físico-químicas altamente 

ajustáveis. Nesse sentido, esse trabalho pretende investigar o desenvolvimento e a 

fabricação de esferoides celulares encapsulados por meio de dispositivos microfluídicos 

baseados em gotas. 

O encapsulamento celular em matrizes de hidrogéis biodegradáveis tem grande 

interesse para aplicações de engenharia de tecidos, especialmente se desenvolvido em 

plataformas microfluídicas, pois pode oferecer inúmeras características atraentes, 

incluindo manuseio direto, com relativa simplicidade e reprodutibilidade. Alguns 

requisitos são necessários para que a matriz extracelular seja desenhada, como por 

exemplo, o material ser biocompatível e funcionar sem a interrupção de outros processos 

fisiológicos[9].  

1.2 OBJETIVOS 

O presente trabalho tem como objetivo geral projetar, fabricar e experimentar um  

sistema microfluídico de capilar de vidro para encapsulamento de esferoides de células-

tronco em matrizes baseadas em hidrogéis levando em conta parametros de fabricação, 

características de escoamento nos capilares, o estudo e caracterização da formação da 

gota como propósito de otimizá-lo e ter a melhor conjuntura para a produção do 

encapsulamento. Os dispositivos serão baseados em capilares de vidro e os esferoides 

serão encapsulados em gotas de água-em-óleo (w/o).  

Os objetivos específicos deste trabalho são: 

 Fabricação de um microdispositivo de baixo custo que seja capaz de promover o 

encapsulamento de esferoides, utilizando a focalização hidrodinâmica e co-fluxo (método 

para geração de gotas duplas). 

 Produção de gotas de alginato em óleo em dispositivos de capilares de vidro com 

focalização hidrodinâmica e co-fluxo; 

 Estudo do regime de escoamento no processo de formação de gotas e das 

proporções entre as vazões de cada corrente;  

 Encapsulamento em fluxo contínuo de esferoides de células-tronco de tecido 

adiposo humano; 

 Estudo da variação da concentração de surfactante no processo de formação de 

gotas e das proporções entre as vazões de cada corrente. 
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1.3 ORGANIZAÇÃO DA DISSERTAÇÃO EM CAPÍTULOS 

 

Para apresentar didaticamente a constituição deste trabalho, ele está separado em 

capítulos. No capítulo 2 será apresentado a revisão da literatura no contexto das linhas 

base para esta pesquisa, tais como: a importância das células-tronco na engenharia de 

tecido, encapsulação de células-tronco em dispositivos microfluídicos como um modo 

alternativo para aumento de produtividade na bioimpressão e as consequências que a 

microfluídica traz a bioimpressão, a influência do hidrogel para o encapsulamento de 

esferoides. 

O capítulo 3 apresentará os fundamentos teóricos que embasam a microfluídica de 

gotas empregada na criação do dispositivo utilizado na pesquisa. Além de apresentar 

sumariamente a bioimpressão baseada em gotas, na qual foi a motivação central para este 

trabalho. 

O capítulo 4 apresentará os fundamentos teóricos que embasam emulsões e 

surfactantes. A fim de explorar esse campo e definir quais são as razões para nortear a 

criação de hidrogéis. 

O capítulo 5 mostrará os processos de produção de micropartículas de alginato 

usando capilares de vidro e focalização hidrodinâmica, bem como o uso de diferentes 

vazoes das soluções para fases contínuas e dispersas na gelificação de alginato em 

microcanais. 

O capítulo 6 apresentará a aplicabilidade de micropartículas de alginato para cultivo 

em função da sua estabilidade e eficiência de encapsulação usando microfluídica de gotas.   

Onde será exposto as ferramentas desenvolvidas ao longo do trabalho que foram 

empregadas na análise experimental da formação de gotas através do dispositivo 

microfluídico de capilares de vidro e a encapsulação de esferoides feitas por migrogotas 

de alginato.   

Por fim, serão relatadas as conclusões gerais desta pesquisa bem como as sugestões 

para trabalhos futuros. 
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CAPÍTULO 2 

ENGENHARIA DE TECIDOS 

 

A seguir é apresentada um breve detalhamento sobre engenharia de tecidos, onde 

esse tema influencia diretamente neste trabalho, compreendendo os diferentes aspectos 

do problema aqui tratado:  Células-tronco mesenquimais para a engenharia de tecidos, 

bioimpressão e encapsulamento de células-tronco via microfluídica. 

 

2.1 CÉLULAS-TRONCO MESENQUIMAIS (MSCs) PARA A 

ENGENHARIA DE TECIDOS  

 

As células-tronco são genericamente definidas como células indiferenciadas 

capazes de auto renovação através de replicação, bem como diferenciação em linhagens 

celulares específicas.  Essa característica das células-tronco,  as torna extremamente 

interessantes, pois são capazes de se multiplicar, mantendo seu estado indiferenciado, 

proporcionando uma reposição ativa de sua população de maneira constante nos tecidos; 

além disso, uma outra característica mais interessante ainda, é sua capacidade de se 

diferenciar em diversos tipos celulares [10].  

Desta forma, acredita-se que células-tronco presentes nos diferentes tecidos tenham 

papel regenerativo quando estes sofrem uma lesão [11], agindo como imunocondutores 

do reparo e da regeneração tecidual, estimulam as células vizinhas a iniciar a reparação 

dos tecidos danificados. Ademais, elas possuem propriedades imunomoduladoras, baixa 

imunogenicidade e características não tumorigênicas que podem diminuir a rejeição 

imunológica de células transplantadas [ 10 ]. 

As células-tronco mesenquimais (MSCs) foram primeiramente isoladas e 

caracterizadas por Friedenstein et al. [12] em 1974. Agora, elas podem ser isolados de 

diferentes espécies e tecidos [12] e podem ser usadas em estudos clínicos e pré-clínicos 

[13], [14]. Elas podem ser colhidos de tecidos conjuntivos, como medula óssea, tecido 

adiposo, fígado fetal e outros, e podem ser expandidas com sucesso in vitro [15]. 

Os pesquisadores estão continuamente tentando identificar a fonte ótima de células-

tronco e desenvolver protocolos apropriados e eficientes para o seu isolamento por meio 

de métodos acessíveis e rápidos.  Várias fontes de células, incluindo  MSCs isoladas 

frequentemente da medula óssea e tecido adiposo já foram exploradas para bioimpressão 

https://link-springer-com.ez29.capes.proxy.ufrj.br/article/10.1007/s12291-017-0641-x#CR10
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[16]–[19]. Algumas podem facilmente ser colhidas por lipoaspiração e, na maioria dos 

pacientes, uma grande quantidade delas podem ser obtida sem causar danos ao doador 

[20].   

 As características das células cultivadas em  ambiente tridimensional (3D) diferem 

das células cultivadas em ambiente bidimensional (2D) em vários aspectos, como 

heterogeneidade celular, morfologia e transporte de massa [21], melhoraram a 

viabilidade, a capacidade de autorrenovação e o diferenciação, [22]–[25].  

Em técnicas 2D, as interações célula-plástico prevalecem em vez das interações 

cruciais célula-célula e célula-matriz extracelular (MEC) que formam a base para a 

função celular normal [26]. Além disso, a placa de Petri de plástico é um substrato não 

natural em comparação com o ambiente mecânico mais macio que as células 

experimentam in vivo, que é bem conhecido por alterar a função celular. 

 

 

Figura 2. 1– (A) Organização concêntrica de células proliferativas e necróticas em esferoides (B) 

há duas principais categorias de biofabricação esferoide, baseada em cluster e automontagem baseada em 

colisão. (C) quando certas populações de células mistas são auto ajustáveis, o padrão específico de 

segregação que ocorre é considerado autocompensante. [27] . 

 

Esferoides celulares são agregados esféricos formados pela auto-organização de 

células in vitro, cuja estrutura tridimensional pode se adaptar a vários tecidos in vivo, bem 

como sua relativa simplicidade e reprodutibilidade.  Na Figura 2. 1, é possível visualizar 
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a automontagem dos esferoides simulando processos naturais. Os esferoides imitam as 

características arquitetônicas e funcionais do tecido nativo, tais como esferoides de 

cardiomiócitos que batem com ritmo semelhante ao coração. A adesão célula a célula é 

uma das principais forças motrizes de sua formação. Na maioria dos casos, essas 

estruturas são denominadas esferoides devido à sua forma próxima a de uma esfera. 

 

 

As MSCs têm sido amplamente utilizadas para cultura 3D devido seu alto 

rendimento de isolamento através de um processo relativamente não invasivo, rápida 

proliferação e capacidade de se diferenciar em várias linhagens [28].  Logo, o 

desenvolvimento de plataformas de cultura 3D podem fornecer um ambiente 

fisiologicamente mais próximo ao encontrado in vivo. A Figura 2. 2 mostra que as MSCs 

são levadas a se automontar em esferoides quando mantidas em suspensão.  Após a 

expansão como culturas em monocamada, as MSCs são suspensas em uma placa de 

cultura em alta concentração de células para ativar / preparar as células – Figura 2. 2B. Já 

na Figura 2. 2C, é apresentada a representação esquemática da plataforma desenvolvida. 

Os esferoides compactos que se formam podem ser facilmente transferidos usando uma 

pipeta. 

 

Figura 2. 2 – Metodologia para fabricação dos esferoides. (A) Produção da agarose micromoldada. (B) 

Processo de automontagem do esferoide. (C) Desenho esquemático da produção dos esferoides.[29] 

Certas construções na engenharia de tecidos podem ser difíceis sem o uso de 

matrizes poliméricas que fornecem estabilidade e moldabilidade aos esferoides. Nestes 

casos, uma estratégia recorrente é o encapsulamento dos esferoides em diferentes 

matrizes microparticulares formadas por hidrogéis [30]. As microcápsulas esféricas são 

amplamente utilizadas para cultura de células porque fornecem grandes áreas de 

C 
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superfície para o crescimento celular. Vários materiais com diferentes composições têm 

sido utilizados para este fim, como polissacarídeos, gelatina e colágeno. Entre essas 

matrizes, o alginato e suas diferentes composições têm sido amplamente utilizados para 

o encapsulamento de células [31], na qual será o tipo de hidrogel utilizado nesta pesquisa. 

Lee et al., trabalharam no desenvolvimento de estruturas tridimensionais com 

propriedades mecânicas melhoradas para a regeneração do tecido hepático [32] . Um 

sistema de impressão de tecido de cabeça múltipla foi empregado para imprimir alginato 

irradiado com fibras de poli (ε-caprolactona) - PCL como um material de estrutura para 

fornecer propriedades mecânicas adequadas. Além disso, três tipos de células foram 

impressas em PCL para estudar a proliferação das células do fígado. Os resultados deste 

trabalho sugerem que o microambiente co-cultivado promoveu interação celular 

heterotípica dentro de uma construção 3D. 

 

2.1.1 CÉLULAS-TRONCO ORIUNDAS DO TECIDO ADIPOSO 

  

Para este estudo, as células-tronco serão oriundas do tecido adiposo (ASCs) – 

Figura 2. 3. Na Figura 2.3A, é visto a formação e crescimento do esferoide em cultura de 

monocamadas. Elas vêm ganhando reconhecimento como uma fonte celular 

extremamente versátil para a engenharia de tecidos. As ASC sintetizam a sua própria 

matriz extracelular, que serve para aumentar a robustez das células às tensões 

mecânicas. A composição da matriz extracelular pode ser alterada com base no ambiente 

externo dos esferoides e estas construções podem ser cultivadas de uma maneira 

reprodutível e a um tamanho consistente. A formulação esferoide ajuda a preservar a 

viabilidade e a plasticidade do desenvolvimento de ASCs, mesmo sob condições 

definidas, sendo assim um excelente material celular para o uso na bioimpressão [33]. 

 

 

Figura 2. 3 – Formação dos esferoides pelo processo de automontagem. (A) monocamada; (B) início da 

compactação; (C) Esferoide compactado produzidos no laboratório Numpex-Bio.[29] 
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As ASC têm sido tradicionalmente cultivadas em condições 2D convencionais, que 

são inapropriadas para imitar as interações célula-célula e do meio ambiente in vivo [34], 

[35]. Cultivos em 3D tem uma alta capacidade de mimetizar os ambientes celulares in 

vivo [36], [37]. Os arcabouços tridimensionais são gerados usando métodos de 

biofabricação, combinando biomateriais, fatores de crescimento molecular e matrizes 

extracelulares para fornecer um microambiente 3D para proliferação e diferenciação 

celular, que regula ainda mais o crescimento de tecidos ou órgãos [38]. Em andaimes 3D, 

a linhagem de diferenciação de ASCs pode ser controlada pelas características mecânicas, 

químicas e outras do microambiente [39]. Além de controlar a diferenciação, os 

arcabouços 3D também podem aumentar a viabilidade celular durante a proliferação [40]. 

Considerando os benefícios acima, mais e mais atenção tem sido dada ao estudo de ASCs 

dentro de arcabouços 3D in vitro. 

Os componentes mais essenciais para preparar e regular os andaimes 

tridimensionais são os biomateriais e os métodos de fabricação. Até agora, muitos 

biomateriais foram utilizados para desenvolver ASCs em andaimes 3D [41]. As ASCs 

localizam, anexam e proliferam durante o encapsulamento 3D in vitro. Os andaimes 

biofabricados ideais oferecem ambientes adequados aos ASCs para facilitar sua 

proliferação e manter seus potenciais de diferenciação. Muitos atributos-chave dos 

biomateriais devem ser considerados, uma vez que imitam de perto os ambientes 3D in 

vivo: primeiro, os biomateriais devem ser biocompatíveis e não causar uma reação 

imunológica a longo prazo [42]; segundo, os biomateriais são desejados para ter 

estruturas altamente porosas com arquitetura interconectada para imitar o nicho de tecido 

nativo [43]; terceiro, os biomateriais devem ter propriedades mecânicas ajustáveis para 

regular o microambiente celular. A manutenção de propriedades bioquímicas, 

biomecânicas e biológicas durante a proliferação também é importante para suportar o 

impacto do ambiente externo [42]. Com o desenvolvimento de biomateriais e 

biofabricação, muitas metodologias têm sido empregadas para fabricar suportes 

tridimensionais para cultura de células, incluindo bioimpressão [44], padronização [45], 

automontagem [44]  e órgão em bordo [46]. 

Estudos atuais e registros clínicos indicam que ASCs em arcabouços 3D podem ser 

uma alternativa potencial para cicatrização de feridas [47], enxertos cardiovasculares 

[48], reparo de tecidos ortopédicos [49] e reconstrução de tecidos plásticos após cirurgia 

[50]. O sucesso das aplicações acima mencionadas prova que o grande potencial dos 
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ASCs deve ser utilizado como uma terapia baseada em células para a medicina 

regenerativa. Embora ASCs de engenharia de tecidos sejam reconhecidas como um 

substituto atraente para a medicina regenerativa, ainda há problemas a serem resolvidos, 

incluindo os mecanismos das interações entre ASCs, a metodologia de cultura livre de 

soro e a segurança a longo prazo.  

 

2.2 BIOIMPRESSÃO 

 

No campo da medicina regenerativa, existe um interesse crescente em aplicar 

métodos de bioimpressão [51], sendo este, o principal processo envolvido no crescimento 

de células e reconstrução de órgãos [52]. A engenharia de tecidos foi concebida para 

desenvolver substitutos práticos para tecidos danificados por meio da aplicação de 

princípios de biologia e engenharia. Uma combinação de células e biomateriais é muitas 

vezes empregado como o precursor de impressão em bioimpressão 3D. Esse é um método 

estudado ativamente na engenharia de tecidos, uma vez que mostra um controle efetivo 

sobre a fabricação de scaffolds e a distribuição das células. A resolução de impressão das 

técnicas de bioimpressão em 3D é de 10 a 10.000 μm, o que é uma ampla variedade que 

mostra a flexibilidade da bioimpressão comparada a outros métodos de montagem, 

como moldagem e estruturas porosas [53], [54] . 

Como uma técnica de manufatura aditiva, a bioimpressão baseia-se na deposição 

de biomateriais, encapsulando células carregadas ou não, em escala micrométrica para 

formar estruturas aptas ao tecido. Devido a vantagens como deposição precisa, custo-

benefício, simplicidade e controlabilidade da distribuição de células, o desenvolvimento 

e aplicação da bioimpressão em 3D tem aumentado constantemente nos últimos 

anos. Como resultado, a necessidade de novos bioinks fornecerá as propriedades 

necessárias para uma impressão bem-sucedida, como capacidade de impressão, fidelidade 

de impressão, e melhoras das propriedades mecânicas vêm aumentando, levando a um 

extenso trabalho para desenvolver novos materiais. 

Rees et al. consideraram dois tipos de estruturas impressas em nanocelulose como 

curativos [55]. O primeiro tipo foi preparado por oxidação mediada por (2,2,6,6-

tetrametilpiperidin-l-il) oxidanil e o segundo tipo foi preparado por carboximetilação e 

oxidação de periodato combinados. A biomassa de nanocelulose produzida foi então 

usada para imprimir estruturas porosas 3D, estudada para suporte de crescimento 
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bacteriano, e mostrou ter potencial para carregar e liberar componentes antimicrobianos, 

enquanto não suporta o crescimento bacteriano.  

Yu e Ozbolat utilizaram um sistema de bocal coaxial para imprimir fitas 

de tecido como um bioink para impressão de órgãos [56]. O bioxisto baseado em alginato 

desenvolvido neste trabalho mostrou uma viabilidade de células TC3 de camundongos 

próxima a 90%. Além disso, as células do músculo liso da veia umbilical humana foram 

incorporadas no bioink para fabricar estruturas semelhantes ao tecido pancreático para 

demonstrar ainda mais a aplicabilidade do seu método. 

No entanto, para verificar o impacto da microfluídica em aplicações de 

bioimpressão, comparamos o número de publicações envolvendo estudos microfluídicos 

de células versus estudos da bioimpressão por gotas nos últimos anos. Foi observado a 

partir da Figura 2. 4 que as evidências experimentais sobre bioimpressão acumularam-se 

em ritmo muito rápido com o aumento do número de publicações e envolveram grupos 

de pesquisa em todo o mundo nos últimos tempos [57]–[61]. A pesquisa foi realizada 

usando o sistema de relatório de análise da Web of Science. É importante mencionar que 

o os resultados nominais dessa busca na literatura provavelmente variariam se outras 

ferramentas de busca fossem aplicadas. Os números correspondem à quantidade 

acumulada publicações ao longo do tempo e (*) levam em consideração as permutações 

das palavras-chave.  

 

 

Figura 2. 4 – Publicações nos últimos anos sobre estudos com “Microfluídic*” como um termo de 

pesquisa junto com “Cell encapsulation*”. Pesquisa realizada em 06/04/2019. 

Embora a bioimpressão tenha se desenvolvido extensivamente nos últimos anos, as 

atuais tecnologias implementadas na bioimpressão são, na maioria das vezes, incapazes 
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de imprimir órgãos sólidos funcionais. Pesquisas abordaram essa questão desenvolvendo 

modelos que poderiam ser usados in vivo para apoiar o desenvolvimento de órgãos 

sólidos vascularizados, como ossos [54].  Células-tronco foram encapsuladas em um 

bioink à base de alginato, que foi reforçado pela adição de fibras PCL. Também, 

peptídeos do ácido Arginilglicilaspártico (RGD) foram incorporados para melhorar a 

osteogênese para aplicações de engenharia de tecido ósseo. Neste trabalho, uma 

construção cartilaginosa semelhante ao corpo vertebral foi fabricada e demonstrou apoiar 

o desenvolvimento ósseo vascularizado in vivo.  

 

 

2.3 ENCAPSULAMENTO DE ESFEROIDES VIA MICROFLUÍDICA 

 

Microfluídica pode ser definida como a ciência e tecnologia de sistemas que 

estudam o comportamento dos fluidos, bem como os dispositivos de manipulação 

controlada para realizar tarefas em estruturas com dimensões que variam de dezenas a 

centenas de micrômetros [62]. As plataformas microfluídicas podem ser fabricadas com 

diferentes geometrias e em substratos (Figura 2. 5) que podem ser escolhidos de acordo 

com a aplicação, como polímeros, silício, metais, vidro e cerâmica. Estes sistemas 

também podem apresentar construções complexas envolvendo eletrodos, termopares, 

sistemas ópticos, válvulas, entre outros [63], [64].  

 

 

Figura 2. 5 – Materiais utilizados em chips microfluídicos. Adaptada de [65]. 
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Os dispositivos microfluídicos têm sido amplamente utilizados para manipular 

hidrogéis carregados de células para engenharia de tecidos [66]. Os canais microfluídicos 

são extremamente adequados para a rápida fabricação de microgotas carregadas com 

células (também chamadas de microesferas) [67] e microtubos (também chamadas de 

microfibras) [68]; ambas desempenham papéis importantes na fabricação de scaffolds 

(tecido) [66].  

 

 

Figura 2. 6 – Técnicas baseadas em emulsão para encapsulamento de esferoides. (A) 

(a) Ilustração esquemática de um gerador de gotas de emulsão única para a formação de gotas de água 

uniformes contendo diferentes concentrações de alginato e células dispersas em óleo mineral em 

um dispositivo microfluídico com focalização hidrodinâmica; (b e c) uma visão geral e composição 

do dispositivo microfluídico real. [69]. (B) (a) Visão geral esquemática de 

um dispositivo microfluídico para produção de esferoides multicelulares; (b) Imagem confocal de gotas 

de alginato; (c) Gráfico do raio da gota em função da vazão; e (d) imagens de contraste de fase de gotas 

individuais encapsulando células[70]. (C) (a) Vista geral esquemática de um sistema microfluídico para 

geração de microgotas para a formação eficiente de esferoides de células; (b) Micrografias de contraste de 

fase representativas de gotas individuais encapsulando células [71]. 

 

Os dispositivos microfluídicos têm influência na uniformidade dos tamanhos de 

gotas e esferoides produzidos por eles [71]. Dispositivos para a geração emulsões simples 

( Figura 2. 6 A) [69], [72], duplas (  Figura 2. 6 B) [70], [73] e triplas (  Figura 2. 6 C) 
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[71]  tem sido utilizadas em chips microfluídicos para cultura de esferoides 

(μSFCs). Dispositivos de focalização hidrodinâmica para esta aplicação possuem 

configurações tanto em eixos simétricos [70] quanto assimétricos [71], [72]. A natureza 

deste método facilita a produção rápida de microgotas e, portanto, a formação de 

esferoides de alto rendimento (HTSF). Frequências de geração de gotas até 50 gotas por 

segundo [74] e 200 gotas por minuto foram alcançadas usando hidrogéis de colágeno [75] 

e alginato[76]. 

Dispositivos microfluídicos simulando ambientes in vivo são mais eficientes do que 

quando comparados a métodos não microfluídicos [77]–[79] para a formação de 

esferoides e cultura, apesar de desempenharem papéis essenciais para o desenvolvimento 

da medicina regenerativa apresentam deficiências em sua formação como diâmetros de 

esferoides variáveis, difícil manuseio e baixo rendimento, que limitam a sua eficácia na 

pesquisa biológica. Além disso, o microambiente estático de uma placa de cultura 

convencional de micropoços ou de gotas suspensas (HD) provoca a rápida diminuição de 

oxigênio e nutrientes, influenciando diretamente nos esferoides e nos resultados 

subsequentes de teste de drogas [80].  Outros métodos convencionais , tais como frascos 

rotativos e agitação de tanques [81], [82] são abordagens lentas que exigem grandes 

quantidades de meio de cultura e espaço. Esses métodos também resultam em variações 

significativas no tamanho dos esferoides, bem como nos efeitos prejudiciais nas células, 

principalmente devido ao estresse de cisalhamento. 

Avanços recentes na microfluídica contribuíram significativamente para a pesquisa 

de esferoides em 3D, abordando as limitações acima mencionadas [83], [84]. As 

vantagens significativas dos sistemas microfluídicos incluem o fornecimento de mistura 

controlada [85], gradientes de concentração química , menor consumo de reagente, 

perfusão contínua e controle preciso da pressão e tensão de cisalhamento nas células 

[86]. Uma característica notável dos dispositivos microfluídicos é que as células podem 

ser cultivadas em um microambiente dinâmico para melhor mimetizar o ambiente dos 

tecidos.  

Lee et al. relataram que a viabilidade celular dos hepatócitos foi menor em culturas 

de células estáticas quando comparadas com condições dinâmicas em dispositivos 

microfluídicos após vários dias de cultura[87]. Além disso, Ruppen et al. demonstraram 

experimentalmente que os esferoides de câncer expostos à perfusão contínua de drogas 

apresentaram maior resistividade do que os esferoides sob condições estáticas (em uma 

placa de micropoços) [88].  
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Vários líquidos são usados para encapsulação de células e para a formação de 

esferoides em μSFCs com diferentes configurações ao redor da 

corrente. Suspensão celular (CS) em emulsão de óleo (O) ( isto é, CS/O) e geração de 

gotas em hidrogel com células (Gel) em óleo ( isto é , Gel / O) estão entre os métodos de 

emulsão simples que são amplamente utilizados [72], [89], [90]. Já a suspensão celular em 

óleo em meio de cultura (CM) (isto é, CS/O/CM) e CS/Gel/CM são técnicas emulsões 

duplas [70], [73]. A técnica de dupla emulsão CS/Gel/CM pode melhorar a uniformidade 

das gotas e prender as células firmemente dentro da gota. No qual é facilitado pelo 

encapsulamento da gota central contendo células dentro de um invólucro de hidrogel 

de alginato [70], [71] que atua como uma barreira impermeável em relação às células. No 

entanto, em contraste com o método CS/O/CM, a gelificação é necessária no método 

CS/Gel/CM, normalmente neste tipo de composição a gelificação ocorre através de UV 

(Ultra-Violeta). O uso de óleo como barreira em vez de hidrogel aumenta o transporte de 

oxigênio para as gotas, refletindo a maior permeabilidade do óleo a 

pequenas moléculas [91]. Embora essas barreiras produzam gradientes de concentração 

de nutrientes dentro das gotículas, elas atuam como uma interface entre o meio de cultura 

e as células encapsuladas que protegem as células das altas forças de cisalhamento. Esse 

assunto será aprofundado no capítulo 3, no qual terá um enfoque maior para emulsões 

simples que é o tipo de emulsão utilizada nesta pesquisa.  
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CAPÍTULO 3 

MICROFLUÍDICA DE GOTAS 
 

A manipulação de fluidos em canais com dimensões de dezenas de micrômetros - 

microfluídica - emergiu como um novo campo distinto. As primeiras aplicações de 

tecnologias microfluídicas têm sido analisadas, para as quais oferecem uma série de 

recursos úteis: a capacidade de usar quantidades muito pequenas de amostras e reagentes, 

e de realizar separações e detecções com alta resolução e sensibilidade; baixo 

custo; tempos curtos para análise; e pequenas pegadas para os dispositivos analíticos. A 

microfluídica explora tanto sua característica mais óbvia - tamanho pequeno - quanto 

características menos óbvias de fluidos em microcanais, como o fluxo laminar. Oferece 

fundamentalmente novas capacidades no controle de concentrações de moléculas no 

espaço e no tempo. 

O presente capítulo revisa os conceitos da Microfluídica de Gotas, apresentando 

primeiramente os conceitos básicos da microfluídica e na sequência são introduzidos os 

princípios para a formação de gotas através de dispositivos microfluídicos juntamente 

com os tipos de geometrias mais usuais da literatura, na qual será particularmente útil 

dentro do cenário da metodologia proposta neste trabalho. Em seguida, é apresentada a 

aplicabilidade da microfluídica dentro da biompressão, sendo o ponto central a 

bioimpressão a base de gotas. 

 

3.1 CONCEITOS GERAIS 

 

A microfluídica tem características impactantes que a tornam atraente como 

ferramentas práticas e viáveis em áreas de biotecnologia. O conhecimento dos conceitos 

de física e dinâmica de fluidos, bem como diversas possibilidades de configurações de 

material e geometria, são aspectos importantes para o desenvolvimento de novos projetos 

microfluídicos com aplicações adequadas. As tecnologias microfluídicas mostram 

características específicas que devem ser consideradas na construção de novas 

plataformas, e os sistemas gerador de gradiente, gotas e microbiorreatores são as 

ferramentas mais aplicáveis em ensaios biológicos [92]. Assim, para idealizar novas 

abordagens em microfluídica, é importante conhecer as características conceituais da 

construção e das aplicações.  
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Diferente do que ocorre na macroescala, os sistemas microfluídicos têm 

propriedades particulares, como fluxo laminar e grandes relações área-volume, levando a 

taxas de transferência de calor e massa aumentadas e reações mais rápidas. [93]. Outra 

vantagem é que a manipulação controlada de pequenos volumes de amostras e reagentes 

em sistemas miniaturizados [3] também proporciona custos operacionais reduzidos. No 

entanto, técnicas avançadas de detecção são normalmente necessárias. 

A compreensão dos fenômenos físicos que ocorrem dentro de sistemas 

microfluídicos é essencial para compreender como ele pode ser usado ou personalizado 

para diferentes aplicações [92]. Em termos de microfluídica, as principais forças que 

operam em fluidos e influenciam seu comportamento são as forças inerciais, viscosas e 

interfaciais. Diversos números adimensionais indicam a relevância entre essas forças, 

como o número de Reynolds (Re), relacionando forças inerciais a forças viscosas; o 

número de Capilaridade (Ca), relacionando as forças viscosas com as forças interfaciais ;  

e Weber ( We ) relacionando a força de inércia e as forças interfaciais [94], e caracterizam 

os padrões de escoamento com a possibilidade de explorar processo de mistura até 

geração de gotas dentro de microcanais. 

Devido aos pequenas diâmetros hidráulicos, sistemas de microfluídos operaram em 

regime de escoamento laminar, com valores típicos de Reynolds na faixa entre 

0,1∼100[95]. Todavia, um dos parâmetros mais importantes para a formação de gotas é 

o número de Capilaridade. Em valores baixos de Ca (<1), parece que as forças de tensão 

superficial são dominantes sobre a força viscosa e as gotas são esféricas. Em altos valores 

de Ca (≫1) a força viscosa desempenha um papel importante, levando à deformação das 

gotas pelo escoamento, caracterizada por formas assimétricas [96].  

Se o número de Weber (We) for maior que o valor crítico, Wecrit = 1.1, as gotas são 

fortemente distorcidas pelas forças de inércia e a quebra pode ocorrer. No caso de um 

valor muito baixo para este número, a inércia passa a ser considerada desprezível frente 

as forças interfaciais, já para um valor moderado We, a inércia deforma a gota sem 

interrompê-la. [97] 

 

3.2 FORMAÇÃO DA GOTA E GEOMETRIAS DE FLUXO  

 

Uma emulsão é uma mistura de dois líquidos imiscíveis, onde um líquido é disperso 

na forma de pequenas gotas em outro líquido que forma uma fase contínua. A maioria 

dos métodos convencionais de fabricação de emulsões envolve a quebra usando tensões 
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de cisalhamento geradas através de agitação manual ou mecânica (método de 

emulsificação em massa ou “batelada”) ou através da microfluídica. Os métodos de 

emulsificação granel e microfluídica são comparados na Tabela 3. 1, que inclui critérios 

como controle sobre a estrutura e composição das gotas, distribuição de tamanho, 

produção de volume, simplicidade ou possibilidades de expansão entre outras 

características. 

 

Tabela 3. 1 – Comparação de algumas características entre os métodos de emulsificação em massa 

(‘batelada’) e microfluídica. Adaptado de [98]. 

Características 
Métodos de emulsificação em 

massa (‘BATELADA’) 

Métodos de emulsificação por 

Microfluídica 

Controle do tamanho 

da gota 

O tamanho das gotas depende das 

propriedades físico-químicas dos 

líquidos, da ordem de adição, da taxa 

de mistura e, para alguns, amplia a 

forma do reator e do agitador. 

O tamanho das gotas depende das 

dimensões dos capilares, 

propriedades físico-químicas dos líquidos 

e suas taxas de fluxo. 

Controle de forma e 

composição das gotas 

Nenhum controle preciso sobre a 

estrutura e a composição da gota. 

Difícil de produzir gotículas não 

esféricas. 

Alta precisão sobre a estrutura e 

composição das gotas. Capaz de 

formar materiais complexos e gotículas 

não esféricas facilmente. 

Distribuição de 

tamanho 
Polidispersividade> 5%. 

Polidispersividade ≤ 3% (produção de uma 

gota de cada vez). 

Viscosidade 
Líquidos com uma ampla gama de 

viscosidades podem ser usados. 

Difícil de trabalhar com líquidos altamente 

viscosos. 

Encapsulamento em 

múltiplas emulsões 

Muitas perdas durante a formação 

da emulsão devido ao esforço de 

cisalhamento aplicado (baixa 

eficiência de carga). 

Quase uma eficiência de carga perfeita, 

principalmente devido ao controle preciso 

sobre a formação de cada gotícula. 

Produção 
Produção de grandes volumes (alta 

produtividade). 

Produção de pequenos volumes (baixa 

produtividade). 

Aumento de escala 
Fácil de aumentar a escala (reatores 

maiores). 

Difícil de aumentar a escala (dispositivos 

em paralelo). 

Equipamento 

O material usado no dispositivo para 

a formação da emulsão (reator, 

agitador, …) geralmente não 

precisam de nenhum tratamento 

especial. 

Um dispositivo microfluídico específico 

tem de ser construído e, por vezes, é 

necessário um tratamento prévio da sua 

superfície devido a problemas de 

molhabilidade. 

Compatibilidade entre 

componentes de 

emulsão e equipamento 

Quase nenhum problema em relação 

a incompatibilidades entre o 

líquidos e o material utilizado para a 

formação da emulsão. 

Algumas incompatibilidades entre os 

líquidos e o material do 

dispositivo (inchaço, degradação do 

dispositivo…). 
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Embora as origens da microfluídica baseada em gotas possam ser rastreadas 

formalmente até os conceitos de análise de fluxo segmentado e análise de injeção de fluxo 

desenvolvidos há mais de 40 anos, a tecnologia atual que utiliza gotas na faixa de 

diâmetro micrométrico a nanométrico está mais relacionada ao desenvolvimento de 

técnicas de microfabricação – análise e os conceitos de lab-on-chip[99].  A microfluídica 

baseada em gotas é uma subcategoria de microfluídica, na qual as gotas servem como 

vasos de transporte e reação. O princípio da formação de gotas baseia-se na utilização de 

dois líquidos imiscíveis em que a fase dispersa é injetada no escoamento de uma fase 

contínua. Tempos de reação rápidos em compartimentos tão pequenos são induzidos pela 

alta área superficial em razão do volume, transferência eficiente de calor e massa e 

distâncias curtas de difusão. [97].   

Para a formação de gotas estáveis, as emulsões (suspensões de gotas criadas usando 

dois líquidos imiscíveis [100]) são um fator fundamental da microfluídica de 

gotas. Independentemente de seu uso final ser em microreatores ou em aplicações 

baseadas em partículas/células [101] as gotas devem atender às propriedades desejadas, 

incluindo tamanho, forma e monodispersividade [102] e resistência à coalescência 

durante o uso e armazenamento. As gotas também devem fornecer um ambiente 

biocompatível para experimentos com células vivas ou organismos superiores [103]. As 

fases contínuas mais comuns incluem óleos de hidrocarbonetos e fluorocarbonetos.  

A formação de gotas pode ser categorizada em dois tipos de métodos, isto é, 

abordagens passiva e ativa [97]. Em comparação com métodos ativos, os métodos 

passivos geram gotas através de ajustes nas dimensões e geometrias de microcanais ou 

controlando as vazões de dois líquidos imiscíveis sema utilização de forças adicionais. Já 

a ativa é projetada para fornecer controle preciso sobre parâmetros como tamanho, forma, 

monodispersividade e componentes dentro das gotas, além de proteger as gotas 

sintetizadas com interferência externa. Foi definido vários métodos para a formação de 

gotas[104], incluindo: 

 Hidrodinâmica – método passivo (junções em T, em Y, focalização 

hidrodinâmica, co-fluxo). 

 Pressão pneumática (a pressão do gás é usada como força de cisalhamento e força 

motriz para formar gotas). 

 Acionado oticamente (o princípio que usa a força óptica para manipular partículas 

em dispositivos microfluídicos foi aplicado com sucesso por Park et al [105] que 
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relataram um mecanismo de formação de gotas de alta velocidade, acionado por laser de 

pulso. 

  Técnicas acionadas eletricamente: dieletroforese (DEP) e  eletrovoltaica no 

dielétrico (EWOD) [104].  

Nesta seção, nos concentraremos nos dispositivos que utilizam o método passivo 

para geração de gotas, assim trataremos do método hidrodinâmico, incluindo junções em 

T, focalização hidrodinâmica e co-fluxo. 

 

3.2.1 JUNÇÃO T 

 

A geometria microfluídica mais comum usada para a geração de gotas é a junção 

em T. Nesta configuração, o canal de entrada, contendo a fase dispersa, intercepta o canal 

principal, contendo a fase contínua, quando a força de cisalhamento da fase contínua é 

grande o suficiente para fazer a mudança de momentum leva-se à instabilidade interfacial 

do líquido formando as gotas (Figura 3. 1 A).  Os canais são normalmente dispostos 

ortogonalmente e as gotas se formam na interseção do canal. Esta geometria também pode 

ser usada para a formação de bolhas e / ou emulsões duplas.  Tal mecanismo de formação 

de gotas foi primeiro relatado por Thorsen et al [106]. Seus resultados descobriram que o 

tamanho das gotículas formadas dependia da força de cisalhamento da fase contínua e da 

força de Laplace. 

No entanto, estudos mais recentes mostraram que o número de capilares e a relação 

de aspecto do microcanal também influenciam a formação de gotas [1]. Charles et al [101] 

descreveram que existem três modelos para geração de gotas na junção em T, ou seja, 

fluxos paralelos estáveis, gotejamento e jateamento, de acordo com a taxa de vazão da 

fase contínua com a fase dispersa e a relação x da largura do canal da fase dispersa Win 

com a largura do canal da fase da contínua Wout. 

Devido ao seu mecanismo simplista e estudos detalhados da formação de gotas, a 

junção em T simples pode ser vista como uma técnica microfluídica básica para gerar 

gotas. Até agora, existem várias configurações avançadas sendo derivadas disso, como 

dispositivo duplo em forma de T e dispositivo de junção em T integrado de micro-

bombas/micro-válvulas. Por exemplo, Lin et al [107] integraram uma bomba pneumática 

no microcanal em forma de T, no qual o tamanho das gotículas era controlado, 

ligando/desligando a micro-válvula. 
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3.2.2 CO-FLUXO 

 

           O método co-fluxo é projetado a partir de um capilar / microcanal embutido em 

um outro microcanal, onde a fase contínua flui para o microcanal e a fase dispersa flui 

para o capilar/microcanal, respectivamente. Neste dispositivo, a fase continua em torno 

do orifício do capilar espreme a fase dispersa formando gotas (Figura 3. 1 B). Esse método 

foi introduzido pela primeira vez por Cramer et al [108], dois diferentes mecanismos de 

formação de gotas foram propostos: ou as gotas são formadas na ponta capilar em um 

processo de gotejamento; ou o fluido interno no capilar forma um jato, jateamento.  

Existe um ponto de transição entre os dois mecanismos. No modelo de gotejamento, 

o diâmetro da gota diminui à medida que a vazão da fase contínua aumenta. Quando o 

diâmetro da gota se torna aproximadamente igual ao diâmetro interno do capilar, há uma 

transição espontânea para o jateamento [109]. Isso ocorre porque a tensão superficial 

desempenha um papel importante na baixa vazão da fase dispersa; quando a vazão da fase 

dispersa é grande o suficiente, a força de inércia do fluido da fase dispersa é maior do que 

a tensão superficial. Além disso, Cramer et al [108] investigaram o efeito da vazão, 

viscosidades dos fluidos e tensão interfacial no tamanho das gotas. Eles mostraram que a 

taxa de formação de gotas e o tamanho não se relacionavam apenas com o fluido, mas 

também com os parâmetros do processo. Com a taxa de fluxo da fase contínua 

aumentando, a taxa de formação de gotas aumentou e o raio da gota diminuiu. 

 

3.2.3 FOCALIZAÇÃO HIDRODINÂMICA 

 

Neste arranjo de formação de gotas, os canais simétricos, fornecendo a fase 

contínua, circundam o canal que fornece a fase dispersa. À medida que a fase dispersa 

flui para o canal aberto, a fase contínua força a fase dispersa através de um pequeno 

orifício levando a um canal maior preenchido com a fase contínua. As gotas são formadas 

à medida que as duas fases são forçadas através do diâmetro do microcanal. 

Tipicamente, o processo de formação de gotas através da focalização hidrodinâmica 

poderia ser descrito por três etapas [110] (Figura 3. 1 C). Primeiro, uma interface formada 

na intersecção entre dois fluidos imiscíveis  flui para a posição “A”; Segundo, um pescoço 

claramente visível se desenvolve sob a pressão da fase contínua e com a coordenação da 

estrutura geométrica da posição “A”; Terceiro, a corrente entra em colapso, quebra-se sob 

a força crescente de "compressão" e retrai-se a montante do orifício, e todo o processo 
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recomeça. Esse dispositivo de focalização hidrodinâmica pode ser visto como derivado 

do dispositivo em junção T, e o orifício na posição “A” é mais condutivo para aumentar 

a instabilidade da fase dispersa. 

 

 

Figura 3. 1 – Esquema de dispositivos microfluídicos para fabricar emulsões utilizando (A) Junção em T. 

A fase dispersa encontra a fase contínua na região transversal da junção em forma de T, e é pressionada, 

formando então as microgotas na jusante; (B) Co-fluxo. O fluxo interno (fase dispersa) do capilar 

centrado no microcanal, é espremido na saída do capilar pela força da fase contínua, e formando as 

microgotas a jusante; (C) Focalização hidrodinâmica.  A fase dispersa é comprimida por dois fluxos de 

contracorrente da fase da contínua, forçando as gotas a se soltarem. Adaptado de [111]. 

 

Na microfluídica, o tamanho da gota é basicamente determinado por três 

parâmetros diferentes: a vazão das fases, as propriedades dos líquidos (tensão superficial 

e viscosidade) e as dimensões características do dispositivo. Também é importante notar 

que as propriedades de molhabilidade das paredes dos microcanais são cruciais para uma 

geração constante de gotículas. Como já mencionado, além de emulsões simples, técnicas 

microfluídicas também permitem a formação de emulsões múltiplas, seja pela 

combinação de dois ou mais passos consecutivos de co-fluxo [112] ou pela combinação 

de geometrias de co-fluxo e de focalização hidrodinâmica [67].  
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3.3 BIOIMPRESSÃO BASEADA NA MICROFLUÍDICA DE GOTAS 

 

A bioimpressão 3D, uma tecnologia baseada em manufatura aditiva para construção 

3D precisa, é amplamente utilizada atualmente para melhorar a aplicabilidade e a função 

de scaffolds carregados de células. A capacidade de impressão para melhorar o processo 

de fabricação e o encapsulamento de células são dois dos principais fatores a serem 

considerados no desenvolvimento da bioimpressão 3D. Outros fatores importantes podem 

ser incluídos, estabilidade, tempo de reticulação, biocompatibilidade, proliferação 

celular, propriedades de cisalhamento e propriedades mecânicas, tais como resistência 

mecânica e elasticidade [33]. 

A bioimpressão baseada em gotas (DBB) promete maiores vantagens devido à sua 

agilidade e simplicidade, versatilidade, com controle otimizado da deposição. Mas alguns 

desafios ainda precisam ser resolvidos. O maior desafio é projetar uma cabeça de 

impressão adequada. As características físicas das cabeças de impressão atualmente 

disponíveis limitam o controle de poucos parâmetros, incluindo o volume de microgotas, 

o posicionamento preciso de gotas, o número de células encapsuladas em cada gota, 

viscosidade bioink e viabilidade a longo prazo do sistema fabricado [114]. 

A bioimpressão baseada em gotas, como mostrado na  Figura 3. 2, compreende jato 

de tinta, ejeção de gota acústica (ou simplesmente acústica) e bioimpressão com micro-

válvulas. Bioimpressão a jato de tinta é classificada em três: (i) Contínua (CIJ), (ii) Gotas 

por demanda (DOD) e (iii) jateamento eletro-hidrodinâmico (EHD). A bioimpressão a 

jato de tinta contínuo aproveita a instabilidade do Rayleigh-Plateau para quebrar os jatos 

em gotas. A bioimpressão de gotas por demanda, por outro lado, usa atuadores térmicos 

ou piezoelétricos, ou forças eletrostáticas para gerar gotas. Em contraste, a bioimpressão 

com jato eletro-hidrodinâmico (EHD) usa altas faixas de tensão elétrica para liberar 

gotas. Ao passo que, a bioimpressão acústica usa ondas acústicas para produzir gotas e a 

bioimpressão de micro-válvulas usa uma bomba de solenóide para liberar gotas. 
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Figura 3. 2 – Classificação das Técnicas de Bioimpressão Baseada em Gotas em modalidades de 

bioimpressão a jato de tinta, acústica e micro-válvula. Adaptada  de [115] 
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CAPÍTULO 4 

EMULSÕES E SURFACTANTES 
 

 
Na maioria das emulsões, um líquido é água (ou uma solução aquosa) e o outro é 

um líquido orgânico, geralmente chamado de óleo. Assim, a emulsão pode ser classificada 

dependendo da natureza da fase dispersa em dois tipos principais: emulsões óleo-em-água 

(gotas de óleo dispersas em água, abreviadas como O/W) ou emulsões água-em-óleo 

(gotas de água dispersas em óleo, abreviado como W/O), conforme representado 

esquematicamente na Figura 4. 1. Eles são extremamente importantes para uma variedade 

de aplicações, como entrega macromolecular, recuperação de óleo, processamento de 

alimentos e manuseio de materiais perigosos. A presença de um surfactante nativo ou 

adicionado é necessária para a estabilidade a longo prazo das emulsões: as moléculas de 

surfactante migram para a interface líquido-líquido e inibem a coalescência de gotas. 

 

 

Figura 4. 1 – Esquemas de emulsões óleo-em-água (O / W) e água-em-óleo (W / O). 

 

O presente capítulo revisa os conceitos sobre emulsões e surfactantes, apresentando 

primeiramente os princípios e a influência do hidrogel no encapsulamento celular e na 

sequência é introduzido o processo de gelificação do hidrogel (micropartículas de 

alginato), logo após os conceitos de surfactante juntamente como estes atuam na formação 

de gotas. 
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4.1  HIDROGEL PARA BIOIMPRESSÃO 

 

A geração de hidrogéis em microfluídica oferece a capacidade de atender às 

características necessárias para manter os esferoides ativos. Em dispositivos 

microfluídicos, as dimensões do microcanal geralmente variam de dezenas a centenas de 

micrômetros, o que permite a geração de hidrogéis de tamanho similar[116].  Hidrogéis 

podem ser produzidos com diferentes formas e morfologias, incluindo uma morfologia 

uniforme ou estrutura capsular [117]. Para que o encapsulamento celular seja possível, os 

hidrogéis têm requisitos básicos, como estabilidade química e mecânica, 

biocompatibilidade e permeabilidade suficiente. 

Os dispositivos microfluídicos têm a capacidade de controlar e, com alto 

desempenho, alterar as propriedades físicas e químicas do hidrogel, alterando as 

quantidades relativas dos componentes do gel. Em cápsulas, a membrana externa do 

hidrogel permite a proteção das espécies encapsuladas de estímulos externos prejudiciais, 

enquanto um núcleo líquido fornece um microambiente celular adequado [118], [119]. 

Além disso, é possível modular sua composição e estrutura para imitar os microambientes 

naturais. 

A encapsulação de células em hidrogéis oferece o método de encapsulação mais 

simples, com um processo que envolve os seguintes passos: 1) suspensão de células a 

uma densidade desejada numa solução de pré-gelatina; 2) a suspensão de células pré-gel 

através de um processo de transição de temperatura, reação química ou fotocura [120]. O 

método de gelificação induzido por ultrassom  é um processo adicional que acelera a 

cinética de gelificação, na qual polímeros sintéticos como hidrogéis baseados em poli 

(etileno glicol) – PEG – são comumente usados como materiais volumosos de 

encapsulamento de hidrogel [121]. A maioria dos hidrogéis baseados em PEG para 

encapsulação requer um procedimento de fotopolimerização para gelificação. Misturas 

de monômeros, reticuladores e fotoiniciadores são componentes chave da formação de 

gel [122]. 

 Como encapsulamento de células vivas, a opção comumente encontrada na 

indústria farmacêutica, engenharia de tecidos e medicina regenerativa são sistemas 

microencapsulados baseados em alginato  [116], [123]–[126]. Alginatos são 

polissacarídeos aniônicos extraídos de algas marinhas compostas de ácidos b-D-

manurônico e a-L-gulurônico. Eles formam hidrogéis com cátions multivalentes, como 

Ca2+, Ba2+ ou Fe3+. Eles também representam uma opção atraente para a produção de 
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sistemas de liberação de fármacos devido à sua biocompatibilidade e efeitos colaterais 

reduzidos.  

O alginato é um copolímero natural e linear isolado de algas marrons [127], algas 

marinhas ou bactérias[128]. É um polissacarídeo hidrofílico que é comumente usado em 

indústrias de alimentos, indústrias farmacêuticas [127], entrega de medicamentos, 

pesquisa com células-tronco e engenharia de tecidos [129]. Ele solidifica ionicamente em 

contato com íons bivalentes para produzir matrizes 3D em torno de células [130]. 

Microesferas de alginato permitem a difusão de nutrientes e resíduos de e para as células, 

respectivamente [130]. Este polímero tem muitas vantagens que o tornam um dos 

hidrogéis mais usados na microencapsulação celular [127]. É não-tóxico, biocompatível, 

biodegradável, fácil de polimerizar e comercialmente disponível [130]. Além disso, 

forma um gel em condições que são adequadas para fornecer viabilidade celular a longo 

prazo [128]. 

Por se assemelharem à matriz extracelular natural, os hidrogéis de alginato também 

podem ser usados na engenharia de tecidos [131], [132] no encapsulamento de células 

transplantadas, fornecendo uma barreira de isolamento imunológico para as células 

[133]–[136] e potencialmente permitindo o transplante sem a necessidade de 

imunossupressão. 

Alginatos podem atuar como unidades de cultura micrométricas tridimensionais, o 

que permite que células individuais e seus agregados esferoidais sejam 

independentemente monitorados e/ou manipulados, por exemplo, para entrega de células 

para o reparo de tecido danificado[137]. As micropartículas de alginato ideais para as 

aplicações acima mencionadas devem ser compostas por uma rede homogênea que 

permita um aprisionamento estável da célula encapsulada.  

4.2 GELIFICAÇÃO DE MICROPARTÍCULAS DE ALGINATO EM 

MICROCANAIS 

A gelificação iônica é um processo simples, que não requer o uso de solventes 

orgânicos nem de temperatura ou pH extremos, tornando-se de baixo custo em 

comparação com outras técnicas [138] Além disso, a gelificação iônica permite encapsular 

substâncias hidrofílicas ou hidrofóbicas [139]. Por outro lado, apesar das partículas de 

gelificação iônica serem adequadas para a encapsulação, estas são sensíveis a valores de 

pH extremos. Além disso, seu principal diferencial é a porosidade da matriz, a qual 

determina a liberação da substância encapsulada. Para superar essa limitação pode-se 
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modificar a estrutura do gel, a partir da combinação de diferentes tipos de biopolímeros, 

de forma a garantir o aproveitamento das vantagens da composição química de cada 

composto ou pela interação com polieletrólitos como proteínas[138]. 

Embora o processo de gelificação e a sua natureza aparentemente estocástica sejam 

fenómenos complexos, as macro e microgotas são construções macromoleculares bem 

estruturadas. No caso da encapsulação de células, as restrições mecânicas e químicas 

impostas pelas células encapsuladas induzem toda a estrutura a procurar um equilíbrio 

dinâmico das interacções físico-químicas entre as células e a matriz polimérica. Mesmo 

que os biopolímeros usados para a encapsulação possuam unidades monoméricas 

repetitivas, cada uma delas pode adaptar diferentes configurações tridimensionais durante 

a gelificação, sendo este um dos fatores responsáveis pelas propriedades do gel [140]. 

A formação de microgotas de alginato por microfluídica foi investigada pelos 

métodos de gelificação externa e interna, uma vez que a cinética de gelificação pode 

influenciar na formação de gotas em sistemas microfluídicos e, consequentemente, na 

estrutura de micropartículas de alginato [137]. Para o presente estudo, a partir da revisão 

da literatura, foi convencionado a utilização da gelificação do tipo externa.  

As técnicas de gelificação de alginato em microfluídica de gotas, tanto no método 

tipo externo quanto do tipo interno, são baseados no processo de emulsificação. Nos 

estudos em microcanais, a gelificação externa usando o reticulante juntamente com o 

alginato numa mesma gota é o processo menos favorável, uma vez que a rápida reticulação 

do gel pode obstruir os canais e causar quebras das micropartículas durante o 

processamento. Apesar disso, alguns trabalhos mostraram que é possível utilizar este 

método de gelificação ao adicionar uma fase intermediária entre as correntes da solução 

de alginato e do reticulante, a fim de limitar a difusão do reticulante, conforme apresentado 

nos estudos de CHOI et al. [141] e por MADRIGAL et al. [142] (Figura 4. 2 A e B). Outra 

forma de induzir a gelificação do tipo externa em microfluída é a formação de gotas 

contendo apenas a solução de alginato e a reticulação ser feita posteriormente, após o 

processamento microfluídico, com a coleta das gotas geradas em um reservatório que já 

contenha a solução do agente gelificante, assim como apresentado no trabalho de CHEN 

et al. [143] (Figura 4. 2 C). 

Com relação à produção de micropartículas de alginato usando a gelificação do tipo 

interna, a liberação dos íons complexados gera um processo de reticulação mais lento, sem 
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afetar a geração de gotas nos microcanais. No trabalho de Tan & Takeuchi [124] foi 

estudada a formação de micropartículas de alginato por gelificação do tipo interna numa 

configuração de junção T. Neste estudo foi usado nanopartículas de carbonato de cálcio 

(CaCO3), sendo a liberação dos íons de Ca2+ feita por redução de pH. A gelificação do 

tipo interna também pode ser feita sem mudanças de pH, a qual a pode afetar a viabilidade 

celular (Figura 4. 2 D). Nos trabalhos de Håti et al. [144] e Bassett et al. [144] foi utilizando 

um sistema de focalização hidrodinâmica para produção de gotas e a gelificação do tipo 

interna ocorreu devido à troca iônica entre cátions complexados com quelantes, tais como 

ácido etilenodiaminotetraacético (EDTA) e ácido N-diacético (EDDA). Desta forma, a 

reticulação é feita de uma forma lenta e gradual conforme há a troca os íons e 

consequentemente são formadas micropartículas monodispersas para encapsulação de 

diversos materiais biológicos (Figura 4. 2 E). 

 

 
Figura 4. 2 – Estratégias por gelificação externa: A) Gelificação externa misturando as soluções de 

alginato e CaCl2 diretamente numa mesma gota [123]; B) Adição de uma segunda corrente contínua 

contendo solução de CaCl2 para gelificação após a formação das gotas de alginato[124]; C) Formação de 

gotas de alginato em microcanais e posterior gotejamento em solução contendo CaCl2[125]. Estratégias 

por gelificação interna: D) Liberação de íons de cálcio por redução de pH para reticulação do alginato 

[106]; E) Gelificação lenta por troca iônica de cátions quelados com EDTA e EDDA [126]. Imagens 

adaptadas dos respectivos autores destes trabalhos. 
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4.3 SURFACTANTE 

Gotas de alginato assim produzidas têm sido usadas para o encapsulamento de 

várias biomoléculas, incluindo proteínas, enzimas, anticorpos, células e DNA. Como as 

esferas menores oferecem várias vantagens, como transporte mais fácil, dispersão 

limitada, maior resistência mecânica e injeção mais fácil, a necessidade de microgotas de 

alginato com dimensões <100 μm está aumentando [109], [132]. Os métodos de 

preparação convencionais para pequenas gotas de alginato são técnicas de emulsificação 

e de gelação interna. No entanto, o tamanho das microesferas produzidas não pode ser 

facilmente manipulado, e as gotas resultantes tendem a fundir-se em esferas maiores antes 

do pós-processamento, porque um grande número de parâmetros pode influenciar as 

características das microesferas. 

Recentemente, os métodos microfluídicos forneceram uma abordagem simples para 

a síntese de microgotas monodispersas, sendo o tamanho resultante controlado pelo uso 

de dois fluidos imiscíveis e pela geometria dos microcanais [147], [148]. No entanto, há 

poucos relatos sobre a síntese de microgotas envolvendo biopolímeros devido à sua alta 

viscosidade [117], [135]. Para um melhor controle do tamanho resultante e uma alta 

permanência da estrutura das microgotas de alginato permanecerem estaveis, é utilizado 

surfactantes. 

Um surfactante é definido como uma substância que reduz a tensão superficial entre 

duas fases imiscíveis, aumentando assim a emulsificação e a estabilidade da emulsão. 

Uma característica fundamental dos surfactantes é sua tendência a adsorver nas interfaces. 

Quando presentes em baixas concentrações em um sistema líquido, as interações entre as 

moléculas na superfície do líquido são alteradas. Como resultado, a tensão superficial é 

alterada. Como a tensão superficial depende do número de moléculas adsorvidas por 

unidade de área, aumentando a concentração de surfactante, a tensão superficial diminui, 

até que a superfície disponível esteja saturada e não mais moléculas possam ser 

acumuladas nela (Figura 4. 3). O sistema atinge então a tensão superficial mais baixa e as 

moléculas de surfactante começam a se autoagregar espontaneamente. A concentração 

mínima na qual as micelas se formam é chamada Concentração Micelar Crítica (CMC) e 

é uma característica importante de um surfactante. Em concentrações mais elevadas de 

surfactante ocorre uma transição de fase para fases líquidas cristalinas. 

.  
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Figura 4. 3 – Representação gráfica da dependência da tensão superficial com a concentração de 

surfactante, Esquema do comportamento do surfactante em uma interface líquido-gás: moléculas de 

surfactante adsorvem na superfície (<CMC) e começam a formar micelas no volume quando a superfície 

é saturada de moléculas (≥CMC). Adaptada de [98] 

 

Zhang et. al mostrou que as microgotas de alginato produzidas pelo método de 

focalização hidrodinâmica através da gelificação foi realizada por gotejamento de 

microgotas de alginato polimerizadas numa solução de calcio em um canal microfluídico. 

Então foi produzida uma difusão controlada de cálcio.Embora a estrutura dos microgéis 

de alginato tenha sido controlada variando o tempo de permanência das gotas de alginato 

nos microcanais, tempos relativamente maiores eram um pré-requisito para a obtenção de 

microesferas de alginato uniformes, porque a gelificação era criticamente dependente do 

tempo de difusão [117]. 
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CAPÍTULO 5 

MATERIAIS E MÉTODOS 
 

Neste capítulo, será apresentado a metodologia e os materais utilizados para a 

fabricação  dos dispositivos desenvolvidos ao longo do trabalho. O tipo de dispositivo 

adotado para esta pesquisa foi o dispositivo feito a partir de capilares de vidro, 

dispositivos estes que possui uma alta monodispersidade em relação aos dispositivos 

convencionais de emulsificação. 

Dispositivos convencionais de emulsificação são baseados na mistura de líquidos 

imiscíveis com alta tensão de cisalhamento. Estes dispositivos, no entanto, sofrem com a 

baixa reprodutibilidade do tamanho de gota e não são adequados para geração 

delas. Recentemente, os dispositivos de emulsificação microfluídica têm atraído muita 

atenção devido ao seu nível de controle sem precedentes sobre o tamanho e a morfologia 

das gotas.  Utada et al. [67],[94] desenvolveram um dispositivo capilar de vidro coaxiais 

combinando co-fluxo e focalização hidrodinâmica. A focalização hidrodinâmica em um 

dispositivo capilar de vidro é uma estratégia útil para minimizar os problemas de 

umectação encontrados nos dispositivos de focalização hidrodinâmica  produzidos em 

dispositivos feitos em Polidimetilsiloxano (PDMS).  

Em dispositivos microfluídicos de capilares de vidro, as gotas podem ser 

produzidas em dois regimes principais, gotejamento e jateamento, dependendo do 

equilíbrio entre as forças interfacial, viscosa, inércia e de gravidade [152]. No regime de 

gotejamento, onde as taxas da fase continua são baixas, a tensão interfacial domina as 

forças inerciais e viscosas e as gotas são produzidas perto do canal de injeção [153].O 

Jateamento ocorre quando a força viscosa causada pela alta velocidade da fase contínua 

excede a força interfacial, resultando em um jato de desbaste longo que se divide em 

pequenas gotas longe do canal de injeção. A transição de gotejamento para jateamento é 

causada pela alta velocidade da fase dispersa. Os estudos experimentais de geração de 

gotas em dispositivos capilares de vidro foram focados nos efeitos das taxas da fase 

continua,  geometria e morfologia do tamanho das gotas [50], [88],[97], [139]–[140] e na 

transição de gotejamento para jateamento [109]. 

Primeiramente, na Seção 5.1, é apresentados materiais necessários para a produção 

dos esferoides e das gotas. Em seguida, na seção 5.2  todos os detalhes da microfabricação 

https://www.sciencedirect.com/topics/chemistry/fluid-flow
https://www.sciencedirect.com/topics/chemistry/velocity
https://www.sciencedirect.com/topics/chemistry/jet
https://www.sciencedirect.com/topics/physics-and-astronomy/velocity
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do dispositivo de capilar de vidro são exibidos, utilizando conceitos da fabricação de 

capilares para emulsões duplas, afim de  empregar as premíssas das geometrias de co-

fluxo e focalização hidrodinâmica.   

Na Seção 5.3 o objetivo é mostrar qual a função da fase continua para a aplicação, 

analisando suas caracteristicas físico-químicas. Já a seção 5.4 mostra o rendimento da 

encapsulação de esferoides por gota nessa pesquisa, analisando seus valores e concluindo 

que mesmo sendo encontrados valores baixos do rendimento, quando comparados a 

processos convencionais, o trabalho converge com a literatura refletindo em um processo 

de formação de esferoides encapsulados rápido e de natureza homogênea, este último, 

fator principal para escolha deste estudo. 

5.1 MATERIAIS 

5.1.1 PRODUÇÃO DOS ESFEROIDES 

As ASC de monocamadas confluentes foram colhidas utilizando tripsina a 0,125% 

e ácido etilenodiaminotetracético a 0,78 mM (EDTA) (ambos da Gibco-BRL, 

Gaithersburg, MD, USA). As suspensões de células foram centrifugadas a 400 g durante 

5 min, e 2 x 10 6 células em DMEM (suplementadas como descrito abaixo) foram 

plaqueadas em hidrogel não-adesivo micro-moldado com 81 recessos circulares (2% de 

agarose - UltrapureAgarose, Invitrogen, Waltham, MA, EUA - em NaCl a 0,9%), de 

acordo com as recomendações do fabricante (Microtissue Inc., EUA), e incubadas por 24 

h, a 37 ° C (e 5% de CO 2), para a formação de um esferóide em cada recesso 

circular.  Esses esferoides fixados foram obtidos através da colaboração do Instituto 

Nacional de Metrologia, Qualidade e Tecnologia (INMETRO) . 

5.1.2 PRODUÇÃO DAS GOTAS 

Em nossos experimentos, o alginato de sódio (Sigma- Aldrich), como a corrente 

interna (Qin), se mistura com o Cloreto de Cálcio (Sigma- Aldrich), que é a corrente 

intermediária (Qmid), gelificando e formando um hidrogel – denominado de fase continua, 

na qual quebra-se em microgotas no vão entre os capilares cilindricos. E então, as gotas 

de hidrogel são cortadas pela fase oleosa externa, que consiste em óleo de milho e Span 

80 como o surfactante, denominada de corrente externa (Qout).  A formação das emulsões 

simples foi observada por microscópio digital 3D (Hirox KH-8700, EUA) associado a 

uma câmera de vídeo digital CCD de 1/1,8 pol., 2,11 Mp. 
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Os dados experimentais(dados dos diâmetros de bolhas, gotas e micropartículas e o 

número de esferoides encapsuladas em cada gota) foram obtidos a partir dos vídeos e 

micrografias capturados pela câmera de vídeo digital CCD.  

5.2 MICROFABRICAÇÃO DE DISPOSITIVOS CAPILARES  

Das técnicas mais utilizadas para a produção de emulsões, podemos citar as que 

utilizam dispositivos construídos a partir de tubos capilares de vidro, ou com micro-canais 

preparados em uma matriz de poli(dimetilsiloxano) (PDMS) ou poli(metacrilato de 

metila) (PMMA), utilizando técnicas de litografia. O que motiva o desenvolvimento e o 

aperfeiçoamento destas técnicas são as várias possibilidades de aplicação de emulsões 

nas mais diversas áreas. 

Os microdispositivos capilares de vidro consistem na montagem de tubos capilares 

coaxiais, onde dois tubos capilares são colocados no interior de outro capilar de secção 

quadrada.  

Na produção de emulsões simples, os fluidos se deslocam no mesmo sentido pelo 

interior dos canais, de modo que a fase dispersa é conduzida pelo capilar de menor 

diâmetro. Na saída deste tubo, na região de focalização hidrodinâmica, são então 

formadas as gotas da emulsão, conforme é mostrado na Figura 5. 1.  

 

Figura 5. 1 – Dispositivo para obtenção de emulsões simples. 

 

Para a obtenção de emulsões simples (que é o caso explorado neste trabalho), foi 

fabricado um dispositivo baseado nos dispositivos para produção de emulsões duplas, que 

combina tanto o co-fluxo como a focalização hidrodinâmica, conforme ilustrado na 

Figura 5. 2. A razão pela qual foi usado este tipo de dispositivo pode ser explicado por 

duas razões, a resistência à obstrução do canal através do hidrogel formado anterior a 

formação da gota; e a formação de microfibras de hidrogel, caraterísticas encontradas 
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quando utilizadao dispositivo para formação de emulsões simples (co-fluxo), conforme 

Figura 5. 1.   

No dispositivo usado, o fluido que constitui a corrente interna (Qin) é bombeado 

através do interior de um dos capilares circulares, o fluido que compõe a corrente 

intermediária (Qmid) flui através do capilar externo  no mesmo sentido (co-fluxo), essas 

correntes juntas formam a fase dispersa (QD) que flui no dispositivo. Enquanto o fluido 

que forma a corrente externa (Qout) da emulsão, também denominada de fase contínua 

(QC), flui pelo capilar externo, mas na direção oposta aos demais fluidos (focalização 

hidrodinâmica). Quando os três fluidos entram no capilar de coleta, uma perfeita emulsão 

é formada, conforme disposto na Figura 5. 2. 

 

Figura 5. 2 – Ilustração esquemática do dispositivo microfluídico capilar de vidro alinhado para gerar emulsões 

simples a partir de correntes coaxiais. Dois capilares de vidro cilíndricos cônicos são inseridos em um capilar 

quadrado, o comprimento do lado interno é aproxima-se do diâmetro externo dos capilares cilíndricos. Tubos de 

injeção e de coleta são afilados, a fim de garantir o tamanho desejado. A corrente intermediária deve ser imiscível 

com a corrente interno. (b) Ampliação do setor circulado em (a). 

 

Observando a Figura 5. 2 (b) é visível que o capilar de injeção apresenta um 

afunilamento do diâmetro médio interno na seção final do microcanal, o que torna 

menor a área através da qual a corrente interna passar ao longo do microcanal. A 

mistura entre as correntes interna e intermediária formam a emulsão de hidrogel no 

espaço entre os capilares de injeção e de coleta. Enquanto que, o capilar de coleta com 
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seu o diâmetro interno maior do que o capilar de injeção, através da intersecção entre 

a fase dispersa e a fase continua resulta no aumento da velocidade de fluxo no espaço 

entre os capilares e assim, a fase contínua provoca uma tensão de cisalhamento maior 

na fase dispersa o que favorece a quebra da gota e a consequente formação da 

emulsão, regulada pela vazão da fase contínua. 

O modelo de dispositivo microfluidico utilizado nos experimentos consiste em 

dois capilares de seção circular dispostos concentricamente no interior de um capilar 

retangular (de dimensões 1.05 x 1.05 mm). A concentricidade é obtida naturalmente, visto 

que as dimensões internas do capilar quadrado são próximas as dimensões externas dos 

capilares cilíndricos, desta maneira, obtemos um bom alinhamento coaxial.. Os três 

capilares são fixados com cola epóxi (Araldite®) em uma lâmina para microscopia.  

É importante lembrar que todo o material de vidro foi devidamente limpo com 

etanol e pulverizado com ar, uma vez que a limpeza é essencial na microfluídica para 

evitar problemas de entupimento. 

Durante a construção do dispositivo, deve-se preparar um capilar com uma das 

pontas apresentando um diâmetro menor. Para isso, o capilar interno de injeção foi 

obtido através de um Extrator de Micropipeta (Microelectrode Puller PUL-1000® - 

Figura 5. 3), onde sua ponta foi afilada (Figura 5. 4 (a)). O capilar cilíndrico é 

aquecido por um filamento metálico e puxado por uma força controlada. e em seguida, 

o tamanho da ponta do capilar foi ajustado (Figura 5. 4  (b)) até o tamanho desejado 

utilizando lixas de papel e fazendo o controle do diâmetro desejado através da 

verificação no Microscópio Hirox.   

 

Figura 5. 3 – Extrator de micropipeta utilizado para afilar o diâmetro dos capilares cilíndrico. Este 

processo é realizado através do aquecimento do filamento metálico e em paralelo suas hastes distendem o 

capilar com forças controladas [157]. 
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Figura 5. 4 – (a) Capilar cilíndrico após a utilização de um Extrator de Micropipeta, obtendo-se pontas 

menores do que o diâmetro necessário, normalmente em torno de 10 µm. (b) Ponta modificadas com o 

diâmetro desejado através de lixa de papel. 

 

Ao montar o dispositivo na lâmina paramicroscopia, os capilares foram separados 

por uma distância adotada empiricamente entre 1,0 – 1,5 vezes o diâmetro interno do 

capilar de injeção, afim de reduzir a probabilidade de variação das montagens do 

dispositivo e consequentemente, aumentar a acurácia dos experimentos. Posteriormente, 

deve-se preparar as  agulhas hipodérmicas com canhão de polipropileno que foram 

fixadas, com cola epóxi, nos capilares para introduzir as três correntes no dispositivo, 

conforme Figura 5. 5. 

 

Figura 5. 5 – Montagem final do dispositivo capilar de vidro utilizado para encapsulamento de 

esferoides, fabricado com diâmetro do capilar de injeção em torno de 330 μm. 

 

 

Cada agulha e a entrada do capilar cilíndrico a esquerda foram conectadaos sua 

respectiva seringa, preenchida com as correntes informadas anteriormente, com tubo de 

plástico que eram acionadas por bombas seringas, vide Figura 5.6. Durante o processo de 

conexão, é extremamente importante garantir que não haja bolhas de ar dentro do 

dispositivo, isso é feito através de choques mecânicos nas seringas para que todo o ar possa 

ser mantido próximo ao bico da seringa, obtendo assim uma mistura bifásica, e 

pressionando o embolo para a retirada dessa fase composta de ar até que se obtenha 

visualmente, um fluido com característica homogênea. Caso contrário, observa-se uma 

(a) (b) 
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instabilidade durante os experimentos, interferindo nas vazões das correntes nas quais 

possuem bolhas e com isso não há a formação de gotas. Os líquidos das seringas foram 

bombeados com bombas de alta precisão (NE 1000, New Era Pumping Systems Inc.). A 

formação de emulsões dentro dos dispositivos microfluídicos foi monitorada usando um 

microscópio óptico. A Figura 5. 6 mostra a aparência da montagem experimental. Para 

melhor entendimento, os itens sumarizados para a construção deste dispositivo foram 

relacionados na Tabela 5. 1.  

Figura 5. 6 – Aparência da montagem experimental. O dispositivo microfluídicos é colocado sobre a 

platina do microscópio. As agulhas são conectadas às seringas, colocadas nas bombas, através de 

mangueiras de borracha. Os registros são realizados através da câmera acoplada no microscópio. 

 
Tabela 5. 1 – Lista de materiais utilizados na construção do dispositivo. 

Qtd Descrição Material Medidas Unid. Fabricante 

1 Capilar quadrado 150 x 1,05 x 1,5 (L x W x H) mm Vitrocom company 

1 Capilar cilíndrico 150 x 1,0 x 0,58 (L x OD x ID) mm WPI 

1 Lâminas para microscopia 76,2 x 25,4 x 1,0 (L x W x H) mm Exacta 

2 Agulhas Hipodérmicas 40 x 1,2 x 1,2 (L x W x H) mm Descarpack 

3 Seringa 20 mL Descarpack 

3 Bombas seringas - NE 300 228,6 x 146,05 x 114,3 (L x W x H) mm Syringe Pump 

1 Cola Epóxi 16 g Araldite 

4 
Sonda de aspiração traquial 

nº 4 
300 x 4 (L x OD) mm Markmed 

1 Placa de petri 80 x 15 (OD x H) mm Firstlab 
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5.3 FORMAÇÃO DE GOTAS EM MICROFLUÍDICA 

O efeito da quebra e o formato das gotas em microcanais foram avaliados em função 

do tipo de óleo empregado na fase contínua usando os sistemas de capilares de vidro 

combinando co-fluxo com focalização hidrodinâmica.  

Neste estudo, foram investigados o uso de óleo de soja e óleo de milho como fase 

contínua, o primeiro por ter um custo mais viável e mais disponível para aquisição e o 

segundo por ser estatisticamente mais empregado em estudos de microfluídica na 

literatura  [124],  [153], [158], [159]. É importante ressaltar que células encapsuladas 

permanecem viáveis durante longos períodos de tempo em gotas [160] devido à 

utilização de óleos, que podem dissolver ~ 20 vezes mais oxigênio do que a 

água[161]. Estes óleos, sendo ambos hidrofóbicos e lipofóbicos, são solventes muito 

pobres para moléculas orgânicas [162] e são assim especialmente bem adequados para 

ensaios baseados em células e ensaios bioquímicos [163].  

As características do óleo que compõe a fase contínua são relevantes num processo 

de emulsão em microcanais, uma vez que pode influenciar na forma e estabilidade das 

gotas [1]. Considerando que a quebra de gotas em microcanais microfluídicos está 

relacionada com as propriedades da fase contínua, nós investigamos a geração de gotas 

por óleo de milho. O óleo de milho tem sido usado na geração de gotas em microfluídica, 

uma vez que é compatível com diferentes tensoativos e tem custo acessível[124], [164]. 

Por se tratar de um sistema baseado em emulsão, a composição e as propriedades 

físico-químicas da fase contínua são relevantes no processo de geração e na estabilidade 

das gotas formadas. Com base nisso, a fase contínua, sendo esta o óleo de milho, foi 

consultado em literaturas [124], [153], [158], [159] quanto às propriedades de densidade, 

viscosidade e tensão interfacial, considerando a água como fase dispersa de uma emulsão. 

Tabela 5. 2 – Propriedades físico-químicas dos óleos de milho e de soja [165]. 

Propriedade do óleo 
Tipo de Óleo 

Óleo de milho Óleo de soja 

Massa Específica (kg/m³) 915,3 ± 0,7 915,7 ± 0,7  

Tensão interfacial (mN/m) 31,6 ± 0,1 31,3 ± 0,4 

Viscosidade (mPa·m) 59,2 ± 0,8 57,1 ± 1,1 
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A viscosidade e tensão interfacial entre as soluções de fase contínua e dispersa se 

tornam importantes em um sistema operando em pequena escala, como a microfluídica 

[101], pois a relação área/volume é bem maior que a normalmente encontrada na 

macroescala.  Num sistema em que a viscosidade da fase contínua é muito maior que da 

fase dispersa, a pressão interna do sistema aumenta e a interfere no tamanho das gotas 

[166], [167].  

A viscosidade da fase contínua está relacionada à tensão de cisalhamento que o 

fluido exerce sobre a fase dispersa. A redução da tensão interfacial entre a fase contínua e 

dispersa pela adição de tensoativos facilita o processo de quebra de gotas nos microcanais 

e impede a coalescência entre as gotas, garantindo também a estabilidade da emulsão 

[139], [160]. 

5.4 BIOENCAPSULAÇÃO EM DISPOSITIVOS MICROFLUÍDICOS 

Embora os esferoides cheguem aleatoriamente à região de formação de gotas, ainda 

é possível estimar probabilisticamente a proporção de esferoides encapsulados de acordo 

com a distribuição de Poisson, que é aplicável no caso em que a taxa média de chegada 

celular é conhecida, a taxa de chegada facilmente mensurável (a partir da concentração de 

esferoides na solução de alimentação), e a chegada individual de esferoides ocorre 

independentemente de outros esferoides.  

Mazutis et. al. [163] apresentou um protocolo detalhado para o uso de microfluídica 

baseada em gotas para o isolamento de alto rendimento de células secretoras de anticorpos 

individuais a partir de um grande excesso de células não secretoras. Os princípios e 

métodos descritos por Mazutis et. al. podem ser adaptados para muitas aplicações, para 

analisar uma ampla gama de células incluindo bactérias, esferoides, levedura, inseto e 

células de mamíferos. 

O encapsulamento celular é realizado de forma que a maioria das gotas não 

contenha mais de um esferoide. Embora este protocolo resulta na formação de algumas 

gotas de vazios e algumas gotas contendo dois esferoides ou mais, o rendimento 

permanece elevado em comparação com a taxa de técnicas convencionais, no qual a 

análise é realizada a ~ 1 esferoide por segundo (1 Hz) [168]. 

No processo de bioencapsulação por microfluídica, a concentração inicial celular 

foi determinada usando a distribuição de Poisson; que indica a probabilidade (P) para 
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encontrar X número de células por gota (λ), com a base do número de eventos esperados 

(x). Assim, esta probabilidade é dada pela equação de seguimento [163]: 

𝑃 (𝑋 = 𝑥) =
𝑒−𝜆×𝜆𝑥

𝑥!
     Equação 5-1 

 

Para um melhor entendimento, Matuzis et al. [163] utilizou o valor de 𝜆 = 0,3 

para encapsular esferoides em gotas de 50-pl, os esferoides foram preparados a uma 

densidade de 6 × 106 esferoides por ml. Considerando que o processo de 

encapsulamento é completamente aleatório, esta escolha de densidade celular resultou 

em 74,08% da gota contendo nenhum esferoide, 22,22% contendo um único esferoide, 

3,3% contendo dois esferoides e 0,38% contendo mais de dois esferoides. Seguindo a 

mesma abordagem, podemos estimar o número de esferoides por gota. Se pretendermos 

obter um número médio de esferoides por gota, por exemplo, uma média de um 

esferoide por gota de 50 pl (𝜆 = 1,0), precisamos preparar uma mistura contendo ~ 5 × 

107 esferoides por ml. 

Para este estudo, a densidade celular utilizada foi de 2,0 × 106 esferoides por mL, 

contendo uma mistura de alginato que é emulsionada com CaCl3 em gotas 

monodispersas. Descobrimos que essa densidade celular resulta em 8,38% das gotas 

geradas transportando esferoides individuais, enquanto a maioria das gotas (92,75%) 

permanece vazia. O número de gotas nas quais mais de uma célula é encapsulada é 

pequeno e está de acordo com o número esperado da distribuição de Poisson, conforme 

ilustrado na Figura 5. 7 [137]. Mesmo encontrando valores baixos para o 

encapsulamento de um esferoides, esses valores são plausíveis em relação a literatura 

[137], [163], [165], [169], [170]. 
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Figura 5. 7 – O processo de encapsulamento segue a distribuição de Poisson e resulta em 

aproximadamente 8% de gotas contendo um esferoide encapsulado. 
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CAPÍTULO 6 

RESULTADOS E DISCUSSÃO 
 

O desenvolvimento da microfluídica, especificamente a microfluídica de gotas, 

levou a muitas descobertas interessantes, e o número de estudos publicados que a 

exploram está aumentando constantemente a cada ano  de todas as tecnologias 

disponíveis [160]–[164]. Microfluídica baseada em gota é uma das abordagens mais 

poderosa para estudar o comportamento funcional de esferoides. As dimensões dos 

micropoços tradicionalmente usados para cultura de esferoides (placas de 384 poços) 

são muito grandes, fazendo com que todos os metabólitos secretados sejam altamente 

diluídos e tornando impraticável a detecção deles por técnicas convencionais.  

A microfluídica baseada em gotas permite o encapsulamento e a ativação de 

esferoides em alta produtividade e também garante que os metabólitos solúveis 

secretados sejam confinados em um volume relativamente pequeno, o que permite uma 

grande redução no ruído e, assim, aumentando a sensibilidade da técnica. Um dos 

principais obstáculos que dificultam a rápida progressão neste campo foi, por muitos 

anos, a incapacidade de realizar etapas de lavagem dentro de gotas, o que é crucial para 

muitos protocolos biológicos [155] .Várias soluções para este problema foram 

sugeridas, incluindo o uso de agarose e hidrogéis de baixa temperatura de fusão 

[53],[156]. A introdução de hidrogéis e sua lavagem certamente melhorou as 

perspectivas de uso de microfluídica de gotículas [156].  

Além disso, a possibilidade de manipular as gotas contendo células por meio de 

triagem, divisão e fusão também permitirá relacionar as características funcionais dos 

esferoides isolados e o efeito dessas características na ativação dos esferoides 

encapsulados. Dessa maneira, é possível estudar como a heterogeneidade celular afeta 

a comunicação entre esferoides e a tomada de decisão celular. 

Atualmente, a manipulação de gotas (contendo esferoides) requer uma 

configuração relativamente complexa e envolve o uso sequencial de vários módulos 

diferentes, o que torna difícil gerar condutas experimentais resistentes. Além disso, a 

microfluídica baseada em gotas ainda depende principalmente de ferramentas 

convencionais de medição de 'ponto final', o que significa que as gotas geradas devem 
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ser compatíveis, por exemplo, com relação ao tamanho e composição, com essas 

ferramentas de medição.  

Neste capítulo, as ferramentas desenvolvidas ao longo do trabalho foram 

empregadas na análise experimental da formação de gotas através do dispositivo 

microfluídico de capilares de vidro e a encapsulação de esferoides feitas por microgotas 

de alginato. Primeiramente, a Seção 6.1, mostra o efeito da configuração dos capilares na 

produção das gotas, onde a variação do diâmetro do capilar de coleta auxilia na formação 

dessas gotas. 

Em seguida, a seção 6.2 avalia a formação das gotas é investigada a partir do efeito 

da fase contínua em relação a fase dispersa, visando o desenvolvimento da gota em função 

das vazões utilizadas na pesquisa, permitindo demonstrar a aplicação da metodologia de 

solução introduzida neste trabalho em uma situação prática. Nesta seção será detalhado os 

tipos de regime de escoamento encontrados com / sem a inserção de surfactante na fase 

contínua. E finalmente serão apresentados as avaliações de monodispersidade das gotas 

geradas para as principais vazões utilizadas neste experimento. Alem da comparação 

moforlógica e  dos tamanhos da gotas geradas dentro do canal e o seu comportamento fora 

do dispositivo. 

 Na Seção 6.3 o objetivo é a examinar a eficácia do método de gelificação aplicada 

ao experimento. Esta etapa da pesquisa incluiu a investigação da variação das 

concentrações das corrente que formam a fase dispersa. As seções 6.4 e 6.5 expõem os 

efeitos gerados pela viscosidade na fase e a utilização do surfactante na fase contínua, 

respectivamente.  

Na seção 6.6 tem como propósito avaliar a estabilidade das gotas em relação a 

concentração de surfactante na fase contínua, expondo que a concentração de surfactante 

está diretamente relacionada aoo tempo de estabilidade da gota. E por fim, a seção 6.7 

trata do encapsumento dos esferoides, apresentando as etapas para este processo e 

exibindo seus resultados. 
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6.1 CONFIGURAÇÃO DOS MICROCANAIS PARA PRODUÇÃO DE 

MICROGOTAS 

Apesar da produção homogênea das micropartículas de alginato pelo método de 

gelificação do tipo externa, observamos que a estrutura dos microcanais poderia estar 

afetando o tamanho das microgotas, as gotas geradas estavam maiores do que o desejado. 

Isso ocorria devido o diâmetro do capilar de coleta  que auxilia na geração gotas  por isso, 

foi realizada a diminuição no diâmetro do capilar de coleta a fim de melhorar o tamanho 

e formato das microgotas. Nos experimentos iniciais, era utilizado o capilar cilindrico reto 

no seu diâmetro original (Figura 6. 1 A) e realizando os experimentos, era visível que o 

tamanho das gotas, tinham seu diametro médio variando entre 600 μm e 800 μm, e esses 

valores não estava no tamanho desejado – diâmetro médio próximo do tamanho dos 

esferóides em torno de 400 μm. Afim de otimizar o tamanho e o volume da gota, 

reduzimos o diamêtro do capilar cilíndrico (Figura 6. 1 B). Para melhor entendimento, a 

Tabela 6. 1 mostra os valores dos diâmetros interno e externo nas configurações inicial e 

após a modificação  descrita acima.  Esta nova configuração no  dispositivo microfluídico 

mostrou-se eficiente para a geração de gotas e consequentemente, para produção de 

microgotas de alginato para encapsulação de esferoides, estas alterações podem ser vistas 

na Figura 6. 2, que correlaciona o tamanho médio da gota para as configurações dos 

capilares mencionada neste item. Com o intuito de catalogar algumas hipóteses adotadas 

para o estudo, alguns casos estudados foram descritos na Tabela 6.2. 

 

Figura 6. 1 – (A) Capilar   Cilíndrico reto em sua configuração original. (B) Capilar cilíndrico após a 

redução do seu diâmetro para aperfeiçoamento do tamanho da Gota. 



45 

 

 

 
Tabela 6. 1 – Valores encontrados dos diâmetros dos capilares cilíndricos nas configurações inicial e 

após modificação. 

 

Capilar Reto Capilar Afunilado 

Diam. int. 580 μm 380 μm ± 5.2 

Diam. ext. 1 mm 548 μm ± 7.3 

 

Tabela 6. 2 – Casos estudados para avaliação do tamanho médio da gota gerada em função das 

configurações do capilar cilíndrico. 

Casos 

Corrente 

interna 

(Qin) – mL/h 

Corrente 

intermediária 

(Qmid) – 

mL/h 

Fase 

dispersa 

(Qout) – 

mL/h  

1 3.5 3.5 6.5 

2 3.5 3.5 7 

3 4 4 6 

4 4 4 6.5 

5 4 4 8 

6 3.5 4.5 6 

 

 

Figura 6. 2 – Comparação entre o tamanho médio da gota produzida para os casos apresentados na 

Tabela 6.2. 
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Analisando a Figura 6.2 nota-se que o tamanho das gotas aumenta com o aumento da taxa 

de fluxo da fase contínua (Qout) – Casos 1 e 2. Com o aumento da taxa de fluxo da corrente 

intermediaria, o tamanho das gotas aquosas permanece aproximadamente o mesmo. Isso ocorre 

porque a taxa de fluxo da corrente Qmid  é insignificante em comparação com a taxa de fluxo da 

fase dispersa (Qout). Além disso, a quebra das gotas é determinada principalmente pelo equilíbrio 

entre a interface tensão e força de cisalhamento viscosa, e as taxas de fluxo da fase intermediaria 

tem pouca influência na balança. O tamanho da gota aumenta com o aumento da taxa de fluxo da 

fase dispersa e diminui com o aumento da taxa de fluxo da fase continua. Isto é também devido 

aos efeitos da fase intermediária e do fluxo de fase externo taxas sobre a pressão de Laplace e os 

efeitos da fase externa na força de cisalhamento viscosa, conforme será detalahado nas seções a 

seguir. Além disso, é visto que o tamanho médio das gotas diminuem com a diminuição do 

diâmetro do capilar de coleta. 

6.2 AVALIAÇÃO DA FORMAÇÃO DE GOTAS EM MICROCANAIS 

MICROFLUÍDICOS 

6.2.1 EFEITO DA FASE CONTÍNUA 

Para analisar o processo de formação de gotas usando óleo de milho como fase 

contínua, foi usado a solução aquosa de Cloreto de Cálcio como fase dispersa – corrente 

intermediária (Qmid), e também, a solução aquosa de Alginato – a corrente interna (Qin), a 

primeira flui tangenciando a superfície externa do capilar de injeção, enquanto que a 

segunda transcorre internamente pelo capilar de injeção, conforme Figura 6.3. É 

importante ressaltar que essas correntes só se misturam no momento da formação da gota. 

A capacidade da fase contínua em romper a fase dispersa em gotas foi avaliada em função 

da razão (R) entre as taxas das vazões das corrente que compõem a fase dispersa (Qmid + 

Qin) e  a fase contínua (Qout), sendo exploradas faixas de vazões entre 2,5 a 7,5 mL h-1 para 

Qmid e Qin e entre 6,5 e 15 mLh-1 para Qout, a escolha das vazões e o procedimento adotado 

se deu através de estudos comparativos a literatura [151], [155], [156]. O procedimento 

adotado foi variar as vazões das fases dispersa e contínua até que obtivesse a formação 

das gotas. Essa formação foi observada usando um microscópio digital 3D (Hirox KH-

8700, EUA) associado a uma câmera digital CCD de 1/1,8 pol., 2,11 Mp. Os casos gerados 

a partir das variações das vazões serão melhor descritos na seção 6.2, e para análise da 

influência do óleo de milho como fase continua para geração de gotas não foi adotado a 

utilização, neste momento inicial, de surfactante, pois o objetivo era encontra as vazões 
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necessárias para a interação entre as fases e a consequente geração de gotas 

monodispersas. 

 

Figura 6. 3 – Ilustração esquemática das correntes internas (Qin) e intermediarias (Qmid) que compõem a 

fase dispersa e a corrente externa (Qout) que compõe a fase contínua. 

Realizando uma análise visual  da Figura 6.4, do ponto de vista da monodispersidade 

das gotas, nota-se que as gotas geradas pelos sistemas com óleo de milho apresentaram 

formatos semelhantes, sendo um  fator  fundamental para o estudo.   

  

Figura 6. 4 – Forma de quebra das gotas usando microfluídica em capilares de vidro: formato de gotas 

geradas com óleo de milho como fase contínua. Nas correntes das fases dispersas foram utilizadas 

correntes aquosas de alginato a 1% (m /v) e de cloreto de cálcio 15 mM, caracterizando uma gelificação 

externa do alginato. 

6.2.2 REGIME DE FORMAÇÃO DE GOTAS E CONDIÇÕES DE ESCOAMENTO 

A combinação entre a relação de vazões das fases continua e dispersa, a geometria 

e razão entre as larguras de microcanais resultam num processo dinâmico em que as gotas 

apresentam formatos que variam até que haja a produção de gotas numa condição estável. 

A característica do regime de geração de gotas compreende em regimes de dripping 
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(gotejamento) – Figura 6.5(A) – que formam gotas esféricas e o perfil de jateamento – 

Figura 6.5 (B), além das condições em que não se observa a formação de gotas [158], 

[162]. 

 

Figura 6. 5 – Desenho esquemático do regime de geração de gotas: (A) gotejamento; (B) Jateamento.  

Adaptado de [105]. Imagens do regime de geração de gotas obtidas através do experimento: (C) 

gotejamento; (D) Jateamento. . 

 

O equilíbrio entre as forças viscosas e interfaciais com a pressão interna das gotas 

levam a esta dinâmica de formação de gotas, dado pela faixa de 0,01 < Ca < 1 [127], [158]. 

No caso em que há o predomínio da tensão interfacial sob as forças viscosas, Ca <1, as 

gotas apresentam formatos mais esféricos e tamanhos menores. Nestas circunstâncias, se 

Ca < 0,01, a pressão interna da gota é que domina o corte das gotas. Por outro lado, se as 

forças viscosas são altamente significativas, Ca > 1, causam grandes deformações às gotas 

e em formas assimétricas [127], [158]. Outro fator importante a ser considerado é a vazão 

da fase contínua, que atua nas forças viscosas, e que pode influenciar tanto no 

comportamento dos fluxos, como na forma de quebra e tamanho das gotas.  
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O regime de Jateamento pode ser considerado como um regime de instabilidade 

convectiva para a instabilidade absoluta para fluxos em baixos números de Reynolds [163] 

e é afetada pelo número capilar, grau de confinamento e razão de viscosidade ambas as 

fases [163], [164]. Além do regime  de gotejamento ser um regime controlado por 

geometria para a formação de gotículas em baixos números capilares[165]. A partir dos 

aprofundamentos na literatura, e pelas razões acima descrita, este trabalho será 

direcionado ao regime de gotejamento. 

 

Neste estudo, o regime de formação de gotas em capilares de vidro de foi avaliado 

usando alginato e cloreto de sódio na fase dispersa. A dinâmica das gotas foi observada 

com a combinação das geometrias de focalização hidrodinâmica e co-fluxo.O estudo de 

formação de gotas nestes sistemas foi realizado com óleo de milho, o qual apresenta maior 

viscosidade em relação à fase dispersa. O regime de formação de gotas no sistema foi 

investigado em função da razão entre vazões (R),  o somatório das vazões das correntes 

Qin e Qmid  que resultam na fase dispersa (QD), pela vazão Qout que corresponde a vazão 

da fase continua (QC), como mostrado na Figura 6. 7 , ou seja: 

𝑅 =
𝑄𝐷

𝑄𝑐
=

𝑄𝑖𝑛+𝑄𝑚𝑖𝑑

𝑄𝑜𝑢𝑡
                                             Equação 6-1 

 

Figura 6. 6– Design dos sistemas microfluídicos para formação de gotas, sistema por focalização 

hidrodinâmica e co-fluxo. 

Na Figura 6. 7 , nota-se que nas condições iniciais deste estudo, onde não há 

utilização de surfactante, a formação de gotas se iniciou quando o somatorio das vazões 

das fases contínuas se igualou ou superou a dispersa ΣQD > QC, sendo geradas gotas  



50 

 

estáveis (dripping). Entretanto, quando a vazão da fase continua (Qout) está entre 7 e 15 

mLh-1 e sua razão é inferior a 1,  são geradas gotas de tamanhos maiores e instáveis 

(squeezing), conforme Figura 6. 8. À medida que houve o aumento da vazão da fase 

contínua, o sistema gerou gotas estáveis (dripping). Além disso, numa condição de QC ≫ 

QD ou QD ≫ QC são obtidos valores extremos de razões, R < 0,5 e R ≥ 2, e não ocorre o 

processo de quebra de gotas.  Após o estudo dos diversos arranjos apresentados na Figura 

6.4, serão analisados seis casos onde foi encontrado o regime de gotejamento, os 

resultados serão resumidos  a seguir na Tabela 6.3. Os tamanhos das gotas foram 

caracterizados a partir da avaliação do tamanho das gotas geradas, no qual seus diametros 

foram mensurados através do microscópio óptico 3D Hirox, onde foi avaliado um espaço 

amostral de 120 microgotas para cada relação obtida entre as correntes interna, 

intermediária e externa aferidas.  

 

Figura 6. 7 – Formação de gotas em função da razão de taxas de fluxo (R = QC/QD) e da vazão da 

fase continua (QOUT). Na fase contínua foi usado óleo de milho e na dispersa, soluções aquosa de alginato 

e cloreto de cálcio originando um hidrogel.  
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Figura 6. 8 - Gotas de tamanhos maiores e instáveis. 

 Os mecanismos de gotejamento e jateamento estão intimamente relacionados, e a 

transição entre eles é induzida pela variação da vazão do fluido externo Qout.  A figura 

Figura 6. 9 mostra a relação entre a razão do raio da gota gerada, Rdrop, pelo raio do capilar 

de injeção, Rcap inj, e a razão da fases dipersas (QD) pela fase contínua (QC). O raio das 

gotas, Rdrop, diminui linearmente com Qout (Figura 6. 9, losangos azuis). No entanto, 

aumentar a Qout faz com que o jato aumente abruptamente, significando a transição para o 

regime de jateamento; isso resulta em uma descontínuidade na Rdrop/Rcap inj ( Figura 6. 9 , 

círculos laranjas).  

 

Figura 6. 9 – Razão entre raio da gota pelo raio do capilar de injeção versus a razão das fases de 

fluxo.  Os losangos azuis representam o diâmetro da gota no regime de gotejamento. Círculos laranjas 

representam o diâmetro da gota no regime de jateamento. A linha tracejada azul representa a linha de 
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tendência do tamanho da gota no regime de gotejamento, e a linha tracejada laranja o tamanho da gota no 

regime de jateamento.  

 
Tabela 6. 3 – Casos estudados para avaliação entre as fases dispersa (Qout) e contínuas (Qin e Qmid) 

correlacionando com o tamanho médio da gota gerada. 

Casos 

Corrente 

interna 

(Qin) – mL/h 

Corrente 

intermediária 

(Qmid) – 

mL/h 

Fase 

dispersa 

(Qout) – 

mL/h  

Razão entre 

fases 
(𝑸𝒊𝒏+𝑸𝒎𝒊𝒅)

𝑸𝒐𝒖𝒕
    

 

Tamanho 

médio da 

gota (μm) 

Coeficiente 

de Variação 

(CV) 

1 3.5 3.5 6.5 1.1 404.18 13.70% 

2 3.5 3.5 7 1.0 384.55 15.50% 

3 4 4 6 1.3 413.7 17.80% 

4 4 4 6.5 1.2 344.6 9.0% 

5 4 4 8 1.0 562.72 14.90% 

6 3.5 4.5 6 1.3 356.86 8.80% 

 

Como mostrado na Tabela 6.3 e na Figura 6. 10, o coeficiente de variação aumenta com 

a diminuição razão entre as fases dispersas e contínua.  Além disso, quando comparamos casos 

que possuem as mesmas vazões nas fases dispersas é visto que o aumento da taxa de fluxo da fase 

continua (Qout) diminui o tamanho da gota, Casos 1 e 2. O tamanho da gota aumenta com o 

aumento da taxa de fluxo da fase dispersa e diminui com a aumento da taxa de fluxo da fase 

continua.  

Desta forma, a geometria de capilares de vidro possui uma razão mais próxima de 1 entre 

as vazões das fases contínua e dispersa, estabilizando seu fluxo, e apresentando um perfil 

de geração de gotas mais estável. Após a analise dos ensaios, exibidas na Figura 6. 7, foi 

possível observar que a região de formação de gotas estáveis possui valores da razão entre 

as fase conínuas e dispersas no intervalo entre 1.1 e 1.7. E analisando os principais casos 

estudados que estão expostos na Figura 6. 10, é possível visualizar e admitir que os casos 

4 e 6 respectivamente, por possuírem vazões das correntes interna (4 / 3.5 mL/h), 

intermediária (4 / 4.5 mL/h) e externa (6.5 / 6 mL/h) e razão entre fases (1.2 / 1.3) 

aproximadamente semelhantes, são casos ótimos para seguir com o estudo. Uma 

característica importante de ressaltar também nesta análise é a menor polidispersidade 

dos casos 4 e 6 quando comparados aos demais casos, sendo gerado gotas com tamanho 

médio 344.6 e 356.86 ± 3.97 μm com polidispersidade maior do que a esperada (mas 

ainda inferior a 5%), indicados por um coeficiente de variação (CV) igual a 9,0 e 8,84%, 

como mostra a Figura 6. 11 (A). 
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Embora os casos 4 e 6 sejam semelhantes, para seguir com o estudo foi adotado o caso 4, 

por possuir numericamente valores de tamanho de gota menor do que os outros casos. 

 

 

 

 

Figura 6. 10 – Distribuição de tamanho das microgotas  para cada um dos casos apresentados na Tabela 

6.1. 

Um fator que possibilita essa polidispersidade alta é flutuação das vazões, causada 

pela bomba da seringa e também, a utilização de seringas de plástico, devido o seu 

material, elas possuem uma aderencia maior, fazendo com que a pressão interna desta 

varie, apresentando uma ocorrencia constante desta variação. Por este motivo,  durante a 

geração de gotas, é observado que há gotas com tamanhos diferentes da média (valores 

entre 424.5 μm e 463.1 μm) e que devem ser depurados desta análise.  Assim sendo, 
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expurgando estes dados, é possivel ter uma polidispersidade baixa, nas quais  as gotas 

geradas possuem um diâmetro médio de 349.09 ± 1.45 μm, e um CV = 3.17%, como 

mostra a Figura 6. 11 (B). 

 

Figura 6. 11 – (A) distribuição de tamanhos  e visualização das gotas produzidas nestas condições de 

vazões com geração de gotas que variam o tamanho e (B) distribuição de tamanhos e visualização das 

gotas produzidas nestas condições de vazões sem geração de gotas que variam o tamanho. 

6.3 PROCESSO DE GELIFICAÇÃO DAS MICROPARTÍCULAS DE 

ALGINATO 

Em canais microfluídicos, a cinética de gelificação de alginato tem um papel 

importante para produção de micropartículas, uma vez que pode afetar a formação destas 

[171], [172]. A gelificação de alginato ocorre pela ligação de um cátion divalente, como 

Ca+2, ao grupo carboxílico presente na estrutura química do alginato [173]. Tal ligação 

pode ser de forma rápida ou lenta, dependendo do método de reticulação que pode ser na 

forma externa ou interna. 

Diante disso, nós exploramos a geração de micropartículas de gotas por gelificação 

do tipo externa. O método de gelificação do tipo externa ocorre quando um íon ativo, tal 
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como uma solução de CaCl2, que fornece íons Ca2+ livres e permite sua ligação de forma 

instantânea ao grupo carboxílico do alginato. Neste caso, os íons de cálcio difundem-se 

para o interior da matriz polimérica até atingir a completa gelificação do alginato [173], 

[174]. Desta forma, a gelificação é direta e rápida, gerando um perfil de estrutura menos 

uniforme. Em microfluídica, o processo de formação das gotas de alginato ocorrem por 

emulsificação. Para a formação de micropartículas de alginato por gelificação do tipo 

externa, a reticulação pode ocorrer após a formação das gotas sendo despejadas num 

reservatório contendo solução gelificante [175] ou as soluções de alginato e reticulante 

podem ser misturadas numa mesma gota, sendo assim a gelificação ocorre dentro da 

própria gota [176], [177]. Na Figura 6. 12, é verificado o momento que ocorre a gelificação 

do tipo externa dentro da gota, as correntes interna (fluxo na cor verde) e intermediária 

(fluxo na cor vermelha) quando a gota é formada inicia-se a mistura dos fluidos, 

decorrendo assim a gelificação e consequentemente formando o hidrogel. 

 

Figura 6. 12 – Gelificação ocorre dentro da própria gota, as correntes aquosas de Alginato (cor verde)  e  

Cloreto de Cálcio (cor vermelha) podem ser misturadas numa mesma gota através da gelificação externa.  

Como a gelificação externa apresenta uma reticulação direta por íon Ca2+ ativo que 

se difunde gradualmente para o interior da matriz polimérica, isso resulta na formação 

instantânea do hidrogel de alginato e uma gelificação não uniforme [173]. Com a 

gelificação ocorrendo dentro da gota, com uma corrente central aquosa para minimizar a 

difusão, houve a formação de micropartículas uniformes (Figura 6. 13).  
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Figura 6. 13 - Formação de micropartículas uniformes devido a gelificação das corrente aquosas de 

alginato e cloreto de cálcio dentro da gota. 

As concentrações de Alginato (2% - m/v) e Cloreto de Cálcio (30mM) utilizadas no 

início do estudo, ao longo do contato entre essas soluções na junção do microcanal, 

levavam após um pequeno tempo de utilização do dispositivo à formação de gel antes da 

quebra de gotas  e isso provocou obstrução de microcanais, causando o bloqueio do 

dispositivo, conforme visto na Figura 6. 14.  

Para amenizar esta dificudade, na literatura há algumas estratégias, uma delas é de 

inserir a solução de reticulante separadamente da gota de alginato[142]. Em outro estudo, 

foi usada uma concentração inicial de alginato de apenas 1% (m/v) com uma baixa 

viscosidade, sendo apresentada a formação de alginato em geometrias com e sem corrente 

central aquosa [176].  

  

Figura 6. 14 – Obstrução do Canal devido altas concentrações das correntes aquosas de alginato 2% (m/v) 

e cloreto de cálcio (30mM). 

Portanto, para a produção e encapsulação de células posteriores em micropartículas 

de alginato usando o dispositivo de microfluídica de capilares de vidro, utilizamos a 

gelificação do tipo externo com modificações feitas de acordo com nossa aplicação. Neste 
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caso, utilizamos soluções contendo alginato com concentração de 1%(m/v) e Cloreto de 

Cálcio de 15 mM, para produzir micropartículas de alginato. 

6.4 AVALIAÇÃO DOS EFEITOS DO SURFACTANTES 

Primeiro, para examinar o efeito da tensão interfacial exercida pelo fluido contínuo 

no processo de separação, medimos o tamanho das microgotas produzidas em função de 

Qc (Qout), de acordo com as diferentes concentrações de surfactante (Span 80) na fase 

contínua. (óleo de milho). Na ausência de um surfactante, é possivel notar que as gotas 

geradas coalescem em uma frequencia alta, quase que instantaneamente. 

Adicionou-se um surfactante não iónico, monooleato de sorbitano (span 80), à fase 

contínua para reduzir a tensão interfacial entre ambas as fases, o que facilitou a formação 

de microgotas e evitou a coalescência subsequente antes da gelificação. Como esperado, 

o diâmetro das microgotas diminuiu com uma diminuição na tensão interfacial, porque a 

tensão interfacial diminui com o aumento da concentração de surfactante na fase contínua 

(Figura 6. 15 ). Assim, o tamanho das microgotas é criticamente dependente da 

concentração de surfactante adicionada ao óleo de milho.  

 

 

Figura 6. 15 – Dependência do tamanho das microgotas produzidas no dispositivo microfluídico 

na taxa da fase contínua (Qc) – 6.0 𝜇𝐿ℎ−1 com a adição de diferentes concentrações de surfactante 

(span80).  
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O surfactante não-iônico, monooleato de sorbitano (span 80), foi adicionado à fase 

contínua para reduzir a tensão interfacial entre ambas as fases, o que facilitou a formação 

de microgotas e preveniu a coalescência subsequente antes da gelificação. Como 

esperado, o diâmetro das microgotas diminuiu com uma diminuição na tensão interfacial, 

porque a tensão interfacial diminui com o aumento da concentração de surfactante na fase 

contínua . Assim, o tamanho das microgotas é criticamente dependente da concentração 

de surfactante adicionado ao óleo de milho.  

A Figura 6. 15 mostra o efeito da tensão interfacial e a taxa de fluxo diferente da 

fase contínua, ambos a uma vazão da fase continua fixa (6,0μl/h) da fase aquosa e uma 

concentração que varia entre 1 a 10 % de surfactante no tamanho da microesferas 

produzidas. O tamanho médio das microesferas foi dependente da tensão interfacial, que 

variou de 335 ± 1 a 733 ± 15 μm, respectivamente para uma variação do Span 80 de 1 e 

10%. Portanto, o tamanho das microgotas foi controlado variando-se a tensão interfacial 

pela adição de um surfactante à fase contínua, e baseado na Figura 6. 15 será utilizada a 

concentração de 10% de Span 80, pois foi o melhor evento realizado onde obtivemos o 

menor diametro médio de gota. 

 

 

Figura 6. 16 - Formação de gotas em função da razão de taxas de fluxo (R = QD/QC) e da vazão da 

fase continua (QOUT). Na fase contínua foi usado óleo de milho com adição de 10% de Span 80.  
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É importante ressaltar que diferente da dependência encontrada na concentração do 

surfactante em relação ao  tamanho da gota, o tipo de regime de escoamento permanece 

inalterado, ou seja, se por exemplo ao considerarmos um sistema com as mesmas vazões 

sem a utilização do surfactante e o regime preponderante era de jateamento ao 

acrescentarmos o surfactante a fase continua, este regime permanecerá de jateamento 

conforme pode ser visto na Figura 6. 16. 

6.5 EFEITO DA VISCOSIDADE NA FASE AQUOSA 

Para caracterizar o efeito da viscosidade da fase aquosa, as microgotas produzidas 

foram medidas em função de Qc a diferentes concentrações de alginato, porque uma 

alteração na concentração de alginato afeta a viscosidade da fase aquosa.  

A Figura 6. 17  mostra o efeito da viscosidade do alginato no tamanho médio das 

microgotas para várias concentrações de soluções de alginato. A vazão da fase contínua 

variou de 1,7 a 5 μl / min. Para uma vazao da fase contínua de 1,7 μL/h, as maiores 

microgotas foram obtidas a partir da solução de alginato (diâmetro médio de 860.46 ± 

5.22 μm). 

 

 

Figura 6. 17 – Tamanho das Microgotas em função da variação da vazão da fase contínua para duas 

soluções aquosas com diferentes concentração de alginato (1% e 2%). 

 

Como esperado, um aumento na concentração de alginato (maior viscosidade) 

resultou em microgotas de alginato menores. Assim, o tamanho das microgotas pode ser 

controlado alterando a viscosidade da fase dispersa, que foi bem combinada com dados 
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sobre o processo de formação de gotas de outros dispositivos microfluídicos [178], [179].  

Na literatura para soluções de alginato mais viscosas (de 2,5 a 5,0%),  foi produzido 

tampões alongados em vez de microgotas esféricas, ou nenhuma gota foi obtida nos 

canais microfluídicos devido à separação zero na junção[141]. 

De acordo com a Figura 6. 17, a concentração de 1% de alginato é mais vantajosa 

em relação ao tamanho médio da gota, devido ao fato de desejarmos gotas com diâmetros 

próximos ao tamanho dos esferoides (valores entre 300 a 400 μm), estes esferoides são 

vistos na Figura 6. 18.  Além do que, como relatado anteriormente,  a solução de alginato 

a 2% mesmo gerando gotas durante um certo tempo não é tão viável devido o fato de 

obstruir o dispositivo e consequentemente, torná-lo inoperante. É importante saber que 

também foi utilizado para esta análise a concentração de 1,5% de Alginato, com tudo a 

obstrução do canal permaneceu ocorrendo assim como utilizando as concentrações de 

2%, a principal diferença foi o tempo para a obstrução do microcanal que segue uma 

relação direta: quanto maior a concentração de Alginato, menor é o tempo para obstruir 

o microcanal. 

 

 

Figura 6. 18 – Esferoides utilizados nos experimentos. Os tamanhos médios variam entre 300μm e 

400μm.  
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6.6 ESTABILIDADE DAS GOTAS PRODUZIDAS POR 

MICROFLUÍDICA 

As propriedades mecânicas dos biopolímeros, como a força de cisalhamento que é 

afetada pela concentração do agente de reticulação, controlam expressivamente a 

estabilidade do alginato e a dinâmica das células encapsuladas em micropartículas de 

alginato [126], [180]. Desta forma, as microgotas de alginato, foram mantidas no mesmo 

meio de cultura que  foram geradas, composto por óleo de milho e surfactante (Span 80). 

Estas microgotas foram observadas e avaliadas durante o período antescedente a 

coalescência, ou seja, a união de duas ou mais gotas formando partículas maiores. Esse 

fenomeno ocorre após a descarga das gotas no recipiente de coleta, e pode variar de 

acordo com a concentração de surfactante utilizado. Neste trabalho, para as concentrações 

de 1%, 2% e 5%  a coalescência ocorreu em menos de 1 minuto, enquanto que na 

cocentração de 10% a coalescência ocorreu em mais de dois minutos, conforme visto na 

Figura 6. 19. 

 

 

 

Figura 6. 19 – Estabilidade física das microgotas de alginato em diferentes condições. 

 

Sendo assim, a presença do surfactante desacelera a aglutinação das microgotas de 

hidrogel. Na qual, durante o periodo médio para as concentrações de 10%, 5%, 2% e 1%, 

observado na Figura 6. 19, foram de 02min18s, 48s, 33s e 26s, respectivamente. Contudo, 

as gotas mantiveram-se íntegras e o aumento da concentração do surfactante leva a 
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diminuição do diametro e o aumento do tempo antes de se aderirem. É importante ilustrar 

que com a ausência do surfactante, foi possível observar a ocorrência do fenômeno da 

coalescência no transporte das gotas ao longo do dispositivo, chegando no recipiente de 

coleta gotas aglutinadas.  

Não foi objeto de estudo deste trabalho, porém pelo comportamento observado do 

período médio de coalescência  no recipiente de coleta, espera-se que com a utilização de 

surfactantes seja possível manipular os esferoídes após o seu encapsulamento no 

recipiente de coleta. 

 

6.7 ENCAPSULAMENTO DE ESFEROIDES DE CÉLULAS-TRONCO 

A densidade celular, isto é, a razão entre a quantidade de esferoides pelo volume do 

fluido,  é ajustada ao valor desejado, que depende da densidade média por gota e do 

tamanho da gota. Os esferoides têm diâmetro de ∼300 μm e o volume total de meio 

disponível para cada célula é muitas vezes o seu próprio volume. Utiliza-se óleo de milho 

para transportar os esferoides encapsulados. Vale lembrar que a solução aquosa de 

alginato está presente na corrente interna que é um dos fluidos que compõe a fase 

dispersa, e os esferoídes fazem parte desta solução. Para estabilizar as gotas adiciona-se 

um surfactante Span 80 ao óleo de suspensão a uma concentração de 10% 

(p/p).  Este surfactante proporciona excelente estabilidade contra a coalescência, 

garantindo boa biocompatibilidade da interface interna da gota.  

A corrente interna contém a suspensão de esferoides e alginato (Figura 6. 20), 

enquanto as correntes intermediária e externa, possuem cloreto de cálcio e óleo de milho, 

respectivamente. O volume da gota pode variar facilmente entre 0,15 nL e 0,35 nL, 

correspondendo a gotas esféricas de 300 μm a 400 μm. Isto é conseguido combinando o 

tamanho do capilar de injeção com o diâmetro da gota e operando o dispositivo no regime 

de gotejamento.  

Umas das características dos esferoides fixados é sua capacidade de deformação 

elástica, pois como é visto na Figura 6. 20, o tamanho do esferoide era maior do que o 

esperado (dentro do intervalo de 300 – 400μm) e sendo o capilar de injeção com diâmetro 

menor do que o esferoide, consequentemente, ocorre o achatamento momentâneo do 

esferoide. Optando por utilizar um esferoide vivo, esta característica de deformação 

elástica não existiria. 
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Figura 6. 20 – Momento no qual o esferoide será encapsulado, indicado pela seta vermelha. A 

corrente  em que o esferoide está (Qin)  é composta da solução aquosa de alginato e os proprios esferoides.  

Bombas individuais de seringa são usadas para controlar o fluxo do óleo e a 

suspensão celular. Aqui nos concentramos exclusivamente em esferoides em 

suspensão; no entanto, os esferoides aderentes também podem ser estudados cultivando 

primeiro em pequenas gotas e depois encapsulando os esferoides. Para evitar o 

assentamento dos esferoides e manter a densidade desejada, agitamos constantemente a 

suspensão. Normalmente usamos uma seringa de 5 mL contendo 2 mL de suspensão de 

células, garantindo que a profundidade do volume seja comparável à sua altura.. Um meio 

conveniente de mexer a amostra, evitando o entupimento da seringa, é mantê-la a um 

ângulo de 45 °. 

Estudos de esferoide único requerem que virtualmente todas as gotas contenham no 

máximo um esferoide, de modo que a maioria das gotas não contenha nenhum esferoide 

(Figura 6. 20), uma vez que o processo de encapsulamento segue a estatística de 

Poisson. A produção de gotas encapsulando esferóides individuais é mostrada na Figura 

6. 21 A, onde as vazões das correntes interna, intermediária e externa são 3,5, 4,5 e 6,0 

mL/h, respectivamente. Após o encapsulamento, as gotas foram direcionadas para um 

micromolde de poliácido láctico (PLA) com o intuito de investigar a acomodação dos 

esferoides através da trama do micromolde, conforme é visto na Figura 6. 21 B. É 

importante ressaltar, que os esferoides tem como característica absorver o corante 

utilizado nas soluções, por isso os esferoides estão com as cores amarelo e verde, pois 

foram as cores utilizadas no experimento. 
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Figura 6. 21 – (A) Encapsulamento de esferoide individual realizado com as vazões das correntes interna, 

intermediária e externa são 3,5 mL/h, 4,5 mL/h e 6,0 mL/h, respectivamente. (B) Esferoides encapsulados 

(nas cores verde e amarelo) acomodados no micromolde indicado pelas setas vermelhas. 

 

Analisando o efeito do surfactante nos esferoides encapsulados, foi percebido que 

as gotas com esferoides permaneceram estáveis pelo mesmo tempo das gotas vazias 

anteriormente descrito. Após o período de estabilidade, a aglutinação das gotas com 

esferoides ocorreu (Figura 6.22), onde a gota da esquerda ocorreu a aglutinação de gotas 

sem esferoides e 3 gotas com esferoides únicos (em amarelo) e a gota da direta, a 

aglutinação de gotas sem esferoides e 2 gotas com esferoides únicos (em amarelo). 

 

 

Figura 6. 22 – Aglutinação das gotas após a período de estabilidade causado pela adição de surfactante. 

 

Em resumo, foi apresentado a análise experimental do encapsulamento de 

esferoides através de dispositivos microfluídicos de capilares de vidro, demonstrando o 
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potencial de aplicação desses dispositivos desenvolvidos nesta pesquisa. Foram 

conduzidos experimentos para caracterização do tamanho e morfologia da gota, com o 

estudo das vazões das fases continua e dispersa, inserção de surfactante e variação das 

concentrações das substancias formadoras do hidrogel e experimentos para avaliação do 

encapsulamento dos esferoides, sendo priorizado o encapsulamento de esferoides únicos. 

Para se obter as avaliações experimentais em melhor concordância com o estudo, 

seria necessário a utilização de esferoides vivos e a sua manipulação para a avaliação da 

viabilidade e da citotoxicidade do encapsulamento. Ressalta-se o bom desempenho do 

experimento, mesmo adotando esferoides fixados com meio de cultura para o 

encapsulamento e análise dos dados, este estudo pode ser usado com benefícios na análise 

experimental de esferoides vivos. 
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CONCLUSÕES 
 

No presente trabalho, foram estabelecidas as bases fundamentais e construídas 

ferramentas para o encapsulamento de esferoides de células-tronco em alginato através 

de dispositivos microfluídicos de capilares de vidro. Esse procedimento foi 

detalhadamente desenvolvido para uma série de casos particulares, adotando numerosas 

vazões para as fases dispersa e continua, a fim de alcançar um caso ótimo para o estudo.  

Iniciou-se o estudo através de um caso simples em que os estudos foram feitos somente 

com água e óleo, para permitir a visualização da formação de gotas. Também foram 

ilustrados casos envolvendo a variação da concentração das substancias que compõe a 

fase dispersa (Alginato e Cloreto de cálcio), depois este caso foi aperfeiçoado com a 

inserção de surfactante na fase continua e, finalmente o caso no qual ocorre o 

encapsulamento de esferoides.  

Diante dos estudos realizados com os sistemas microfluídicos para formação de 

gotas, notamos que os sistemas operados com óleo de milho apresentaram um perfil de 

geração de gotas estável e com gotas mais uniformes. No processo de formação de 

microgotas de alginato em sistemas microfluídicos, observamos que o método de 

gelificação do tipo externa apresenta uma cinética de reticulação mais rápida, gerando 

microgotas homogêneas e sem causar entupimentos dos capilares após a diminuição da 

concentração de alginato. 

Além disso, as configurações dos capilares também tiveram influência na geração 

de microgotas monodispersas. A formação de micropartículas de alginato em 

microfluídica usando o método de gelificação externa, mostrou-se estável nas condições 

as quais foram submetidas para o encapsulamento de células mesenquimais. Porém tal 

estabilidade foi possível apenas quando a inserção de surfactante (Span 80) na fase 

continua com a concentração de 10%. 

O tamanho médio das gotas variou de 335 a 734 μm, sendo afetado pelas 

características do surfactante e pelas viscosidades das fases oleosa e aquosa. O tamanho 

médio das gotas diminuiu à medida que a viscosidade da fase dispersa aumentava. Como 

prova de conceito, microgotas de alginato monodispersas foram produzidas no 

dispositivo microfluídico e o tamanho das microgotas foi modulado pela variação das 

vazões. 
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Além disso, neste método de encapsulação de esferoides em alginato usando 

microfluídica, concluímos que trata-se de um protocolo que garante uma eficiência de 

encapsulação, na ordem de 8%. Que mesmo aparentemente se reflete em um nivelde 

rendimento baixo, é considerado um nivel de rendimento satisfatório quando comparado 

a metodos convencionais (“batelada”). 

O encapsulamento de esferoides em hidrogéis de alginato fornece uma ferramenta 

não tóxica, não agressiva, simples e rápida para preparar microgotas para sistemas 

relacionados a medicina regenerativa. Assim, ao garantir a estabilidade mecânica das 

microgotas num eficiente processo de encapsulação, as células encapsuladas em alginato 

tornam-se viável para a sua utilização. 

A metodologia desenvolvida no presente trabalho para o encapsulamento celular 

através de um dispositivo microfluídico de capilar de vidro foi realizada com, onde os 

resultados obtidos revelaram que a abordagem de análise desenvolvida é robusta, 

apresentando bons resultados mesmo nos casos mais complexos. No entanto, a 

funcionalidade completa requer um dispositivo para encapsular esferoides, incubar e 

analisa-los. Apesar de não ter sido alvo deste trabalho, a literatura nos indica que com 

estes dispositivos será possível manter a viabilidade celular e o metabolismo saudável dos 

esferóides, seguindo como sugestão para análise e conferência em trabalhos futuros, 

como podemos visualizar na seção a seguir. 
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PROPOSTAS FUTURAS 
 

Como propostas de trabalhos futuros podemos investigar o comportamento de 

esferoides mesenquimais vivos encapsulados em microgotas de alginato através dos 

métodos de gelificação do tipo interno e do tipo externo, bem como o estudo da 

viabilidade celular, no tocante a sobrevivência, atividade metabólica, entre outros, e o 

desenvolvimento de sistema microfluídico de gotas para amplificação de escala da 

produção de partículas. 

Podemos incluir também, o estudo de estratégias alternativas de geometrias e 

distanciamento entre capilares para aumentar a produção de gotas em sistema 

microfluídico, com ganho de produção em escala, considerando a síntese e caracterização 

de esferoides vivos e a utilização de outros óleos como fase continua para avaliar se há 

ganhos ou otimizações no processo para coleta de gotas, em prol da medicina 

regenerativa. 

Não podemos deixar de elencar também como propostas futuras a validação de 

princípios de detecção aplicados aos esferoides dentro das gotas para análise da absorção 

de nutrientes e testes toxicológicos para viabilidade celular, este último com o objetivo 

de observar a manutenção das características originais das células após o encapsulamento. 

É importante registrar a necessidade do estudo das propriedades mecânicas dos esferoides 

encapsulados para aperfeiçoamento de sua morfologia, desta maneira espera-se o 

aumento da eficiência de gotas encapsuladas ao longo do processo.   

E por último, podemos sugerir como trabalhos futuros avaliar a possibilidade de se 

aumentar a concentração de surfactantes, de modo que se consiga um maior tempo de 

coalescência, evitando assim o entupimento, no caso da aplicação de bioimpressoras, e a 

avaliação da toxicidade para maiores concentrações.   
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