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RESUMO 
 

A mucopolissacaridose tipo II (MPS II) ou síndrome de Hunter é uma doença 

genética ligada ao X, causada por mutações no gene IDS que codifica a enzima 

Iduronato-2-sulfatase (IDS). A enzima IDS é responsável pela degradação dos 

glicosaminoglicanos (GAGs) lisossomais, heparan sulfato (HS) e dermatan sulfato 

(DS). A deficiência da enzima leva ao acúmulo progressivo de GAGs nos diversos 

tipos celulares, afetando a estrutura e a função de múltiplos órgãos e tecidos. Os 

desfechos cardiovasculares são comumente observados em pacientes com MPS 

II, sendo uma das principais causas de morbimortalidade entre estes pacientes. 

Tendo em vista as várias alterações cardíacas apresentadas e o fato de que as 

terapias existentes possuem baixa eficácia sobre os danos resultantes da doença 

no sistema cardiovascular, a caracterização dessas modificações em modelos 

animais tem grande relevância. O modelo animal murino de MPS II reproduz o 

fenótipo mais grave da doença, o que corresponde à forma neuronopata da MPS 

II. Os camundongos MPS II (knockout para enzima IDS) têm sido amplamente 

utilizados para avaliar a ocorrência de distúrbios em órgãos e tecidos afetados pela 

deficiência da enzima, como doenças neurológicas e esqueléticas. Entretanto, as 

alterações cardiovasculares e sua progressão, nestes animais, não são totalmente 

conhecidas. Portanto, o objetivo deste trabalho foi caracterizar as alterações 

cardiovasculares presentes no modelo animal de MPS II em diferentes momentos, 

explorando possíveis mecanismos fisiopatológicos. Para tanto, foram realizadas 

análises bioquímicas, histológicas e funcionais do músculo cardíaco e principais 

valvas e artérias. Foram encontradas anormalidades funcionais nos tempos 

avaliados, 6, 8 e 10 meses de idade que incluíram dilatação cardíaca e aórtica e 

também redução do débito cardíaco e da Fração de Ejeção. Análises histológicas 

mostraram quebra de elastina na artéria aorta, desarranjo das fibras musculares e 

presença de vacúolos no tecido cardíaco. As análises bioquímicas mostraram ainda 

que a atividade de catepsina B, uma protease lisossomal, bem como outras 

catepsinas, estavam aumentadas no tecido cardíaco. Os resultados deste trabalho 

levaram a conclusão de que os desfechos cardiovasculares da MPS II podem ser 

observados a partir dos 6 meses de idade e são progressivos. Além disso, o modelo 

mimetiza os desfechos cardiovasculares da MPS II, semelhantes ao observado em 

seres humanos portadores da doença. 
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ABSTRACT 
 

 
Mucopolysaccharidosis type II (MPS II), or Hunter syndrome is an X-linked genetic 

disorder caused by mutations in the IDS gene, that codifies the Iduronate-2-

sulfatase enzyme (IDS). The cause of MPS II is the IDS enzyme deficiency, involved 

in the degradation of glycosaminoglycans (GAGs) heparan and dermatan sulfate. 

This deficiency leads to progressive GAGs accumulation in different cell types, 

affecting multiple organs and tissues. Cardiovascular outcomes are commonly 

observed in patients with MPS II, being one of the main causes of morbidity and 

mortality in adults. In view of the various cardiac alterations presented in MPS II and 

the fact that existing therapies have low efficacy on the damage resulting from the 

disease in the cardiovascular system, the characterization of these modifications in 

animal models is of great relevance. MPS II (IDS knockout) mice have been widely 

used to assess the occurrence of disorders in organs and tissues affected by IDS 

enzyme deficiency, such as neurological and skeletal diseases, however, the follow 

up of the cardiovascular manifestations progression in these animals still is not fully 

known. Therefore, the goal of this study was to characterize the cardiovascular 

abnormalities in the MPS II mouse model at different time points. Biochemical, 

histological, and functional analyzes of the cardiac muscle and main valves and 

arteries were performed. Functional abnormalities were found at 6, 8 and 10 months 

of age in MPS II mice, which included cardiac and aortic dilatation, reduced cardiac 

output, and decreased ejection fraction. Histological analyzes showed a breakdown 

of elastin in the aorta artery, disarrangement of fibers and presence of vacuoles in 

the cardiac tissue. Biochemical analyzes showed that cathepsin B, a lysosomal 

protease, was increased in the cytosolic compartment outside cardiomyocyte 

lysosomes. In conclusion, we have demonstrated that the deleterious 

cardiovascular outcomes can be observed from 6 months of age and are 

progressive. In addition,  the animal model used was mimetic to the effects and 

outcomes of MPS II observed in humans with regard to cardiovascular changes. 

 

Keywords: mucopolysaccharidosis type II, aortic root dilation, ejection fraction, 

cardiovascular diseases, glycosaminoglycans. 
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1. INTRODUÇÃO 
 

1.1 As Doenças Cardiovasculares e o Remodelamento Cardíaco 
 

 

1.1.1 As doenças Cardíacas e a Disfunção Lisossomal 
 

Um sistema cardiovascular incompetente, independentemente da causa, 

tem consequências deletérias importantes para o organismo. O miocárdio pode 

sofrer alterações intrínsecas, como distúrbios elétricos e comprometimentos 

estruturais e funcionais, ambos provocando adaptações patológicas, que podem 

evoluir para insuficiência cardíaca (IC). No último quarto de século, houve um 

enorme progresso na pesquisa genética que definiu muitas das causas moleculares 

das cardiomiopatias. Mais de mil mutações foram identificadas em muitos genes 

com ontologias variadas, indicando diversas moléculas e vias de sinalização que 

podem causar cardiomiopatias hipertrófica, dilatada, restritiva ou arritmogênicas 

(Elliott et al. 2008).  

O rearranjo ou remodelamento frente a um insulto cardíaco é uma resposta 

do órgão perante a necessidade de manutenção do débito cardíaco (DC),  frente 

as adaptações hemodinâmicas secundárias a eventos celulares e moleculares, 

uma vez que a perda da capacidade de bomba no miocárdio implica em redução 

do fluxo de oxigênio, necessário ao organismo como um todo (Braunwald 2013). 

Neste sentido, vários são os mecanismos patogênicos que levam ao 

remodelamento cardíaco, entre os quais  se incluem   a estimulação neuro-humoral 

excessiva, ciclo anormal do cálcio dos miócitos, apoptose acelerada, ativação de 

citocinas inflamatórias, estresse oxidativo, ativação proteolítica, autofagia, 

proliferação excessiva ou inadequada da matriz extracelular (MEC) e fibrose 

intersticial miocárdica (MIF) (Konstam et al. 2011).  

No contexto celular, a manutenção do equilíbrio dinâmico e homeostático 

deste ambiente faz parte das funções constitutivas das organelas celulares. Devido 

a sua característica ubíqua, alterações na estrutura dos lisossomos, por exemplo, 

levam ao desenvolvimento de muitas doenças, incluindo as doenças 

cardiovasculares (Chi, Riching, e Song 2020). De fato, alterações na função 

lisossomal da célula muscular cardíaca são notadamente associadas à maioria das 

doenças cardíacas e a patogênese da IC (Wang e Robbins 2014). É válido notar 

ainda que as alterações lisossomais, não necessariamente, são apenas descritivas 
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de sua estrutura, pois doenças genéticas que afetam o seu conteúdo também 

demonstram ser interveniente na sua capacidade funcional (Gatica e Klionsky 

2017). Isto posto, também foi observado que, sob certas condições, a alta atividade 

lisossomal também é deletéria. A hiperativação da função do lisossomo tem sido 

implicada em diversas complicações cardiovasculares. Um exemplo disso está 

vinculado a função das catepsinas (Cts) lisossômicas. As Cts lisossômicas são um 

subgrupo de proteases de cisteína composto por 11 membros (catepsina B, C, F, 

H, K, L, O, S, V, X e W). Elas contribuem com outras hidrolases ácidas na 

degradação lisossomal de substratos celulares. Sob certas condições patológicas, 

tanto o nível de expressão, quanto a localização subcelular dessas Cts podem 

mudar, tornando-as morbígeras. O aumento da expressão das Cts têm sido 

associado a uma variedade de condições e de doenças como estresse, 

remodelamento cardíaco e IC (Blondelle et al. 2015; Lutgens et al. 2007). A 

expressão de CtsS e CtsK foi aumentada no miocárdio de roedores hipertensos e 

em humanos com IC induzida por hipertensão (Cheng et al. 2006). CtsD elevada 

foi encontrada no plasma de pacientes após infarto do miocárdio (IM) (Naseem et 

al. 2005). Em um estudo de ensaio clínico, a CtsB sérica mais alta, foi associada a 

um risco aumentado de um desfecho composto de eventos cardiovasculares 

específicos ou mortalidade por todas as causas em 4.372 pacientes com doença 

coronariana estável (Wuopio et al. 2018). Estudos realizados pelo nosso grupo 

mostraram aumento da atividade colagenolítica da CtsB, com consequente redução 

do colágeno na aorta e no tecido cardíaco em modelo murino de 

mucopolissacaridose tipo I (MPS I) (E.A. Gonzalez et al. 2018). Uma vez que essa 

protease é liberada especificamente por macrófagos, em condições patológicas, 

atuando na redução do colágeno, sugerimos que este mecanismo poderia estar 

envolvido na perda da capacidade funcional observada nestes animais (Baldo et al. 

2017; E.A. Gonzalez et al. 2018; Schuh et al. 2020). Sabidamente, os macrófagos 

residentes compõem uma variedade de órgãos e tecidos, onde são determinantes 

críticos do comportamento celular. No coração, uma população de macrófagos tem 

um efeito notável na patogênese das doenças cardiovasculares (Bajpai et al. 2018). 

Vários estudos sustentam que a CtsB tem um papel no remodelamento da MEC e 

na patogênese da doença cardiovascular em pacientes com cardiomiopatia 

isquêmica e dilatada (CMD) (Schenke-Layland et al. 2009). A presença de 

macrófagos per se é indicativa de mudança no ambiente, onde um aumento no pH 
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ácido pericelular pode resultar na realocação dos lisossomos. O pH pericelular 

ácido também aumenta a secreção de CtsB no espaço extracelular. Além disso, a 

liberação de CtsB na MEC induz a ativação de metaloproteinase de matriz (MMP-

9), a qual contribui para o remodelamento da MEC (Radosinska, Barancik, e Vrbjar 

2017; Riaz et al. 2020). De fato, a CtsB secretada pode contribuir para a 

degradação da MEC no coração e artéria aorta de animais com MPS I, o que pode 

levar a um quadro de IC. Apesar do caráter progressivo da doença cardiovascular 

encontrado nos animais MPS I, observamos que a fração de ejeção (FE) destes 

animais, aos 6 meses de idade, ainda estava preservada, embora outros 

parâmetros indicassem perda de contratilidade e dilatação da câmara ventricular 

esquerda, indicando dilatação cardíaca  (Baldo et al. 2017; E.A. Gonzalez et al. 

2018). 

 

1.2 As Doenças de Depósito Lisossomal - DLs 
 

1.2.1 O papel dos lisossomos na maquinaria celular  

 Os lisossomos são geralmente considerados como o compartimento final 

das vias endocíticas, onde a carga capturada está sujeita à degradação via 

hidrolases ácidas (Luzio, Pryor, e Bright 2007). Os lisossomos são organelas em 

constante estado dinâmico, responsáveis pela quebra e reciclagem de várias 

macromoléculas celulares, como ácidos nucléicos, lipídios, proteínas e 

carboidratos, e uma variedade de substratos complexos, incluindo 

glicosaminoglicanos e esfingolipídios, trazidas do ambiente extracelular e 

capturadas por meio de mecanismos de endocitose, fagocitose e autofagia 

(Doherty e McMahon 2009; Ravikumar et al. 2009). A função catabólica dos 

lisossomos é realizada por meio da ação conjunta de aproximadamente 60 

hidrolases ácidas distintas, que pertencem a diferentes famílias de proteínas, como 

glicosidases, sulfatases, peptidases, fosfatases, lipases e nucleases (Bajaj et al. 

2019). As substâncias são entregues ao lisossomo para degradação, via fusão com 

endossomos tardios (material extracelular) ou autofagossomos (material 

intracelular), além da membrana plasmática, o que lhes confere um papel central 

na comunicação célula-célula e célula-matriz extracelular, resposta à infecção e 

consequente manutenção da homeostase celular, um processo que é mediado por 
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SNARE (receptor de proteína ativadora do fator N-etilmaleimida solúvel) e proteínas 

Rab (proteínas de tráfego e fusão). Eles funcionam como centros metabólicos que 

controlam a detecção de nutrientes, homeostase de aminoácidos e íons e 

sinalização de cálcio  (Platt et al. 2018).  

O lisossomo têm função essencial no processo de autofagia que regula os 

mecanismos fisiológicos e patológicos do sistema cardiovascular. Durante o 

processo de autofagia, os componentes citoplasmáticos direcionados para 

degradação são envolvidos por uma membrana em rápida expansão chamada 

fagóforo. A expansão e maturação do fagóforo levam ao sequestro da carga dentro 

de vesículas de membrana dupla (autofagossomos) que finalmente se fundem com 

o lisossomo. Uma vez que a fusão é concluída, a membrana autofagossômica 

interna é degradada dentro do lisossomo, onde lipases e hidrolases ácidas, 

incluindo catepsinas B, D e L (CtsB, CtsD e CtsL) degradam a carga, gerando 

moléculas essenciais, como os aminoácidos, que podem ser transportados de volta 

ao citosol para serem reciclados pela célula (Gatica et al. 2022).  

A proteína transmembrana lisossomal multi-spanning SLC38A9 parece ser 

o transportador central responsável pela reciclagem de aminoácidos do lúmen 

lisossomal para o citosol (J. Jung, Genau, e Behrends 2015; Rebsamen et al. 2015; 

Wang et al. 2015b). SLC38A9 detecta arginina (Arg), que desempenha um papel 

modulador no efluxo lisossomal de glutamina (Gln) e leucina (Leu) e outros 

aminoácidos essenciais para o citosol. O efluxo de aminoácidos dependente de 

SLC38A9, a qual é detectada pela mTORC1, ativada pelos próprios aminoácidos, 

gerando um feedback negativo que finalmente inibe a autofagia (Gatica et al. 2022). 

A MTORC1 é uma serina/treonina quinase que auxilia na regulação da homeostase 

celular, em resposta a muitos estímulos, como estado nutricional e nível de energia 

(J. Jung et al. 2015). A autofagia é essencial para o sistema cardiovascular, pois 

sua função de degradar proteínas mal dobradas e organelas danificadas contribui 

de sobremaneira para o desenvolvimento cardíaco normal (Gatica et al. 2022).  

 

1.2.2 Deficiência da função lisossomal 

As DLs são erros hereditários (inatos) do metabolismo que afetam a 

função do lisossomo. Os DLs  compreendem um grupo de aproximadamente 70 

distúrbios monogênicos do catabolismo lisossomal, a maioria dos quais são 
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herdados como traços autossômicos recessivos, embora três sejam ligados ao X. 

Esses distúrbios são causados por mutações em genes que codificam proteínas 

lisossômicas, tais como glicosidases lisossomais, proteases, proteínas integrais de 

membrana, transportadores, modificadores ou ativadores de enzimas. Mutações 

em genes que codificam proteínas lisossômicas afetam estas proteínas, resultando 

em mau funcionamento lisossômico e acúmulo gradual de substratos dentro do 

lisossomo (Marques & Saftig 2019; Parenti et al. 2021).  

Aproximadamente 1.300 genes estão envolvidos na função lisossomal; 

muitos distúrbios monogênicos foram descritos, incluindo 50 deficiências 

enzimáticas, que podem ser subclassificadas de acordo com o tipo bioquímico de 

material armazenado. De fato, os distúrbios de deficiência enzimática podem ser 

agrupados de acordo com o material armazenado e incluem esfingolipidoses, 

gliproteinoses, mucopolissacaridoses e doença de armazenamento de glicogênio 

(Platt et al. 2018). O acúmulo de substratos dentro dos lisossomos pode iniciar uma 

cascata de efeitos secundários, levando a danos celular irreversíveis, morte celular 

e consequente  disfunção e degeneração do órgão-alvo (Parenti, Medina, e Ballabio 

2021; Platt et al. 2018).  

As DLs são tradicionalmente classificadas de acordo com as propriedades 

químicas do substrato acumulado. Individualmente, cada um desses distúrbios é 

raro. No entanto, sua prevalência cumulativa é relativamente alta, quando 

comparada com outros grupos de doenças raras. A prevalência é estimada em 

aproximadamente 1 em 8.000 nascidos vivos (Parenti et al. 2021). Várias DLs  

possuem um protocolo clínico específico e a identificação e tratamento precoces 

têm impacto direto no seu prognóstico, o que estimula os gestores de saúde a 

inclusão das DLs mais prevalentes na avaliação-diagnóstica de triagem neonatal 

(Platt et al. 2018).  

 

1.2.3 As Mucopolissacaridoses - MPS 

 As MPS são um conjunto heterogêneo de doenças monogênicas de depósito 

lisossomal caracterizadas pela deficiência total ou parcial de enzimas envolvidas 

em rotas de degradação de grandes moléculas de açúcares como os GAGs. A 

depender da deficiência enzimática relacionada à degradação de GAGs, diferentes 

compostos não-degradados acumulam-se no interior dos lisossomos. Os GAGs 
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têm papel fundamental na maquinaria celular e, seu acúmulo nos lisossomos leva 

a alterações em funções críticas celulares, observadas em vários órgãos e sistemas 

(Fecarotta et al. 2020). Esse acúmulo altera a composição das membranas, com 

impacto direto no tráfico e fusão de vesículas, alterações na autofagia, 

perturbações da função mitocondrial e estresse oxidativo, com consequente 

desregulação de vias de sinalização, o que impacta diretamente na função do 

organismo (Figura 1) (Parenti et al. 2021).   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1:  Mecanismo fisiopatológico geral das MPS - Alterações celulares decorrentes do acúmulo 

de glicosaminoglicanos nas mucopolissacaridoses.  Adaptado de Parenti G, 2021 (Parenti et al. 

2021). 

O acúmulo de GAGs observado nas MPS pode afetar diferencialmente 

múltiplos tecidos e órgãos, especialmente nos sítios específicos de atuação destas 

macromoléculas, sendo considerado a principal causa de sintomas graves, 

resultando na perda de independência e morte prematura dos pacientes (Fecarotta 

et al. 2020).  

Um exemplo disso é a MPS III, onde o principal GAG acumulado é o heparan 

sulfato (HS), o qual possui papel fundamental para as funções cerebrais. Por esta 

razão, o fenótipo de pacientes com MPS III é majoritariamente neurológico.                   

Outras MPS, como a MPS I e II acumulam além do HS, o dermatan sulfato (DS), 

gerando, além do fenótipo neurológico, alterações mais pronunciadas em outros 

órgãos, como o miocárdio e a vasculatura (Cross et al. 2022; Fecarotta et al. 2020).  
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Por acumularem os mesmos GAGs, ambas as doenças apresentam 

semelhanças e diferenças metabólicas e clínicas importantes. Tanto na MPS I, 

quanto na MPS II, os pacientes compartilham manifestações fenotípicas 

características, incluindo alteração da estatura, hérnias inguinais e umbilicais, 

hidrocefalia, perda auditiva, características faciais grosseiras, abdome protuberante 

com hepatoesplenomegalia, alterações cardiovasculares e envolvimento 

neurológico (Hampe et al. 2021). Por outro lado, acredita-se que algumas das 

dissemelhanças entre MPS I e MPS II possam ser atribuídas às diferenças entre as 

porções expostas dos GAGs, parcialmente degradados, nessas duas condições, 

com potencial de ativar diferentes processos celulares (Gaffke et al., 2020).  

A idade de início dos sintomas geralmente é determinada pela quantidade da 

atividade enzimática residual, que é governada pelas mutações genéticas 

específicas (Platt et al. 2018). As manifestações compartilhadas por MPS I e II 

geralmente se desenvolvem mais cedo em crianças com MPS I, com fenótipo 

grave, em comparação à MPS II (Hampe et al. 2021). As principais características 

de cada tipo de MPS podem ser conferidas de forma resumida na tabela 1. 

 

Tabela 1. Características principais das mucopolissacaridoses. 

MPS    Enzima GAG Acumulado Gene Sinais Clínicos 

 

 

I 

 

Alfa-L-iduronidase 

 

Dermatan e Heparan 
Sulfato 

IDUA 

 

 

Transtorno cognitivo, 
degeneração da retina, 
opacidade da córnea, 
miocardiopatia, 
organomegalia. 

 

II 

 

Iduronato-L-sulfatase 

 

Dermatan e Heparan 
Sulfato 

 

IDS 

Transtorno cognitivo, face 
dismórfica, miocardiopatia, 
organomegalia. 

 

 

 

 

III* 

Heparan-N-sulfatase 

 

Alfa-N-
acetilglucosaminidase 

 

Alfa-glucosamina-N-
acetiltransferase 

 

N-acetilglucosamina-6-
sulfatase 

 

 

 

 

Heparan Sulfato 

SGSH 

 

 

NAGLU 

 

 

HGSNAT 

 

GNS 

Retardo mental, deterioração 
cognitiva progressiva, 
hiperatividade, disfunção 
motora. 

 

 

IV* 

Galactosamina-6-
sulfato-sulfatase 

 

 

Beta-galactosidase 

Queratan e 
condoitrin sulfato 

 

 

Queratan sulfato 

GALNS 

 

 

GLB1 

Displasia esquelética, 
disfunção motora, 
hiperflexibilidade articular, 
opacidade da córnea. Não 
apresentam transtorno 
cognitivo. 
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VI 

N-acetilgalactosamina-4-
sulfatase (ou 
Arilsulfatase-6) 

 

Condroitin sulfato, 
dermatan sulfato ARSB 

Displasia esquelética, 
disfunção motora, cifose, 
defeito cardíaco, opacidade da 
córnea. Não apresentam 
transtorno cognitivo. 

VII Beta-glucoronidase 

 

Dermatan e Heparan 
sulfato 

GUSB 

Hidropsia fetal, hepatomegalia, 
displasia esquelética, 
opacidade da córnea, retardo 
mental. 

 

IX 

 

Hialuronidase 

 

Ácido hialurônico 

 

HYAL1 
Alterações articulares, baixa 
estatura. 

 

Abreviaturas: GAG- glicosaminoglicano. * A Mucopolissacaridose III possui 4 subtipos (A-D) e a IV 

possui 2 subtipos (A e B). Adaptado de Suarez-Guerreiro JL, 2016. 

 

 

1.3 A Mucopolissacaridose Tipo II 

1.3.1 Aspectos Gerais 

Diferente da maioria dos outros distúrbios de armazenamento lisossomal que 

possuem herança autossômica recessiva, a MPS II é uma doença genética ligada 

ao sexo, herdada em um padrão ligado ao X. Esta doença se manifesta 

predominantemente em homens, com alguns casos esporádicos relatados em 

mulheres portadoras. A MPS II é causada pela deficiência da enzima Iduronato-2-

sulfatase (IDS), responsável pela degradação dos GAGs lisossomais (Hampe et al. 

2021). A deficiência da enzima IDS e, consequente diminuição da sua atividade, 

resulta no acúmulo intracelular e extracelular dos GAGs HS e DS, o que causa 

hipertrofia lisossomal e um aumento no número de lisossomos nas células (Hampe 

et al. 2021; Hashmi e Gupta 2022). Os GAGs estão presentes em todo o organismo, 

pois são uma parte essencial da matriz extracelular (MEC). A falta de turnover de 

GAGs na MEC afeta as funções celulares, como adesão celular, endocitose, tráfego 

intracelular de diferentes moléculas, equilíbrio iônico intracelular e inflamação 

(Hampe et al. 2021).  

Segundo Semyachkina  e colaboradores, as variações genéticas resultam 

em diferentes fenótipos da MPS II, dos quais, os dois fenótipos principais são 

“grave” e “atenuado”. Pelo fato dos pacientes com a forma grave sofrerem 

alterações neurológicas, o fenótipo grave também é chamado de neuronopata, o 

que confere a forma atenuada a descrição de não-neuronopata  (Semyachkina et 

al. 2019). Embora a forma mais atenuada não apresente retardo mental, as 
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alterações somáticas estão presentes e são progressivas, pois a expectativa de 

vida pode chegar até a idade adulta. Infelizmente, a maior parte dos pacientes, 

cerca de 60%, possui o fenótipo grave, para os quais as mutações mais prevalentes 

incluem deleção total do gene, bem como certas  mutações que levam a códons de 

parada prematuros ou alterações em sítio de splicing (p.R443X, p.G374sp) 

(Brusius-Facchin et al. 2013; Froissart et al. 2002).  

Na forma mais grave da doença, as alterações no sistema nervoso podem 

incluir retardo no desenvolvimento motor, prejuízo cognitivo e hidrocefalia, além do 

retardo mental progressivo. Assim como em outras MPS, entre os sintomas 

somáticos estão características faciais grosseiras, infecções respiratórias, 

opacidade de córnea e perda de audição, deformidades esqueléticas, 

hepatoesplenomegalia, rigidez articular, hérnias umbilicais e inguinais e 

cardiomiopatia (Menkovic et al. 2019). Isto posto, reconhecidamente, a MPS II é o 

mais variável e abrangente dos tipos de MPS, o que coloca em questão o termo 

“doença atenuada”,  pois pacientes com doença neurocognitiva menos grave (não 

neuronopata) podem ainda exibir sintomas somáticos graves. Segundo Hampe e 

colaboradores,  o fato da doença envolver um amplo espectro de características 

cognitivas e somáticas, distinguir em dois fenótipos separados pode não ser precisa 

(Hampe et al. 2021). Sendo assim, o fenótipo dos pacientes com MPS II pode ser 

variável e com manifestações clínicas diferentes, cujos sintomas iniciam logo após 

o nascimento e a progressão é rápida. Segundo Khan e colaboradores, embora os 

sintomas ocorram precocemente, as características clínicas da MPS II geralmente 

se tornam aparentes entre dois e quatro anos de idade (Khan et al. 2017). Os 

pacientes mais gravemente afetados sobrevivem apenas até a segunda década de 

vida, enquanto os pacientes menos gravemente afetados podem sobreviver até a 

quinta ou sexta década de vida (Ramírez-Hernández et al. 2022). 

Embora a maioria dos desfechos cardiovasculares possam ocorrer, 

primariamente, por ação direta do acúmulo de GAGs, distúrbios que ocorrem em 

outros órgãos podem contribuir de sobremaneira para o comprometimento 

cardíaco. Um exemplo disso é o desfecho cardíaco provocado pela apneia 

obstrutiva do sono, a qual faz parte de distúrbios relacionados ao sistema 

ventilatório, cujas manifestações são frequentes em todos os tipos de MPS. As 

causas subjacentes são diversas e compreendem anormalidades respiratórias e do 

sistema nervoso central (SNC). Distúrbios respiratórios do sono, como apneia 
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obstrutiva do sono e hipoventilação noturna, podem surgir em pacientes com 

obstrução das vias aéreas superiores e/ou com alterações na mecânica 

respiratória. A apneia do tipo central (considerada decorrente de disfunção do 

centro respiratório na medula) foi descrita, principalmente, em paciente com MPS 

II (Rapoport e Mitchell 2017). A apneia obstrutiva do sono, de forma geral, já é um 

fator de risco importante para a progressão da IC, o que torna plausível sugerir que 

os pacientes com MPS II evoluam para quadros mais graves de IC, quando 

apresentam disfunção em outros sítios, como o trato respiratório (Berger et al. 2013; 

Tulebayeva, Sharipova, e Boranbayeva 2020).  

 

1.3.2 A Enzima Iduronato-2-sulfatase - IDS 

A enzima IDS é codificada pelo gene IDS, localizado no braço longo do 

cromossomo X (locus - Xq28); consiste em 9 exons e tem um comprimento de 

28,3kb. A IDS é a primeira enzima envolvida no catabolismo de HS e DS e 

normalmente hidrolisa os grupos 2-sulfato das unidades L-iduronato 2-sulfato 

destes GAGs (Maccari et al. 2022). Como parte da degradação de GAGs 

lisossomais, a função biológica da IDS é hidrolisar grupos sulfato ligados ao 

oxigênio (O) na posição C-2 da extremidade não redutora terminal de resíduos de 

ácido L-idurônico (IdoA) em DS e HS (Mohamed et al. 2020). A IDS faz parte de um 

conjunto de enzimas, cujas ações ocorrem sequencialmente, portanto, qualquer 

alteração na atividade de uma delas resulta no comprometimento do processo de 

degradação lisossomal dos GAGs (Fecarotta et al. 2020). 

A redução da atividade da enzima é resultado de diferentes mutações 

encontradas no gene IDS, que pode causar os sinais clínicos apresentados em 

pacientes com MPS II. Enzimas defeituosas podem ser geradas por variantes 

nonsense, frameshift, missense e outras mutações genéticas, que podem levar a 

manifestações patogênicas (Kosuga et al. 2016). Um total de seiscentas e trinta e 

sete mutações no gene IDS foram descritas e identificadas no Human Gene 

Mutation Database envolvendo 322 missense/nonsense, 59 mutações de splicing, 

1118 pequenas deleções, 49 pequenas inserções, 14 pequenos indels, 51 deleções 

grosseiras, 4 inserções/duplicações brutas e 20 rearranjos complexos 

(https://www.hgmd.cf.ac.uk/ac/gene.php?gene=IDS), segundo dados acessados 

em 05 de novembro de 2022.  



21 

 

 

1.3.3 Aspectos Gerais dos Glicosaminoglicanos 

Mucopolissacarídeos ou glicosaminoglicanos (GAGs) são moléculas de 

açúcar de cadeia longa que consistem em unidades repetidas de dissacarídeos. Os 

GAGs diferem quanto ao tipo de hexosamina e açúcar não nitrogenado, pelo grau 

de sulfatação e posição em que são sulfatados, bem como o tipo de ligação 

glicosídica inter e intradissacarídica. São encontrados na superfície celular da 

maioria dos tecidos  e  na  MEC.  Podendo  ainda  apresentar-se  livres  ou  ligados  

a proteínas (Farrugia et al. 2018). 

A MEC cardiovascular é uma malha complexa de proteínas e açúcares 

estruturais e não estruturais, subdivididos em glicoproteínas, proteoglicanos e 

glicosaminoglicanos presentes em miócitos cardíacos e células vasculares (Rienks 

et al. 2014). A falta de renovação de GAGs na MEC afeta funções celulares, como 

adesão celular, endocitose, tráfego intracelular de diferentes moléculas e equilíbrio 

iônico intracelular (Hampe et al. 2021). Além disso, as porções de GAGs estão entre 

os principais componentes de MEC conhecidos por apoiar, proteger e desencadear 

a atividade de moléculas informativas, incluindo fatores de crescimento, citocinas e 

outros garantidores da homeostase do tecido. Alterações dos componentes da 

MEC como consequência de patologias, lesões teciduais ou envelhecimento 

podem, assim, afetar a integridade tecidual dos órgãos, como coração e vasos 

(Huynh et al. 2012). 

 

1.3.4 O Heparan Sulfato - HS 

O HS é um GAG formado por um polissacarídeo linear sulfatado que consiste 

em uma estrutura simples de dissacarídeos repetidos, N-acetilglucosamina 

(GlcNAc) e ácido glicurônico ou ácido idurônico. O HS também funciona como um 

componente de proteoglicanos (proteoglicanos de HS, HSPGs) (Li e Kusche-

Gullberg 2016a; Minami et al. 2022). Grandes cadeias de HS são primeiro 

degradadas em fragmentos menores por uma endo-β-glicuronidase (heparanase), 

seguida por uma degradação sequencial perfeitamente ordenada, com uma 

unidade de monossacarídeo por vez, a partir da extremidade não redutora 

(Dreyfuss et al. 2009; Wu et al. 2021).  
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O HS é amplamente expresso na membrana celular e na MEC, participando 

efetivamente dos processos biológicos que incluem adesão célula-célula e 

transdução de vias de sinalização intracelular (Song et al. 2022). O extenso 

remodelamento que ocorre na MEC, durante a progressão da doença cardíaca de 

diferentes etiologias tem sido estudado e uma avaliação do remodelamento pós-

infarto do miocárdio (IM) em ratos que receberam terapia de transferência gênica 

com fator de crescimento endotelial vascular, imediatamente após o insulto, 

mostrou aumento do HS, e uma clara regulação negativa da heparanase (Mataveli 

et al. 2009).  

Um estudo que mostrou o efeito do estresse crônico leve (CMS) em 

componentes não fibrilares da MEC do tecido miocárdico mostrou que o HS em 

tecido ventricular esquerdo aumentou nos corações do grupo CMS em 35,3%, em 

comparação com os camundongos controle. Além disso, as alterações no perfil de 

GAGs miocárdicos estavam associadas ao aumento da expressão de mRNA do 

marcador inflamatório interleucina 6 (IL-6) e da espessura da parede miocárdica 

(Luong et al. 2021). De fato, o HS foi identificado como um importante regulador da 

inflamação cardíaca e da fibrose, modulando a sinalização intracelular através da 

ligação a moléculas sinalizadoras com suas cadeias polissacarídicas.  

Por ser expresso na MEC, o HS é um componente crítico do tecido fibrótico, 

intimamente associado à expressão de colágeno dos fibroblastos cardíacos. Esses 

resultados enfatizaram o papel potencial do HS na fibrose cardíaca, como por 

exemplo na  cardiomiopatia dilatada (CMD), um tipo de cardiomiopatia 

caracterizada pela dilatação das cavidades ventriculares e função sistólica 

prejudicada (Song et al. 2022). O HS também tem papel relevante na vasculatura; 

um estudo que utilizou enzimas para degradar seletivamente os componentes do 

glicocálice da superfície de células endoteliais aórticas mostrou que a depleção de 

HS bloqueou a produção de óxido nítrico (NO) induzida por cisalhamento (Pahakis 

et al., 2007). Assim, HS também pode ser considerado crítico na regulação da 

proliferação de células musculares lisas vasculares (VSMC) e determinação do 

tamanho do vaso (Adhikari N, 2010).  

 

1.3.5 O Dermatan Sulfato – DS 

As cadeias de DS consistem em unidades dissacarídicas alternadas, 
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compostas por resíduos de N-acetil-D-galactosamina (GalNAc) e ácido L-idurônico 

(IdoA) com 50-200 repetições, construídas por glicosiltransferases e epimerase 

específicas. O DS é formado pela epimerização de qualquer um dos resíduos de 

ácido glicurônico em ácido idurônico (Silbert e Sugumaran 2002). As características 

do DS, como comprimento da cadeia, colocação do ácido idurônico e posição do 

grupo de sulfatação, são variáveis, o que torna a estrutura do DS complexa. As 

funções fisiológicas do DS ocorrem por meio da sua interação com moléculas 

efetoras, como fatores de crescimento, fatores de crescimento de fibroblastos 

(FGFs) e colágeno.  

Os papéis cruciais do DS têm sido demonstrados no desenvolvimento 

tecidual da cútis, vasos sanguíneos e osso através da construção da MEC e 

sinalização celular. Embora o DS e os proteoglicanos-DS (DSPGs) desempenhem 

um papel indispensável em vários eventos biológicos, eles também têm sido 

implicados em vários distúrbios como tumorigênese, infecções e doenças 

cardiovasculares (Mizumoto e Yamada 2022; Trownbridge e Gallo 2002). Alguns 

estudos experimentais sustentam o papel do DS no remodelamento cardíaco após 

IM, demonstrado pelo aumento da expressão de DS em cicatrizes miocárdicas de 

cães e ratos (Rienks et al. 2014). Em um estudo realizado pelo nosso grupo de 

pesquisa mostramos que o DS estava aumentado no tecido cardíaco de 

camundongos MPS I (Schuh et al. 2020). 

 

1.3.6 Alterações Cardiovasculares nas MPS 

Nas mucopolissacaridoses, mesmo que as mutações genéticas observadas 

não sejam específicas do sistema cardiovascular, direta ou indiretamente, este 

sistema pode ser comprometido (Cohn et al. 2000). Anomalias cardíacas tem sido 

relatadas em todos os tipos e subtipos de MPS, com exceção da MPS IX, com 

potencial risco de causar morte súbita, devido a distúrbios arritmogênicos, morte 

por oclusão coronariana (infarto) e IC (Poswar et al. 2019). Entre as manifestações 

cardiovasculares encontradas nas MPS estão a dilatação da câmara ventricular 

esquerda, hipertrofia cardíaca patológica, disfunção valvar (espessamento dos 

folhetos valvares e calcificação, podendo levar a estenose ou regurgitação) e 

dilatação da aorta (Braunlin et al. 2011; Lin et al. 2016). De fato, a dilatação da raiz 

da aorta é comum em pacientes com todos os tipos de MPS. Estudos mostram que 
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a incidência geral de dilatação da raiz aórtica (ARD) é estimada em até 40% em 

pacientes com MPS (Bolourchi, Renella, e Wang 2016; Poswar et al. 2019). Lin e 

colaboradores observaram que a  dilatação da raiz da aorta (escore z> 2) foi de 

47% em todos os pacientes, incluindo 66% daqueles com MPS IV, 45% daqueles 

com MPS VI, 28% daqueles com MPS III, 51% daqueles com MPS II, e 27% 

daqueles com MPS I em pacientes de Taiwan (Khan et al. 2017; Lin et al. 2021). 

Segundo Boffi e colaboradores, os desfechos de pior prognósticos são observados 

nas MPS I, II e VI. O início precoce da cardiomiopatia dilatada em pacientes com 

MPS é considerado uma marca registrada da forma agressiva da doença e do grau 

de gravidade do comprometimento cardíaco. No entanto, é interessante destacar 

que quando a cardiomiopatia é secundária à doença valvar, o curso clínico é 

diferente e menos grave e, nesses pacientes, as terapias farmacológicas podem 

prevenir ou reduzir o risco de IC (Boffi, Russo, e Limongelli 2018).  

 

1.3.7 Alterações Cardiovasculares nas MPS II 

Os distúrbios cardiovasculares surgem silenciosamente e contribuem 

significativamente para a morbimortalidade dos pacientes com MPS II. Uma coorte 

de pacientes italianos que avaliou a incidência global e o comprometimento do 

coração mostrou que 68% dos pacientes com MPS II apresentavam algum dano 

cardíaco (Sestito et al., 2022). No sistema cardiovascular, o acúmulo de GAGs 

ocorre progressivamente no músculo cardíaco, lúmen da artéria aorta e válvulas 

cardíacas. Um estudo recente mostrou que 63% dos pacientes com MPS II 

apresentaram doença cardíaca valvar. Um acúmulo anormal de GAGs, 

constituintes primários das válvulas cardíacas, resulta em válvulas espessas, o que, 

invariavelmente, leva à doença cardíaca valvar (regurgitação, prolapso e/ou 

estenose), principalmente das valvas mitral e aórtica que, frequentemente, podem 

requerer substituição (Hashmi e Gupta 2022).  

Embora o percentual de pacientes com doença valvar seja alto, é importante 

observar que, reiteradas vezes, nos estudos cardiológicos da MPS II, tendo ou não 

como base a disfunção valvar, os pacientes também apresentam outras 

morbidades do sistema cardiovascular, como hipertrofia ventricular esquerda (HVE) 

e hipertensão, cujo desfecho é uma diminuição geral da eficiência cardíaca  

(Hashmi e Gupta 2022; Lin et al. 2016). O espessamento do septo interventricular 
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e a hipertrofia progressiva do ventrículo esquerdo podem levar à perda da função 

cardíaca, afetando a expectativa de vida dos pacientes e causando sua morte 

prematura (Costa et al. 2017).  

Um estudo que avaliou os desfechos cardíacos em pacientes com diferentes 

DLs mostrou que, dos 7 pacientes diagnosticados com MPS II, 6 apresentavam 

sopro cardíaco, dos quais 4 tinham aumento da espessura septal; outros 4 

apresentavam prolapso de mitral, dentre os quais, 2 apresentavam hipertrofia 

septal assimétrica (Lin et al., 2016).  

O exame clínico de indivíduos com MPS costuma ser difícil devido às 

limitações físicas e, às vezes, intelectuais do paciente. Neste contexto, a ausência 

de sopros precordiais não exclui a presença de doença cardíaca. Portanto, a 

ecocardiografia e a eletrocardiografia são técnicas diagnósticas fundamentais para 

avaliação do tecido de condução, função das válvulas, dimensões e função 

ventricular (Braunlin et al., 2011).  

Processos arritmogênicos também estão presente em paciente com MPS II 

(Sestito et al. 2022). Os distúrbios de condução podem ser variados; taquicardia 

sintomática, bradicardia assintomática, extrassístoles, batimentos ectópicos 

supraventriculares, fibrilação atrial e bloqueio AV de segundo grau, para o qual há 

indicação de implantação de marca-passo (Ayuna et al. 2020; Sestito et al. 2022). 

Autópsias realizadas em pacientes com MPS II mostraram a presença de grandes 

células vacuoladas no sistema de condução, assim como em valvas e artérias 

cardíacas e sistêmicas (Ayuna et al. 2020; Nagashima et al. 1976).  

Recentemente, Lin e colaboradores publicaram um trabalho que avaliou 48 

pacientes com MPS II; 24 pacientes neuronopáticos e 24 não neuronopáticos. Este 

estudo mostrou que a maioria desses pacientes, 85% (41) apresentava 

anormalidades cardíacas. As avaliações ecocardiográficas dos 48 pacientes 

revelaram que 77% (37) apresentavam valvulopatias, 35% (17) apresentavam 

estenose valvar e 65% (31), regurgitação. As anormalidades valvares mais 

prevalentes foram regurgitação mitral (RM) (54%), seguida de regurgitação aórtica 

(RA) (35%). Ainda, 27% (13) dos pacientes tiveram prolapso da válvula mitral, 46% 

(22) apresentaram septo interventricular espessado e 8% (4) hipertrofia septal 

assimétrica. A disfunção diastólica, avaliada pela razão reversa entre velocidade 

de enchimento ventricular precoce e tardia (atrial) (razão E / A <1) foi identificada 

em 17% (8) pacientes. Entretanto, a disfunção sistólica, avaliada pela fração de 
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ejeção (FE) foi encontrada em apenas 2% (1) dos pacientes. Ainda, 21% (10), 8% 

(4) e 6%  (3) dos pacientes, respectivamente, apresentavam hipertrofia concêntrica 

e remodelamento, associados a um maior risco de eventos cardiovasculares 

subsequentes, em comparação com os outros 31 pacientes (65%) com geometria 

normal do VE. Não foi encontrada diferença nos parâmetros de função cardíaca 

entre as formas grave e leve da MPS II. Além disso, a existência e a gravidade da 

hipertrofia cardíaca e das valvulopatias, nesses pacientes, pioraram com o aumento 

da idade, corroborando com o caráter progressivo dessa doença (Lin et al. 2021).  

Neste sentido, é importante destacar que, a depender do grau de 

comprometimento do sistema cardiovascular, quando progride para um quadro 

mais grave, a IC pode ser considerada de difícil manejo e com a possibilidade de 

intervir apenas com tratamentos paliativos  (Braunlin et al. 2011).  

 

 

1.4 Tratamentos para as MPS 
 

1.4.1 Tratamentos e Intervenções Disponíveis 

Existem dois tratamentos disponíveis para a MPS II, o transplante de células-

tronco hematopoiéticas (TCTH) e a terapia de reposição enzimática (TRE). O TCTH 

fornece reposição enzimática contínua por meio de células enxertadas. Na MPS I, 

o TCTH tem sido usado como uma opção eficaz para mitigar os resultados 

neurológicos centrais adversos e também parece atenuar a doença arterial 

coronariana, mas os benefícios em MPS II ainda não são consensuais (Boelens et 

al. 2013; Guffon et al. 2009; Kubaski, Osago, et al. 2017; Peters e Krivit 2000). O 

tratamento com TRE melhora muitos aspectos das MPS, mas não consegue atingir 

o sistema nervoso, pois a enzima não ultrapassa a barreira hematoencefálica.  

A capacidade da TRE em tratar distúrbios cardiovasculares, como a doença 

coronariana, é questionável. Morte súbita e inesperada, com evidência de estenose 

da artéria coronária ou infarto do miocárdio, foi relatada em pacientes com MPS I e 

II, após 1–2 anos de TRE (Lin et al. 2005; Sohn et al. 2012). Além disso, algumas 

alterações cardiovasculares, como a dilatação da aorta e espessamento das valvas 

cardíacas, tampouco possuem melhora após o tratamento com TRE, sendo 

importante que a patogênese da doença no sistema cardiovascular seja melhor 
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entendida, para que tratamentos alternativos e/ou complementares possam ser 

desenvolvidos (Braunlin et al. 2011).  

Atualmente, as TREs são enzimas recombinantes que hidrolisam os ésteres 

2-sulfato de resíduos terminais de sulfato de iduronato de DS e HS. A TRE, 

propriamente dita, é uma infusão intravenosa semanal que aproveita o receptor de 

manose-6-fosfato na superfície celular e lisossomal. A TER pode apresentar 

reações relacionadas à infusão, como urticária, pirexia e cefaleia. Do ponto de vista 

cardiovascular, pode causar cianose, arritmia, taquicardia, hipertensão ou 

hipotensão. A maioria das reações adversas são leves a moderadas, no entanto, a 

idursulfase pode provocar reações anafiláticas, as quais foram observadas em 

alguns pacientes durante as infusões. Intervenções cardiovasculares são cada vez 

mais comuns em pacientes com MPS, principalmente para substituição da válvula 

aórtica e mitral. À medida em que os pacientes com MPS tem aumento de 

sobrevida, a necessidade de intervenções cardiovasculares também ocorre com 

mais frequência, com alguns pacientes necessitando de múltiplas intervenções na 

idade adulta. A triagem cardíaca regular é necessária nesses pacientes porque os 

sintomas podem não ocorrer ou podem não ser percebidos (Muenzer et al. 2006; 

Sohn et al. 2013). 

Entre os procedimentos cirúrgicos disponíveis realizados em pacientes com 

MPS estão a troca valvar mitral, aórtica e pulmonar, revascularização do miocárdio, 

fechamento de comunicação interventricular, ressecção de apêndice atrial gigante, 

aortoventriculoplastia de Konno com alargamento da raiz da aorta e transplante 

cardíaco (Cross et al. 2022).   

 

1.4.2 Outros tratamentos  

Vários outros tratamentos têm sido desenvolvidos de forma promissora. A 

terapia farmacológica com chaperonas especificamente projetadas para se ligar ao 

sítio ativo da proteína lisossomal inativa tem objetivo de fazer com que ela se dobre 

na conformação apropriada, melhorando assim sua estabilidade e atividade 

enzimática da proteína lisossomal (Valenzano et al. 2011). A terapia gênica envolve 

a injeção de um vetor que carrega uma cópia saudável do gene IDS e permite a 

expressão dentro das células em vários tecidos (Tomatsu et al. 2016). Ainda, a 

terapia de redução de substrato (SRT), cujo objetivo é prevenir o armazenamento, 
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reduzindo a biossíntese e, assim, diminuindo os GAGs acumulados, sem corrigir o 

defeito enzimático original (Coutinho, Santos, e Alves 2016a).  

 

1.4.3 O Processo Delphi 

Recentemente o Comitê Terapêutico do Colégio Americano de Medicina 

Genética e Genômica (American College of Medical Genetics and Genomics - 

ACMG) conduziu um estudo com o objetivo de gerar diretrizes de prática clínica 

para o tratamento da MPS II.  

A partir da análise dos dados da literatura e classificação criteriosa das 

evidências, foi gerado um relatório detalhado e consistente no qual foram colocadas 

as recomendações sobre as melhores práticas para o tratamento da doença. Além 

disso, foram incluídos pontos de consenso e áreas onde o consenso não pôde ser 

obtido devido à falta de evidências de qualidade. (McBride, Berry, e Braverman 

2020). 

 

 

1.5 O modelo animal de MPS II 
 

O modelo animal murino de MPS II foi criado a partir da inserção de um gene 

de resistência à neomicina em células-tronco embrionárias de camundongo, 

retirando parte do exon 4 e o exon 5 do gene da IDS murina. Resumidamente, foi 

feita uma interrupção direcionada do locus I2S de camundongo (deletados éxon 4 

e parte do éxon 5) foi realizada por recombinação homóloga com um vetor de 

substituição contendo o gene de resistência à neomicina. Fêmeas heterozigotas 

para o alelo ligado ao X (IdS+/j) foram obtidas de Joseph Muenzer (Universidade 

da Carolina do Norte, Chapel Hill, NC, EUA) e foram cruzadas com camundongos 

de tipo selvagem C57BL/6 (Taconic, Germantown, NY, EUA ), gerando machos de 

tipo selvagem (IdS+/0) e fêmeas (IdS+/+), bem como machos IdS-KO hemizigóticos 

afetados (IdSj/0) e fêmeas portadoras (IdS+/j). Todos os descendentes foram 

genotipados por análise de reação em cadeia da polimerase de DNA de corte da 

cauda. Todos os camundongos usados neste estudo eram machos identificados 

como camundongos IdS-KO hemizigóticos (j/0) ou irmãos de ninhada de tipo 

selvagem (WT) (+/0) (Garcia et al. 2007). Em tese, os animais MPSII (IdS-KO) 
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reproduzem o fenótipo mais grave da MPS II, com atividade nula da enzima IDS. 

Estudos prévios do grupo confirmam que estes animais reproduzem a forma 

neuronopata (grave) da MPS II. A forma grave observada nestes animais se 

caracteriza, além da atividade enzimática nula, pelas alterações nos testes de 

campo aberto e de campo aberto de repetição, a partir dos 6 meses de idade, 

sugerindo que exista um comprometimento progressivo das funções cerebrais 

neste modelo (Azambuja et al. 2018). Estudos posteriores do grupo confirmaram 

que os animais possuem neuroinflamação, com proliferação de células GFAP 

positivas e aumento dos níveis de interleucina-1-beta no tecido cerebral (Azambuja 

et al. 2020). Outros estudos demonstraram que esse modelo animal também 

apresenta alterações ósseas, como alteração no volume e densidade óssea (Garcia 

et al. 2007). Estes achados fisiopatológicos permitem que vias de sinalização 

alteradas sejam identificadas, e novos tratamentos sejam testados neste modelo, 

para posterior teste em pacientes. No entanto, não existe descrição na literatura 

sobre o desenvolvimento e progressão de alterações cardiovasculares nesse 

modelo murino. Nosso grupo tem avaliado a progressão dos distúrbios 

cardiovasculares e no modelo murino da MPS I, a qual também ocorre de forma 

progressiva, com início da perda de função cardíaca aos 6 meses de idade, embora 

alterações histológicas já pudessem ser observadas mais precocemente (Baldo et 

al. 2017; E.A. Gonzalez et al. 2018). Neste modelo, os desfechos cardiovasculares 

encontrados foram progressivos. Doença valvar, vacuolização, infiltração de GAGs 

e, consequente, espessamento de valvas cardíacas, quebras de elastina por ação 

de colagenases e catepsina B por estimulação da infiltração de GAGs e aumento 

de secreção de macrófagos na aorta, entre outros achados que, invariavelmente 

causam prejuízo e levam a perda da capacidade funcional do sistema 

cardiovascular (Baldo et al. 2012, 2017; Gonzalez et al. 2017, 2018, 2021. Por se 

tratar de doenças semelhantes, as quais acumulam os mesmos 

glicosaminoglicanos, é possível que os mecanismos responsáveis pelas alterações 

cardíacas na MPS II sejam similares aqueles observados na MPS I. No entanto, a 

investigação da ocorrência destas alterações, sua progressão e possíveis 

processos fisiopatológicos envolvidos no modelo murino de MPS II não foram 

realizadas até o momento.  
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2. JUSTIFICATIVA 
 

Tendo em vista as várias alterações cardíacas apresentadas pelos 

indivíduos com MPS II e o fato de que as terapias existentes possuem baixa eficácia 

sobre os danos resultantes da doença no sistema cardiovascular, a caracterização 

dessas modificações em modelos animais tem grande relevância, não somente 

para o estudo do comportamento do órgão frente à doença e suas particularidades 

intrínsecas às formas apresentadas, mas para observar a evolução da doença, 

perante novas propostas terapêuticas. Neste contexto, vários estudos têm sido 

conduzidos com o objetivo de caracterizar a MPS II em modelos animais, 

entretanto, estes estudos não têm sido consistentes no aspecto cardiovascular, o 

que sugere a necessidade de maior atenção sobre os desfechos bioquímicos e 

funcionais da MPS II no sistema cardiovascular.  

Ao analisar os animais em diferentes tempos, nós observamos que o 

envelhecimento poderia ser um viés de confusão para a avaliação da MPS II, uma 

vez que este é fator de risco para as doenças cardiovasculares. Assim, em  nosso 

primeiro artigo, realizamos a avaliação da função cardiovascular em animais de 

meia idade (12 meses), comparativamente aqueles considerados adultos jovens (6 

meses). A seguir, em nosso segundo trabalho observamos as alterações 

cardiovasculares nos animais MPS II ao longo do tempo em 6, 8 e 10 meses de 

idade. Os animais de 12 meses não foram utilizados no estudo da MPS II, pois esta 

janela temporal sofre alterações devido a idade que poderiam ser fator de confusão 

para a análise da função cardiovascular.  
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3. OBJETIVOS 
 

3.1 Objetivo geral 
 

O objetivo da presente tese é descrever as alterações cardiovasculares 

presentes no modelo animal de Mucopolissacaridose II, sua progressão e 

potenciais mecanismos envolvidos na doença. 

 

3.2 Objetivos específicos 
 

• Realizar avaliações ecocardiográficas em animais wild type (normais) e com 

MPS II de diferentes idades; 

• Descrever alterações histológicas no tecido cardíaco dos animais; 

• Quantificar quebras de elastina na aorta e verificar se ocorre dilatação 

progressiva da mesma ao longo do tempo; 

• Analisar a progressão da doença valvar no modelo murino; 

• Realizar a dosagem da atividade de catepsinas no tecido cardíaco; 

• Verificar o envolvimento do estresse oxidativo no processo fisiopatológico 

cardíaco da MPS II; 
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ABSTRACT 

 

Background: Age-related changes in the human heart lead to gradual loss of its 

pumping function and cardiovascular system efficiency. The follow-up of age-related 

physiological changes in cardiovascular function in mice is critical to properly 

designed preclinical studies. Therefore, we aimed to describe the cardiovascular 

effects of aging in wild-type C57/Bl6 mice. Materials and Methods: Male, C57BL/6 

mice were the subjects of the experiments. Transthoracic echocardiography was 

performed in 6- and 12-month-old animals (mature adult and middle-aged, 

respectively). Furthermore, we also evaluated aortic tissue histology and redox 

balance parameters in the heart tissue. Results: We observed reduction in 

contractile parameters as left ventricular ejection fraction in middle-aged mice 

(p<0.01). The end-diastolic volume increased with age (P<0.01). Flow capacity and 

pulmonary vascular resistance were not altered with age. We observed increase in 

elastin breaks in the aortic tissue, despite not having a significant difference in 

diameter. Reactive oxygen species levels in the heart 12-months-old were 

increased as well (p<0.01). Conclusion: At 12 months, wild-type mice already 

present mild dilation and a significant reduction in cardiac function. Furthermore, the 

middle-aged animals presented increase of ROS in cardiac tissue and reduced 

aortic artery elasticity. All these parameters are wisely hallmarks of the aging 

process. 
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INTRODUCTION 

 

In humans, it is well-documented that a decrease in functional capacity 

occurs with age (Scalia et al. 2010). Aging is the dominant risk factor for 

development cardiovascular diseases, as the prevalence of cardiovascular 

diseases increases drastically with increasing age (Chiao & Rabinovitch 2015). 

Multiple alterations are described to occur in the myocardium, including structural 

and functional changes, which tends to lose quality as age progresses in human 

beings (Strait & Lakatta  2012). The entire cardiovascular system becomes less 

competent with age. There is reduction in the strength capacity of the cardiac 

muscle, with a decrease in systolic volume and, increase of peripheral vascular 

resistance. The outcome of these changes can lead to chronic diseases such as 

atherosclerosis, arterial hypertension, and heart failure (Nair 2020). The blood 

vessels also suffer with aging. The organization of collagen and elastin fibers in 

vascular tissue are essential for the mechanical stability, which provides strength 

and elasticity to vessels (Heinz 2021). Histologically, aging processes in elastic 

fibers are characterized by fragmentation and thinning of elastin structures and may 

result in impaired vascular tissue elasticity (Green et al. 2014). Other fundamental 

factor to health throughout life is oxidative metabolism. In this context, metabolic 

balance is critical to cells survival of an organism and the generation of free radicals 

is important for proper functioning, protection, and survival of cells within 

physiological limits (Phaniendra et al. 2015). On the other hand, an imbalance in the 

generation and neutralization of reactive oxygen species (ROS) may lead to the 

accumulation of ROS intermediate products inducing oxidative stress and damage 
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to tissues (OS). Redox signaling is a known mediator of cardiac adaptation to 

different physiological and pathological stimuli, that act both in the acute adaptation 

to damage and in cardiac remodeling (Santos et al. 2016). Oxidative stress is also 

associated with various chronic diseases and damages such as diabetes, 

neurodegenerative diseases, cardiovascular diseases, obesity, DNA damage, 

mitochondrial dysfunction, and aging of cells (Cesselli et al. 2017, Hajam et al. 

2022). Despite that, there is no comprehensive study of the aging murine heart at a 

time point that would resemble middle-aged individuals. To describe these early 

alterations is particularly important to study disease processes that lead to heart 

failure at later time points. Considering that the adult life phases of mice are divided 

in three: mature adult (3-6 months), middle age (10-15 months) and old/older (18-

24 months) depending on genotype (Flurkey K et al. 2007), we decided to perform 

histological, metabolic and, echocardiographic analyzes in 6- and 12-month-old 

C57BL/6 mice aiming to look for early changes in cardiovascular function.  

 

MATERIALS AND METHODS 

Animals and study design 

Male isogenic wild-type (WT) C57BL/6 mice purchased from The Jackson 

Lab (USA) were the subjects for the experiments. The protocol was approved by 

our local Ethics committee (project #160442) and all experiments followed the 

Brazilian legislation (Lei 11794-CONCEA) and the Guide for the Care and Use of 

Laboratory Animals (2008) published by the National Research Council 

(Washington, DC, USA). At 3 weeks of age, offspring were separated from the dam 

and housed (2–4 per cage). Animals were maintained in conventional housing under 



36 

 

a 12 h light/12 h dark cycle with controlled temperature (19 ± 1 °C) and humidity (50 

± 10%) in the experimental unit from Hospital de Clínicas de Porto Alegre.  

 

Echocardiography 

Transthoracic two-dimensional, M-mode, and Doppler imaging were performed in 

all animals using an EnVisor HD System, Philips Medical (Andover, MA, USA), with 

a 12–4 MHz transducer at 3 cm depth. Animals were anesthetized with 2% 

isoflurane and trichotomized. Left ventricular (LV) dimensions from end-diastolic 

(ED) and end-systolic (ES) transverse diameter (D) (cm) were obtained by tracing 

the endocardial border at three levels: basal (at the tip of the mitral valve leaflets), 

middle (at the papillary muscle level) and apical (distal from the papillary muscle but 

before the final curve cavity). Also, LV anterior wall thickness (AWT), and posterior 

wall thickness (PWT) at end-diastole were measured from M-mode images at three 

planes. The final value for each animal was obtained by taking the average of all 

three planes (Gao S et al. 2011). The cardiac function was obtained by LV ejection 

fraction (LVEF), which is the central measure of LV systolic function. LVEF is the 

fraction of chamber volume ejected in systole (stroke volume) in relation to the 

volume of the blood in the ventricle at the end of diastole (EDV). Stroke volume (SV) 

is calculated as the difference between EDV and ES volume (ESV). LVEF (%) = 

[(EDV - ESV) / EDV] × 100 (Gao S et al. 2011). Two dimensional short-axis views 

were used for echocardiographic estimation of left ventricular volumes. The cavity 

volumes were calculated using modified Simpson's rule.  Both ESV and EDV were 

calculated by the formula: V = (Amv + Ap1) x (L/3 + Ap2/2) x (L/3 + π/6) x (L/3)3; A = 

area; Am = area of short axis at the mitral valve level; Ap1 = area of short axis at 

high papillary muscle level; Ap2 = area of short axis at low papillary muscle level; L 
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= the longest length from the apical four-chamber view; MV = mitral valve; PM = 

papillary muscle; V = volume (Mercier et al. 1982). The contractile capacity of the 

heart was assessed by LV Fractional Shortening (LVFS), which was calculated 

using the cavity diameters. LVFS was calculated by the formula: LVFS (%) = [(EDD 

- ESD) / EDD] ×100 (Tavares et al. 2012). The pulmonary vascular resistance index 

(PVR) was calculated by pulmonary flow analysis using the ratio between 

acceleration time and ejection time (AT/ET). Acceleration time was measured from 

the time of onset of systolic flow to peak pulmonary outflow velocity. Ejection time 

was measured as the time from onset to completion of systolic pulmonary flow. The 

sample volume was placed proximal to the pulmonary valve leaflets and aligned to 

maximize laminar flow (Jones et al. 2002).  Aortic diameter was measured during 

diastolic flow between aortic root and ascending aorta. LV mass of heart was 

calculated using an adapted standard cube formula, which assumes a spherical LV 

geometry according to the following equation: LV mass = 1.05 × [(AWTD + EDD + 

PWTD)3 - EDD3] (Gao S et al. 2011). All analyses were performed by a trained 

operator blinded for experimental groups. The number of mice in each group was 

eight for 6-month-old mice and six for 12-month-old mice. 

 

Histological analysis 

The aorta artery was processed and embedded in paraffin according to our 

hospital's routine. For paraffin-embedded sections, 3 μm-thick sections of ascending 

aorta were stained with Hematoxylin-Eosin. Breaks in elastin fiber structure from 

ascending aorta sections stained with Verhoeff-van Gieson (VVG) were analyzed 

for at least 3 different fields in at least 4 points each using Cell^F imaging systems 
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software (Olympus, Europe). They were quantified as the number of breaks per nm 

of aorta. 

 

Reactive Oxygen Species – ROS 

ROS concentration was quantified by measuring the fluorescence brought about 

through the oxidation of 2',7'-dichlorofluorescin (DFCH) by the ROS present in the 

sample. A standard curve with known concentrations of 2′,7′-dichlorofluorescein 

(DCF) was used. Fluorescence was measured using excitation (480nm) and 

emission (535 nm) wavelengths (LS 55 Fluorescence Spectrometer, Perkin Elmer, 

MA, USA). The results were expressed as pmol of ROS per milligram of protein 

(LeBel et al. 1992). 

 

Determination of sulfhydryl levels  

 For the sulfhydryl assay, 0.1 mM of 5,5'-dithiobis-2-nitrobenzoic acid (DTNB) was 

added to left ventricular homogenate and incubated for 30 min at room temperature. 

The absorbance (measuring TNB formation) was measured spectrophotometrically 

at 412 nm (Anthos Zenyth 200 RT, Biochrom, UK) and the results were expressed 

in nmol/mg protein (Aksenov & Markesbery 2001). 

 

Statistical analysis 

The data were submitted to the Shapiro–Wilk normality test. Differences between 

younger and middle-aged mice were compared by student’s t test. Data are 

expressed as mean ± SD, and P<0.05 was considered statistically significant. 
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RESULTS 

 

The average heart rate at 6 months was 353 bpm. At 12 months, it was 

slightly lower (309 bpm) without being statistically significant (P = 0.092). Heart 

internal dimensions (ESD and EDD) were significantly increased at 12-month mice 

(0.210 ± 0.04 versus 0.274 ± 0.02 [P < 0.01] and 0.348 ± 0.05 versus 0.398 ± 0.02 

[P < 0.05], respectively). In accordance, the cavitary volumes (EDV and ESV) were 

increased at 12-month-old C57BL/6 mice when compared to 6-month-old mice 

(0.062 ± 0.01 versus 0.083 ± 0.01 [P < 0.05] and 0.028 ± 0.01 versus 0.051 ± 0.00 

[P < 0.01], respectively). These alterations invariably led to reduced LVEF at 12-

month-old C57BL/6 mice when compared to 6-month-old mice (56.4 ± 8.1% versus 

37.5 ± 5.8 [P < 0.01]), which was also confirmed by the results of LVFS (39.75± 6.6 

versus 31.15 ± 3.2 [P < 0.01]) showing significant loss of contractility in the middle-

aged animals. Myocardial mass was slightly elevated at 12 months, but not different 

from 6-month-old mice (P = 0.47). No differences were observed in PWT (P = 0.103) 

or AWT (P = 0.597) between groups. PVR was not significantly different between 

groups (P = 0.062), and age did not affect the aortic diameter as well (P = 0.501). 

All echocardiographic results are summarized in Table I.  

Histological analysis performed in the ascending aorta artery showed 

increase in elastin breaks at 12-months compared to 6 months-old mice, evidencing 

loss vascular elasticity (2.88 ± 0.79 versus 7.66 ± 2.01 [P = 0.012]) (Figure 2). 

Finally, cardiac tissue ROS levels were increased at 12-months-old compared to 6-

months-old mice (7.77 ± 1.09 versus 10.52 ± 1.27 [P = 0.027]) but no difference was 

found between groups in sulfhydryl content (P = 0.445) (Figure 3).  
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DISCUSSION 

 

During the aging process, the functions of various organs and systems are 

already somewhat restricted, which increases the risk of chronic diseases, mainly 

in the cardiovascular system (Wagner et al. 2019). The aging of this system implies 

in several morphological and functional changes (Nair 2020). Among the possible 

changes, the shape of the heart starts to change from elliptical to spheroid, which is 

associated with reduction in contractile efficiency (Strait & Lakatta 2012). In fact, the 

spheroid shape of the heart refers to development of myocardial dilation (Boyle et 

al. 2011), which is one of the features described during the aging process and could 

be observed in the present study by the increase in diastolic diameter (Figure 1). 

The ventricular dilation led to an increase of diastolic and residual volumes and, 

consequently to LVEF reduction. Despite that, interestingly, the ejected volume did 

not differ statistically between 6-months and 12-months groups (Table I). Thus, it 

was possible that cardiac dilation was not compensated, demonstrating that the 

myocardial muscle has lost some of its responsiveness at 12-months, evidencing 

impairment in ventricular function and the beginning of a heart failure process. In 

addition, LVFS, which is considered a good parameter of myocardial contractility 

(Schoensiegel et al. 2011), was also reduced in 12-month-old mice. All these 

findings are particularly important because it characterizes a heart failure (HF) 

process in middle-aged mice (Table 1).  

Heart failure is defined as a loss of ability to supply adequate blood volume 

in response to systemic demands (Braunwald E, 2015). Considering the spectrum 

of HF, in the present study, the mice with 12 months of age presented a LVEF that 
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can be classified as being from mildly reduced (HFmrEF) to reduced (HFrEF) 

(Bozkurt et al. 2021). Previous studies have shown that, in humans, alterations in 

parameters of contractility such as LVEF and LVFS are inversely correlated with 

age but, at later stages they are usually accompanied by alteration in LV wall 

thickness and/or myocardial mass, which were not observed in the present study 

(Salmasi et al. 2013). These results agree with classical studies involving healthy 

subjects without cardiovascular disease, where it was shown that the prevalence of 

left ventricular hypertrophy increases with age and therefore cardiac dilation is 

considered a hallmark of cardiac aging (Paciaroni & Fraticelli 1995, Chiao & 

Rabinovitch 2015).  

In addition, we evaluated some parameters in cardiac tissue related to redox 

balance. We observed an increase of total ROS at 12-months of age, but without 

alterations in sulfhydryl levels, although the sulfhydryl group is susceptible to 

reactive oxygen species action (Rudyk & Eaton 2014). Despite not having a 

significant correlation between sulfhydryl and reactive oxygen species levels (data 

not shown), ROS is capable of degrading sulfhydryl groups (Ortiz VD et al. 2019). 

We hypothesized that from a biochemical point of view in this time window in middle-

aged animals, ROS is not able to cause sufficient redox imbalance to reduce 

sulfhydryl levels, as other antioxidants must be acting to maintain redox balance 

(Figure 2). Finally, we did not observe alterations in aortic diameter or pulmonary 

vascular resistance (PVR) in animals of 12-monsth of age, although other studies 

suggest that aortic dilation and increase of PVR may be age-dependent (Wolak et 

al. 2008, Heinz 2021). However, when we evaluated the histological structure of the 

artery, we observed that 12-month-old mice presented significatively more elastin 

breaks than at 6 months of age showing early loss of vascular elasticity (Figure 3). 
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Once again, our results suggest that in this particular mouse strain, studying mice 

at 12-months can reproduce most of the early findings related to myocardial aging 

alterations found in humans. This suggests that, at this time point, a still initial 

alteration of myocardial function and vascular structure can be detected, which then 

can progress to a more severe state, as previously reported in older mice (Boyle et 

al. 2011). 

 

CONCLUSION 

 

Altogether, our results suggest that 12-month-old C57Bl/6 mice present early aging 

myocardial alterations, with ventricular dilation, loss contractile capacity, and 

reduction in myocardial function. These data indicate that mice with this age can be 

used to study early myocardial and vascular alterations related to the heart aging 

process.  In addition, early interventions can lead to best prognostics and, the time 

point where observed the start of progressive loss of cardiovascular function can be 

an excellent window to therapeutic approaches in preclinical studies involving 

research about aging. 
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Table and Figure Legends  

 

Table I. Cardiac parameters in Wild-type C57BL/6 mice at different ages. 

 

HR- heart rate; LV - left ventricle; ESD - end-systolic diameter; EDD - end-diastolic 

diameter; AWT - anterior wall thickness; PWT - posterior wall thickness; ESV - end-

systolic volume; EDV - end-diastolic volume; SV - SV stroke volume; LVEF- LV 

ejection fraction; LVSF- LV shortening fraction. AoD - aortic diameter; AT/ET ratio - 

acceleration time and ejection time ratio; PVR - pulmonary vascular resistance. Data 

are expressed as mean ± SD and were analyzed using the Student’s t test. P<0.05 

was considered statistically significant. *P<0.05 and **P<0.01. Table I - Cardiac 

parameters in Wild-type C57BL/6 mice at different ages. 

 

Figure 1. Echocardiographic evaluation.                                                           

Representative image of cardiac dilation shown by increasing left ventricular cavity 

diameters. Note the increase of end-systolic and end-diastolic diameters at 12-

months compared to 6-months-old mice.  Images were obtained by 

echocardiography in M-mode. ESD - end-systolic diameter; EDD - end-diastolic 

diameter. 

 

Figure 2. Biochemical parameters in cardiac tissue 

Analyzes of ROS and Sulfhydryl levels. (A) Total ROS (reactive oxygen species) (B) 

Sulfhydryl levels. Values are expressed as mean ± SD from 4 animals per group. 

*Significantly different (P = 0.027). Note the increase of Total ROS at 12-months 

compared to 6-months-old mice. 
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Figure 3. Elastin Breaks 

Elastin breaks in ascending aortas. Representative images of characteristic 

abnormalities in elastic fiber using Verhoeff–Van Gieson (VVG) staining. (A) VVG 

stain of aortic tissues at 6 and 12 months, where elastin fibers stain in purple color. 

Representative histological sections of an aorta at 6 months (n = 3) and 12 months 

(n = 4). (B) Quantification of elastin breaks per nm was analyzed for at 3 different 

fields at least 4 points each and the mean value was recorded.  P = 0.012 (1000x). 
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Table 1 
 
 
Table 1. Cardiac parameters in Wild-type C57BL/6 mice at different ages. 

Parameters 6 months (n=8) 12 months (n=6) 

HR (bpm) 353 ± 26 309 ± 64 

ESD (cm) 0.210 ± 0.04 0.274 ± 0.02** 

EDD (cm) 0.348 ± 0.05 0.398 ± 0.02* 

AWTD (cm) 0.129 ± 0.02 0.124 ± 0.02 

PWTD (cm) 0.117 ± 0.01 0.107 ± 0.01 

LV Mass (g) 0.176 ± 0.04 0.188 ± 0.02 

ESV (mL) 0.028 ± 0.01 0.051 ± 0.00** 

EDV (mL) 0.062 ± 0.01 0.083 ± 0.01* 

SV (mL) 0.034 ± 0.00 0.032 ± 0.01 

LVEF (%) 56.4 ± 8.1 37.5 ± 5.8** 

LVSF (%) 39.75 ± 6.6 31.15 ± 3.2* 

AoD (cm) 0.134 ± 0.01 0.139 ± 0.02 

AT/ET ratio (PVR) 0.336 ± 0.03 0.303 ± 0.07 
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Figure 1 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

Figure 2 
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5.2 Artigo 2 - Manuscrito submetido – Cardiovascular Pathology 
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Abstract 

Mucopolysaccharidosis type II (MPSII) is a progressive lysosomal storage disease 

caused by mutations in the IDS gene that leads to iduronate 2-sulfatase (IDS) 

enzyme deficiency. The IDS enzyme catalyzes the first step of degradation of two 

glycosaminoglycans (GAGs), heparan sulfate (HS) and dermatan sulfate (DS). In 

the context of cardiovascular system, the consequences of MPSII are progressively 

harmful and can lead to death by cardiac heart failure. The aim of this study was to 

characterize the cardiovascular disease in MPSII mice. Thus, we evaluated the 

cardiovascular function of MPSII male mice at 6, 8 and 10 months of age, through 

functional, histological, and biochemical analyzes. Echocardiographic analyses 

showed that there is a progressive loss in cardiac function, observed through of 

parameters such as reduction in ejection fraction and fractional area change. Similar 

results were found in parameters of vascular competence, obtained by echo 

Doppler. Both aortic dilatation and increase of pulmonary resistance were observed 

at all time points in MPSII mice. The histological analyses showed increase in the 

thickness of the heart valves. Biochemical analyzes confirmed GAG storage on 

these tissues, with an elevation of dermatan sulphate in the myocardium. 

Furthermore, an important increase in the activity of proteases such as cathepsin B 

and S were found and could be related to the progressive loss of cardiac function 

observed in MPSII mice. Therefore, we consider that the IDS knockout mouse 

resembles cardiovascular abnormalities found in MPS II patients and can be used 

to evaluate new treatments. 
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1. Introduction 

 Mucopolysaccharidosis type II (MPSII), also known Hunter syndrome, is a 

rare, X-linked recessive disorder that affects predominantly males. This syndrome 

is characterized by iduronate-2-sulfatase (IDS) deficiency and storage of lysosomal 

undegraded glycosaminoglycans (GAGs). The IDS enzyme is responsible for 

cleaving dermatan sulfate (DS) and heparan sulfate (HS), and mutations that occur 

in IDS gene can reduce or abolish the IDS activity, leading to important clinical 

symptoms [1]. Approximately 600 pathogenic variants have been described in 

MPSII, with high genetic variation. As a result, patients may present severe or 

attenuated phenotypes of disease [2]. MPSII is characterized as a multisystemic 

disorder with a variable age of onset caused by progressive accumulation of HS and 

DS in most tissues and organs, such as liver, spleen, bones, joints, brain, and heart. 

It causes several abnormalities, including neurocognitive decline, skeletal 

abnormalities, hepatosplenomegaly, and cardiovascular disease. Among the most 

common cardiovascular alterations are valvular abnormalities, left ventricular 

hypertrophy, and hypertension [3]. Accumulation of GAGs progressively occurs in 

the ventricular muscle, artery aortic lumen and cardiac valves, mainly mitral and 

aortic ones. Progressive left ventricular hypertrophy and interventricular septal 

thickening can lead to loss cardiac function, affecting the life expectancy of patients 

and causing their premature death [4]. Histological abnormalities that are observed 

in the aortic artery wall include accumulation of GAGs, thickening, and disruption of 

elastin fibers. The result of these histological alterations may lead to constriction or 

dilation of large vessels, as the aortic artery, with aortic root dilatation (ARD) being 

frequently observed in MPSII patients [5]. The animal model develops most of 

disease features which suggests that the knockout mice (Ids-KO) may develop 
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cardiac abnormalities as well [6]. Different approaches have been used to treat 

MPSII, including enzyme replacement therapy (ERT), considered the standard of 

care. However, the treatment is little effective against some cardiovascular 

alterations, in particular the aortic and valvular abnormalities [7,8]. In the context, 

animal models are important tools to assess the progressive alterations of the 

disease. In previous studies using another MPS model (Mucopolysaccharidosis type 

I - MPSI) which accumulates the same GAGs as in MPSII, the decline of cardiac 

function could be observed only at six months of age, despite GAGs storage in the 

myocardium being visualized in histological sections as early as 2-month-old [9]. In 

other study we showed the involvement of proteases overexpression as one of the 

alterations that can lead to loss of cardiac function, as consequence of GAGs 

accumulation in MPSI [10]. Since the two disorders are very similar, we 

hypothesized that a somewhat similar process could happen in MPS II. Studies in 

the mouse model suggest that the treatment with recombinant enzyme often have 

limited impact on the cardiovascular aspect of the disease, corroborating the patient 

data’s [4,11]. Garcia and colleagues conducted one of the most complete studies 

specifically on the murine model of MPSII, showing results about the outcome of 

disease, in several organs. Despite of showing histologic accumulation of GAGs in 

heart tissue, the study did not present data regarding loss of cardiac function of 

these animals, which is commonly observed in humans, possibly because of lack of 

data on the progression of heart alterations in the animal model [6]. Thus, the aim 

of this study was to perform a temporal assessment of cardiovascular function in 

Ids-KO animals and to look for possible mechanisms involved in the evolution of the 

disease. 
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2. Material and Methods 

2.1 Experimental Groups – Animals 

This study was approved by the authors’ institutional ethics committee on animal 

experimentation (Comissão de Ética no Uso de Animais do Hospital de Clínicas de 

Porto Alegre - permit number #170562) and all experiments with animals were 

monitored by a veterinarian. Male IDS- mice (referred as the “MPSII”) and their wild 

type littermate controls (IDS+, referred to as the wild type, “WT” group hereafter) 

were the subjects for these experiments. All animals were genotyped at three weeks 

by PCR as previously described [12]. Animals were maintained in conventional 

housing under a 12-h light/12-h dark cycle with controlled temperature (19°C±1°C) 

and humidity (50%±10%). Mice were assessed at three different time points: 6, 8, 

and 10 months of age. The groups were evaluated by echocardiography, sacrificed 

by cervical dislocation, and its tissues collected immediately after death for further 

analysis. Part of ascending aorta and apical portion of the heart were flash frozen in 

liquid nitrogen and stored at −80°C for biochemical analysis; the basal portion of 

heart and other part of ascending aorta were fixed in buffered formalin 10% and 

processed to histologic analysis.  

2.2 Echocardiographic analysis 

The mice were anesthetized with isoflurane and positioned under a temperature-

controlled bed. Animals were placed in the left lateral decubitus position (45° angle) 

to obtain the cardiac images. An EnVisor HD System (Philips Medical, Andover, MA, 

USA) medical ultrasound with a 12–4MHz linear transducer was used, and the 

images were captured by a trained operator with experience in small-animal 

echocardiography. To obtain better images was used at 3-4cm depth fundamental 

and harmonic imaging.  
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2.2.1 Left ventricular (LV) dimensions and functional parameters - LV diastolic and 

systolic transverse areas and diameters were obtained by two-dimensional tracing 

of the endocardial border at three levels: Basal (at the tip of the mitral valve leaflets), 

Medial (at the papillary muscle level), and Apical (distal from the papillary muscles, 

but before of the apical internal curve of LV cavity). The final value was obtained by 

taking the average of all three myocardial planes (Figure 1). The left ventricular 

ejection fraction (LVEF) is the central measure of LV systolic function. It is the 

fraction ejected volume in systole [stroke volume (SV)] in relation to the volume of 

the blood in the ventricle at end-diastole (EDV). Two dimensional short-axis views 

were used for echocardiographic estimation of left ventricular volumes. Both, 

residual volume [end-systolic volume (ESV)] and EDV were calculated by the 

formula: V = (Amv + Ap1) x (L/3 + Ap2/2) x (L/3 + π/6) x (L/3)3; Amv – area of short 

axis at the mitral valve level (Basal); Ap1 – area of short axis at high papillary muscle 

level (Medial); Ap2 – area of short axis at low papillary muscle level (Apical); L – the 

longest length from the apical four-chamber view; mv – mitral valve; PM – papillary 

muscle; V – volume [13]. Stroke volume (SV) was obtained by difference between 

EDV and ES volume (ESV). LVEF (%) = [(EDV - ESV) / EDV] × 100 [14]. From the 

SV analysis it was possible to assess the cardiac output (CO), which was calculated 

using the equation: CO = SV × heart rate (HR) [15]. The contractile capacity of the 

heart was assessed by Fractional Area Change (FAC) and corroborated by CO and 

LVEF evaluations. To calculate the FAC, the difference between the areas at the 

end-diastole and end-systole was used. FAC was calculated by the formula: FAC 

(%) = [(EDA - ESA) / EDA] ×100. The pulmonary vascular resistance index was 

obtained by evaluating the blood flow through the pulmonary artery by echo-doppler. 

This parameter was calculated by equation: Acceleration time/ejection time (AT/ET) 
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[16]. Another analysis performed was the LV mass quantification, evaluated by 

echocardiography, that considered the anterior and posterior wall thicknesses (AWT 

and PWT, respectively) and was calculated using an adapted standard cube 

formula, which assumes a spherical LV geometry according to the following 

equation: LV mass = 1.05 × [(AWTD + EDD + PWTD)3 - EDD3] [14]. (Table 1).  

2.3 Histopathologic analysis 

The heart tissue and its valves (basal level of endocardial border) were fixed in 

buffered formalin and embedded in paraffin according to our hospital's routine 

processing methods. Thin sections (3μm) were stained with hematoxylin/eosin (H-

E) and Alcian blue 1%, which stains GAGs blue. An adjacent slide was stained with 

Sirius red for the visualization of collagen content in the heart valves. Thin sections 

of ascending aorta were stained with Verhoeff-van Gieson (VVG), which stains 

elastin in purple. Breaks in elastin fiber structure from ascending aorta sections 

stained with VVG were analyzed for at least 3 different fields in at least 4 points 

each. They were quantified as the number of breaks per nm of aorta.  Heart valve 

thickness was measured at 10 different points, and the average was taken and 

considered as the valve thickness value. Sections were analyzed by a trained 

researcher who was blinded to the groups. The thickness of the heart valves and 

breaks were measured using the computer software Cell^F. 

2.4 Biochemical analyzes 

2.4.1 GAG levels in heart tissue - Specific GAG levels were assessed by tandem 

mass spectrometry from heart tissue. GAGs were extracted after acetone 

precipitation. Dermatan sulphate (DS), heparan sulfate with O- or N-sulfation (HS–

OS and HS–NS), disaccharides were obtained through digestion with 

chondroitinase B, heparitinase, and keratanase II followed by quantification through 
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liquid chromatography tandem mass spectrometry (LC/MS/MS) as previously 

described. Briefly, 10µL of extracted tissue was mixed with 90µL of 50mM Tris HCL 

(pH7) and added to Omega 10K filter plates (Pall Co, MI, USA) and centrifuged by 

15 minutes. Samples were incubated in a shaker overnight at 37°C with 60µL of 

50mM Tris HCL, 10μl of 5μg/ml of internal standard (chondrosine), 10μl of 0.6mU 

chondroitinase B (in BSA 1%), 10μl of 1mU heparitinase (in BSA 1%), and 10μl of 

1mU keratanase II (in BSA 1%) (enzymes and IS were provided by Seikagaku Co, 

Tokyo, JPN) [17]. For detection, samples were injected into Xevo TQ-S micro Triple 

Quadrupole Mass Spectrometry (Waters Tech) operated in the negative ion mode 

with electrospray ionization. The mobile phase was a gradient elution of 148mM 

ammonia (solution A) to 100% acetonitrile (solution B). Specific precursor ion and 

product ion were 54 used to detect and quantify each disaccharide (138 HS-NS; 

378.3, 175.1 HS-OS, DS) The concentration of each disaccharide was calculated 

using QQQ Quantitative Analysis software.  

2.4.2 Elastase activity assay - For the elastase assay, samples were homogenized 

in buffer (100mM Tris HCl, pH 8 to 25 °C) at 0.2μg tissue/μl for heart samples or 

50μl of solution for aortic samples. Elastase activity was measured using substrate 

N-Succinyl-Ala-Ala-Ala-p-nitroanilide (Sigma-Aldrich, USA) in a continuous 

spectrophotometric rate determination. Substrate solution (4.4mM SucAla3-pNA 

solution) was prepared in Tris-HCl buffer. The amount of product was determined 

by absorbance using kinetic reading and comparison with 0.02 units of elastase 

solution from the porcine pancreas (Sigma-Aldrich, USA). Readings were performed 

for 2h every 5 minutes at A410nm. The results were expressed as U/mg protein. 

One unit of elastase hydrolyzes 1μmol of N-Succinyl-Ala-Ala-Ala-p-nitroanilide per 

hour at pH 7.5 at 25°C.  
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2.4.3 Collagenase activity assay - For the collagenase assay, samples were 

homogenized in buffer (50mM Tricine with 10mM calcium chloride and 400nM 

sodium chloride, pH 7.5 to 25°C) at a concentration of 0.2μg/μl. Collagenase activity 

was measured using FALGPA substrate (1mM N-(3-[2Furyl]acryloyl)-Leu-Gly-Pro-

Ala solution in buffer) (Sigma-Aldrich, USA) in a continuous spectrophotometric rate 

determination. The amount of product was determined by absorbance using kinetic 

reading and comparison with 0.2 units of collagenase solution from Clostridium 

histolyticum (Sigma-Aldrich, USA). Readings were performed by recording the 

decrease in 345nm for 2 hours every 5 minutes. The results were expressed as 

U/mg protein. One unit of collagenase hydrolyzes 1μmol of FALGPA per hour at 

25°C, at pH 7.5 in the presence of calcium ions. 

Caspase-3 activity assay – Caspase-3 activity was assessed using a fluorogenic 

assay. Samples were homogenized in acetate buffer and incubated with the Ac-

YVAD-AMC substrate (Enzo Life Sciences, USA) at a final concentration of 25μM. 

Fluorescence was measured using Spectramax M3 every 5 min for 60 min at an 

excitation of 355 nm and an emission 460 nm using kinetic reading and comparison 

with 7-amino-4-methulcourmarin (AMC) standards. Results are expressed as 

nmol/h/mg protein. 

2.4.4 Cathepsins activity assay - Twenty-four heart samples (from medial/apical 

portion; 6 animals per group) were homogenized (0.2mg/μL) in acetate buffer 

(100mM sodium acetate, 0.1% TritonX, EDTA 2.5 Mm, DTT 2.5 mM pH 7.4) for 

cathepsin assays. For the cathepsin B activity, 5μL of the sample was incubated 

with 95μL of assay buffer containing the specific substrate Z-Arg-Arg-AMC 50 μM 

(Enzo Life Sciences, USA - #BML-P137) in a microtiter plate at 37°C. Fluorescence 

was recorded using Spectramax M3 every 5 for 30 minutes at an excitation 
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wavelength of 355nm and an emission wavelength of 460nm. The increase in 

fluorescence intensity was proportional to the substrate hydrolysis, and then the 

total substrate consumption was calculated by comparison to the standard 

fluorescence of 7-amino-4-methylcourmarin (AMC), accordingly to manufacturer’s 

instructions. Total cathepsin activity was measured using the Z-Phe-Arg substrate 

(Enzo Life Sciences, USA), 10 μM at pH 7.4, with the same buffer and parameters 

used for the CtsB assay. Inhibitors were from Calbiochem (San Diego, CA) and 

included CtsB inhibitor Ac-Leu-Val-Lysinal (#219385), CtsK inhibitor I [1,3-Bis (N-

carbobenzoyloxy-L-leucyl) amino acetone; #219377] and CtsS Z-FL-COCHO 

(#219393). The inhibitors were added to some assays in final concentrations of 10, 

100 or 1000nM, as indicated. The results were expressed as nmol/h/mg protein [10]. 

Protein content of each sample was measured by the Lowry technique for all assays 

[18]. 

2.5 Statistical analysis 

Data were expressed as mean ± standard deviation (SD). Two-tailed parametric 

unpaired t-tests were applied for individual group comparisons between WT and 

MPSII mice. Two-way ANOVAs were performed for multi-group analysis followed 

by Tukey’s multi-comparisons test. The normality test was calculated using the 

Shapiro-Wilk test. A P<.05 was considered statistically significant. All statistical 

analyses were performed with the Sigma Plot version 12.0 software (Systat 

Software Inc, USA). 

 

3. Results 

3.1 Characterization of cardiovascular function abnormalities in MPSII mice 

Functional parameters were evaluated in WT (control animals) and MPSII groups at 
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6, 8 and 10 months of age, in 66 animals by echocardiography. Six (6) WT and four 

(4) MPSII mice participated of two evaluations, at 6 and 10 months, all the other 

animals were evaluated only once, within their specific group. The results are 

summarized in Table 1. 

3.1.1 Cardiac function - In the context of MPSII disease we observed decreased 

ability of the cardiovascular system capacity to meet the body's demands. During 

echocardiographic evaluations, arrhythmogenic tracings were observed in MPSII 

animals at 8-months-old (n=4) and, at 10-months-old (n=5). Animals evaluated at 6-

months-old did not present cardiac arrhythmia. The echocardiographic analyzes 

only were validated if the animals presented an intermittent arrhythmia, allowing 

stabilization of cardiac rhythm, during examination. After stabilization of arrhythmic 

phase, the exams were performed. Animals with severe arrhythmia were excluded 

of study (Figure 2).  Despite there was variation in heart rate (HR) between groups, 

the difference was not statistically significant. Cardiac output (CO) was not altered 

at 6 months of age (P=0.325) but was decreased at 8 and 10 months in the MPSII 

groups [(P=0.001) and (P=0.005), respectively], when compared with WT groups at 

the corresponding time points. The increase in the dimensions of the left ventricular 

cavity (systolic and diastolic diameters) and consequent increase in residual volume 

(ESV) were determining factors for heart failure outcome observed in later times in 

MPSII groups. At 6 months it was observed cardiac dilation [Dd (P=0.049)]. In later 

times there was not statistical difference in diastolic diameter between WT and 

MPSII groups. The differences between WT and MPSII groups in systolic and 

diastolic diameters are represented in Figure 3. On the other hand, myocardial 

contractile capacity decreased progressively in the MPSII groups (6, 8 and 10 

months), as observed in the FAC data [(P=0.023), (P=0.013) and (P=0.030) 
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respectively]. The LVEF is considered a gold standard measure in cardiac function 

evaluation. LVEF was reduced in MPSII groups at all time points evaluated. 

Although the animals presented decreased LVEF (P=0.023) at 6 months of age in 

the MPSII group, it was still considered preserved LVEF (LVEFp). The LVEF was 

considered reduced (LVEFr), with some degree of heart failure (HF), only at 8 and 

10 months (P<0.001). The HF was a consequence of increase of residual volume 

(ESV) in cardiac cavity at 8 and 10 months in MPSII mice [(P<0.001) and (P=0.048), 

respectively]. When we evaluated the stroke volume (SV) we observed reduction 

this parameter only at 10 months in MPSII group (P=0.032). The EDV was not 

different between WT and MPSII groups, at 6, 8 or 10 months.  Myocardial mass 

was not statistically different between groups at all evaluated time points.  

3.1.2 Vascular function - Analyzes of aortic diameters showed that MPSII mice 

presented progressive dilation of aortic artery at 6, 8 and 10 months of age 

[(P=0.016), (P=0.000) and (P=0.001), respectively]. Pulmonary vascular resistance, 

assessed by AT/ET ratio, was increased at all time points [(P=0.038), (P=0.040) and 

(P=0.001), respectively] in MPSII groups (Table 1). Other parameters analyzed did 

not show important consistent alterations (data not shown). 

3.2 Histological findings 

3.2.1 Artery and Heart – The aorta arteries of MPSII groups were distended at 6, 8 

and 10 months [average of 14μm (P=0.016) at 6 months, average of 29μm at 8 

month (P=0.000) and average of 20μm at 10-month-old (P=0.001)] compared to its 

respective WT groups (Figure 4: B and D). In addition, the presence of vacuoles 

was observed in both tissues, artery, and heart, in the MPSII groups (Figure 4: B, 

D, F and H).  Furthermore, also a loss of organization of cardiac fibers can be 

visualized in H–E staining. These findings were not observed in the WT groups in 
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the cardiac muscle and aorta artery, whose structures were intact (Figure 4: A, C 

and G). 

3.2.2 Elastin breaks - Ascending aortas were stained with HE and VVG to identify 

and quantify elastin breaks. VVG staining showed the elastin fibers in purple and 

breaks were detected by its loss of continuity (Figure 5A). At 6 and 10 months, the 

MPSII groups showed significant increase in the number of breaks per nm, 

compared to WT groups (P=0.012 and P=0.010, respectively) (Figure 5B). 

3.2.3 Heart Valve Thickness - The valve thickness was measured at 10 different 

points, and the average value was calculated. The result revealed that the cardiac 

valves were thickened at both time points, at 6 and 10 months evaluated in the 

MPSII mice (P=0.029 and P=0.015, respectively) (Figure 6).  

3.3 Biochemical findings  

3.3.1 Tissue GAGs storage - GAGs levels were assessed in the myocardium at 6 

months of age (Figure 7A). Results show a massive increase of dermatan sulfate 

(DS) in MPSII group compared to WT group (P<0.001). Based on the result shown, 

we decided to evaluate DS at 8 months and the result was similar (P=0.006). For 

both time points, the dermatan was increased in MPSII group compared to its 

respective control group, but there was no difference in DS concentration over time 

when only MPSII groups were evaluated (P=0.524) (Figure 7B). Heparan sulphate 

levels were not different between groups. 

3.3.2 Elastase and collagenase activity - Although we observed increased elastin 

breaks in MPSII mice, the total elastase activity in the ascendent aorta artery was 

not detectable in the conditions of this specific assay. Aortic tissue showed similar 

levels of collagenase activity at both time points and was not different between WT 

and MPSII groups [1.68±0.79 vs 1.11±0.23 (P=0.123) and 1.18±1.07 vs 1.00±0.32 
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(P=0.711), respectively]. 

3.3.3 Caspase-3 Activity - At 6 and 8 months, heart tissue had similar levels of 

Caspase-3 activity at both time points and was not different between WT and MPSII 

groups [0.27±0.07 vs 0.27±0.23 (P=0.937) and 0.14±0.04 vs 0.19±0.06 (P=0.126), 

respectively]. 

3.3.4 Cathepsins Activity - We observed that activity of total cathepsins in the 

cardiac tissue was substantially increased in MPSII groups to compared to its 

respective WT groups, at 6 and 8 months (P<0.001) (Figure 8A). Using the specific 

cathepsin B substrate we showed that its activity increased more than 200% in 

MPSII group at 6 months and around 500% in MPSII group at 8 months (Figure 

8B). Aiming to identify other cathepsins that could be responsible for the increase 

in the activity observed using the Z-Phe-Arg substrate, we added specific inhibitors 

of CtsB, CtsS and CtsK to the reaction. Only the cathepsin S inhibitor was able to 

significantly reduce enzyme activity, showing elevation of this enzyme along with 

cathepsin B, which suggest elevation of multiple lysosomal cathepsins in the MPS 

II heart tissue (Figure 8C and 8D). 

 

4. Discussion 

Absent or decreased activity of Iduronate 2-sulfatase results in excessive abnormal 

accumulation of GAGs dermatan (DS), and heparan sulfate (HS) in lysosomes, 

causing hypertrophy and increasing the number of lysosomes in the cells throughout 

the body [1]. In the cardiovascular system, this disease can progress to heart failure 

[19]. In the present work, we studied the progression of cardiovascular disease in 

MPSII mouse model (Ids-KO) and analyzed possible mechanisms involved in the 

evolution of the disease.  Careful assessment of cardiac function was performed at 
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6, 8 and 10 months. We observed that the pump function of heart was progressively 

lost over time in MPS II mice, impairing the ability to meet the body's demands. The 

GAGs infiltration and its downstream effects are responsible for functional 

alterations of the valves, great vessels, conduction system and myocardium [20]. At 

6 months, MPSII mice had loss of contractile capacity (FAC), presented cardiac 

dilation (Dd) and reduction of LVEF, but did not present cardiac arrhythmia, the CO 

was unchanged, and the ventricular residual volume (ESV) was not significantly 

altered (Table 1 - Figure 3). Although the LVEF has been relatively preserved (a 

small reduction, but within the normal range), other parameters analyzed in 

cardiovascular system showed deleterious alterations from 6 months of age in 

MPSII groups. In this time window, histological analysis showed intramyocardial 

vacuolization and infiltration of GAGs (pseudohypertrophy) (Figure 4E-H), which 

suggests that the initial dilation could be a compensatory response to deposition of 

GAGs in cardiac tissue to maintain CO at 6 months, although the myocardial 

thickness was not altered significatively (Data not shown) (Table 1). Therefore, we 

assume that 6 months can mark the initial phase of loss of cardiac function, in which 

the myocardial structure modifications not yet produced severe functional 

alterations. Worsened functional outcomes only appeared at later time points. At 8 

and 10 months we observed that MPSII groups presented cardiac arrhythmia, 

impairment of CO, with consequent increase of ESV and LVEF reduction, 

characterizing a progressive process of heart failure (Figure 2 and Table 1). We 

also observed thickening of the heart valves (Figure 6A and 6B) and presence of 

vacuoles in valves and vessels (Figure 4 A, B, C and D). According to Hampe and 

colleagues, this finding is common in different types of MPS and about of 50% of 

patients with MPSII present this condition [21]. In addition, the reduced electrical 
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conductivity by cardiomyocytes and ventricular pseudohypertrophy were often 

associated with left valve defects [22]. Patients with MPSII develop thickened heart 

valves and regurgitation and often require valve replacement [23]. The cardiac 

valves were thickened in the MPSII mice from 6 months of age. We did not evaluate 

the pulmonary valve thickness due to their small size and difficulty of collection. 

However, since mitral and aortic valves were thickened in MPSII groups, we 

consider that a similar process could be happening at the pulmonary valve, since 

alterations in the PVR (AT/ET ratio reduction) were observed in MPSII groups at all 

time points evaluated (Table 1). The PVR development contributes to diastolic 

dysfunction and can lead to pulmonary hypertension, which was strongly associated 

with valvular dysfunction and accumulation of dermatan sulphate [20,24,25]. Total 

GAGs in cardiac tissue evaluated at 6 months showed that only DS was increased 

in MPSII mice compared to WT group (Figure 7A). From this result, we evaluated 

DS at 6 and 8 months and observed that DS was increased at both time points in 

MPSII mice (Figure 7B). These data are similar to results obtained in a study with 

MPS I mice [26]. The increase in DS levels can lead to severe impairment of 

cardiovascular system, usually observed in MPSII patients with the neuronopathic 

form of the disease [27,28]. In addition, the number of cardiovascular anomalies 

increases with age contributing to more serious pathophysiological consequence 

[29]. GAGs storage out of lysosomal environment led to dysregulation of the normal 

cellular processes of cardiovascular system and may lead to leakage of lysosomal 

enzyme to the cytoplasm [30]. Cathepsins are enzymes that primarily reside in the 

endosomes and lysosomes. Under conditions like inflammation, oxidative stress, 

and apoptosis can be localized also in other sites, as nuclear membrane, cytosol, 

plasma membrane, and extracellular space. Although cathepsins do not retain 
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optimal activity at the neutral pH of the cytosol, their proteolytic activity is known to 

be preserved by substrate binding and acidification of the cytosol in pathologic 

conditions [31,32]. We evaluated total cathepsins activity, which was markedly 

elevated in the heart tissue in MPSII groups at 6 and 8 months and confirmed that 

most of this activity was due to cathepsin B (Figure 8A-B). Cathepsin B was elected 

to analysis, despite not being a potent elastase or collagenase due to its previously 

demonstrated high activity in the MPS tissues and because it is active at neutral pH 

(although not as stable as in acidic pH) [10]. Cathepsins derived from cardiac cells 

can participate in the pathogenesis of cardiac injury in response to inflammation, 

apoptosis, and oxidative stress [33]. Our data suggest that the increase of 

cathepsins in cardiac tissue may also be outcomes of the highest concentration of 

GAG outside the lysosomal environment (Figure 7A-B). Studies that evaluated the 

role of cathepsins in cardiac tissue in MPS I mice obtained similar results [9,10]. 

Abnormal expression and/or activity of both lysosomal and extra-lysosomal 

cathepsins correlate with MPS major clinical manifestations such as 

neuropathology, bone and joint defects, and cardiovascular disease [34]. The 

inhibition assay of these enzymes demonstrated that cathepsin activity in MPSII 

cardiac tissue was also partially due to CtsS, another enzyme with activity at neutral 

pH. In the context of MPSs, the ubiquitous accumulation of GAGs also inflicts 

structural damage on vessels, with consequent loss of functionality. The aortic 

dilation (Aod) is another finding prevalent in severe MPS II patients [5]. At all time 

points evaluated, ascendent aorta dilation and elastin breaks were observed in 

MPSII mice (Table 1; Figure 5A). The elastic fiber depletion led to impairment in 

vascular function. Elastin breaks were found at both time points evaluated in MPSII 

groups, corroborating other studies of our research group that observed similar 
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results in MPS I disease (Figure 5B) [10,26]. To explain elastin breaks and aorta 

dilation we evaluated proteases activity (elastases and collagenases) that 

admittedly have contributed to degradation of vascular tissue in several disorders 

[9,10]. In our study there was no alteration in total elastase activity in the ascendent 

aorta artery, but this could be due to specific conditions for these assays (neutral 

pH, buffers and conditions used in the assay). In addition, both collagenase and 

caspase-3 activity showed no difference between the WT and MPSII groups, at 6 

and 8 months, which suggests that there is no increase in apoptosis in these tissues. 

Previous studies demonstrated that the presence and activity (collagenolytic and/or 

elastolytic) of cathepsins in media conditioned by endothelial cells, smooth muscle 

cells, neonatal cardiomyocytes, and macrophages can be responsible for the elastin 

breaks and other damages that contributes to loss of vascular function [32,33]. From 

the literature findings and our data, we suggest that the cathepsins act on the 

cardiovascular system as part of mechanisms that contribute to the initiation and 

progression of structural damages that leads to heart failure in MPSII.  

 

5. Conclusion 

The knowledge about the cardiovascular outcomes of MPSII at different time points 

contributes to better understanding of disease pathogenesis and evaluation of 

potential treatments. In this work we demonstrated that loss of cardiac function in 

MPSII mice started at 6 months of age, although its global cardiac capacity was still 

preserved at this time. Disease progressed at later time points leading to heart 

failure. The MPSII mice at later times reproduces the cardiovascular events found 

in patients with Hunter’s disease, showing the progress to heart failure and 

suggesting the possible mechanisms involved in this process. 
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Table and Figures 

Table 

Table 1 – Echo findings in Wild type (control) and MPS II mice from 6 to 10 

months of age 

WT – Wild type group; LVEF - left ventricular ejection fraction; SV – stroke volume; 

EDV – end-diastolic volume; ESV - end-systolic volume; FAC – fractional area 

change; CO – cardiac output; Sd – systolic diameter; Dd – diastolic diameter; Aod 

– Aortic diameter; acceleration time and ejection time ratio; HR – heart rate. Data 

shown as mean ± SD for each group. P<0.05 was considered statistically significant.  

 

Figures 

Figure 1 - Plans used to cardiac function evaluation - schematic drawing                                                       

LV diastolic and systolic transverse areas (A) (cm2) and diameters (d) (cm) – M-

mode; Basal, Medial, and Apical - endocardial border levels. The final value to 

systole and diastole was obtained by average of the three myocardial planes. LV – 

left ventricle; RV – right ventricle. 

 

Figure 2 – Cardiac rhythm alterations in MPSII mice. Representative 

arrhythmogenic tracing was observed in MPSII mice from 8 to 10-months. Images 

were obtained by echocardiography in M-mode. 

 

Figure 3. Cardiac diameters assessed using M-Mode. Cardiac diameters - 

difference between WT and MPSII groups, at all the time points evaluated. 
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Figure 4. Representation of arterial distention and presence of vacuoles in the 

ascending aorta and in the cardiac muscle. Representation of ascending aorta 

and cardiac tissue stained with HE. The figures show the intact tissue from an aortic 

artery (E and G) and heart muscle (A and C) presented in the wild type (WT) groups 

and the loss of organization of cardiac fibers and the presence of vacuoles observed 

in the MPSII groups in both tissues evaluated at 6- and 10-months-old (400X). 

 

Figure 5 - Disruption of the aortic elastin. Elastin breaks in ascending aortas. 

Representative images of characteristic abnormalities in elastic fibers using 

Verhoeff–Van Gieson (VVG) staining. A) VVG stain of aortic tissues at 6 and 10 

months, where elastin fibers stain in purple/dark color. Representative histological 

sections of an aorta at 6 months (WT, n = 3 and MPSII, n = 4) and 10 months (WT, 

n = 4 and MPSII, n = 9). B) Quantification of elastin breaks per nm was analyzed for 

at 3 different fields at least 4 points each and the mean value was recorded.  

P=0.012 at 6 months; P=0.010 at 10 months (1000X). 

 

 

 

Figure 6 – Heart valves. Thickening of cardiac valves were assessed at 6-months-

old and 10-months-old mice by histological analyses. A) representative images from 

WT and MPSII mice. B) Quantification of valve thickness at 6 months (WT, n = 3 

and MPSII, n = 4) and 10 months (WT, n = 4 and MPSII, n = 3).  P=0.029 at 6-

months-old; P=0.015 at 10-months-old (100X).  

 

Figure 7. Cardiac Tissue GAGs Storage. Cardiac tissue GAGs storage at 6 

months of age (7A). Results show a massive increase of dermatan sulfate (DS) in 
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MPSII group compared to WT group (P=0.050). In evaluation of DS at 8 months the 

result was similar to 6 months (P=0.006). There was no difference in DS 

concentration over time when only MPSII groups were evaluated (P=0.524) (7B). 

 

Figure 8. Activity and Inhibition of Cathepsins. Heart samples were 

homogenized in acetate buffer at pH 7.4 (n=6/group). Activity of total cathepsins 

was performed with the non-specific substrate Z-Phe-Arg-AMC. CtsB activity was 

determined using CtsB specific substrate Z-Arg-Arg-AMC. MPSII mice samples 

were incubated with inhibitor of CtsB, CtsK and CtsS at the indicated concentration 

(n=3). The activity is relative to the initial activity without adding inhibitor compared 

to uninhibited activity (P< 0.05). Cts – Cathepsins. 
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6. DISCUSSÃO GERAL  
 
 

 

A presente tese foi concebida com o objetivo de avaliar os desfechos 

cardiovasculares ao longo do tempo em modelo murino de MPS II, e buscar 

possíveis mecanismos responsáveis pelos mesmos. Utilizando como base nossos 

estudos realizados com modelo de MPS I, no que tange à definição das janelas 

temporais, iniciamos este estudo com camundongos, a partir dos 6 meses de idade. 

A escolha deste tempo inicial se deu em função de um estudo onde avaliamos os 

animais a partir dos 2 meses de idade e observamos que os desfechos 

cardiovasculares funcionais se iniciavam apenas em tempos mais tardios (Baldo et 

al., 2017). A MPS II compartilha de muitas semelhanças com a MPS I, porém, 

também apresenta diferenças importantes.  

O desenho experimental deste estudo previu o acompanhamento de 4 

janelas temporais, compostas pelo grupo de animais MPS II e seus respectivos 

controles (Wild Type – WT) com 6, 8, 10 e 12 meses de idade (Flurkey K et al., 

2007). O fato de termos os grupos WT avaliados em cada janela temporal, 

possibilitou analisarmos também os animais sem a doença. De fato, encontramos 

diferenças funcionais e morfológicas importantes, durante o processo de 

envelhecimento normal, quando comparamos animais considerados de meia-idade 

(12 meses) com adultos jovens (6 meses). Assim, com o objetivo de caracterizar 

alterações, ainda que precoces, observadas durante o processo de 

envelhecimento, descrevemos os achados mais relevantes da linhagem de 

camundongos C57/Bl6 de meia idade (Artigo 1). 

A literatura tem mostrado que o envelhecimento implica em diversas 

alterações no sistema cardiovascular (Nandini, 2020). A modificação no formato do 

coração é associada à redução da eficiência da mecânica cardíaca e parece 

caracterizar o início do processo de envelhecimento do órgão (Strait & Lakatta, 

2012). Em nosso estudo observamos uma mudança da geometria cardíaca,  assim 

como uma redução na capacidade contrátil dos animais de meia idade,  

evidenciando um progressivo comprometimento da função cardíaca nestes 

animais. Curiosamente, o volume sistólico não foi diferente entre os grupos, 

provavelmente por causa do tamanho das estruturas cardíacas nos tempos 
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analisados. Esses achados são particularmente importantes porque caracterizam 

um processo inicial de IC, ainda que, com fração de ejeção considerada levemente 

reduzida (FEm) nos camundongos de meia-idade, sem doença preexistente 

(Bozkurt et al., 2021). Estudos em  humanos tem reportado que para envelhecer de 

forma saudável, os níveis ideais dos principais fatores de saúde cardiovascular são 

importantes na redução do risco de morte prematura, relacionada à perda funcional, 

definida como o início de doenças cardiovasculares em indivíduos com menos de 

60 anos (Andersson & Vasan, 2018). Intervenções precoces podem levar a 

melhores prognósticos; neste sentido, este pode ser considerado um momento de 

transição, o qual marca o início da perda da função cardíaca, e que pode ser 

estratégico para o estudo de abordagens terapêuticas envolvendo o retardo do 

envelhecimento deste sistema. 

Embora tenhamos acompanhado os animais em quatro janelas temporais, 

para o estudo da doença, utilizamos apenas 3 tempos, 6, 8 e 10 meses, pois 

observamos que os animais MPS II começam a morrer aos 12 meses, tornando 

difícil a obtenção de dados. Esta definição também foi embasada nos desfechos de 

ritmicidade cardíaca. Diferente dos grupos de animais adultos jovens, os quais não 

apresentaram eventos arritmogênicos, todos os animais de meia idade avaliados 

apresentaram disritmia. Estas alterações dificultaram as avaliações 

ecocardiográficas, pois, embora fossem intermitentes, em alguns animais, foi 

necessário a interrupção do exame e, os mesmos tiveram seus dados descartados. 

Além disso, os animais WT também apresentaram redução da capacidade 

funcional, devido ao envelhecimento. Isto posto, entendemos que esta janela 

temporal apresentava um viés de confusão importante por causa da idade destes 

animais. Portanto, nosso trabalho sobre os desfechos da MPS II no sistema 

cardiovascular foi realizado em 3 janelas temporais, 6, 8 e 10 meses (Artigo 2).  

O objetivo geral do nosso estudo foi descrever as alterações 

cardiovasculares presentes na MPS II, sua progressão e potenciais mecanismos 

envolvidos na doença. Semelhante aos desfechos cardíacos que encontramos em 

estudos prévios, nos animais MPS I, aos 6 meses de idade, os animais MPS II 

apresentaram redução da FE, embora preservada (FEp), o que representa uma 

capacidade funcional ainda responsiva às demandas corporais (Baldo et al., 2017; 

Gonzalez et al., 2021). Em ambos os modelos (MPS I e II), aos 8 meses, a FE foi 

reduzida a ponto de ser considerada IC. Neste sentido, os nossos dados 
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corroboram o caráter progressivo da doença, sugerindo ainda, que o grau de IC se 

estabiliza aos 8 meses de idade, pois a FE e outros parâmetros como DC e FAC 

dos animais MPS II, estabilizaram, pois mantiveram grau semelhante de 

comprometimento, aos 10 meses de idade.  

Importante destacar que os estudos clínicos têm mostrado  este grau de 

comprometimento funcional, com redução da FE (< 50%) em apenas em 2% dos 

pacientes (Lin et al., 2021). No entanto, entendemos que a maior responsividade 

cardíaca dos animais à doença, não diminui a sua contribuição para avaliação dos 

mecanismos de ação envolvidos nos vários desfechos observados, também em 

humanos, como doença valvar, arritmias cardíaca, hipertrofia concêntrica, 

disfunção diastólica, entre outros (Lin et al., 2021; Poswar et al., 2022).  

Os dados obtidos nas avaliações histológicas e bioquímicas sugerem que os 

animais MPS II apresentaram a forma grave da doença (neuronopata). As 

características histológicas foram semelhantes entre MPS I e II, pela presença de 

vacúolos no tecido cardíaco e aorta, além da quebra de elastina neste mesmo vaso. 

Por outro lado, a MPS II possui uma resposta bioquímica menos semelhante no 

que se refere as enzimas responsáveis pelas quebras de elastina na artéria aorta. 

Para explicar estas quebras e também a dilatação da aorta avaliamos a atividade 

das proteases colagenase, elastase e caspase-3. Nossos dados mostraram não 

haver alteração na atividade destas enzimas, nas condições do teste realizadas. 

Isso acaba sugerindo que outras proteases possam estar envolvidas nos processos 

que levam a alterações como  a perda da elastância deste vaso.   

No tecido cardíaco, nossos dados sugerem um papel relevante das 

catepsinas (Cts), em particular, um aumento progressivo da atividade da CtsB, aos 

6 e 8 meses, nos animais MPS II (200 e 500%, respectivamente). Curiosamente, 

este dado corresponde a perda progressiva da função cardíaca observada nestes 

tempos. Como limitação do nosso estudo, não avaliamos o extravasamento desta 

protease, a partir do lisossomo, ou quantificamos o número de macrófagos 

residentes neste tecido, porém, em estudos prévios com animais MPS I, 

observamos ambos os eventos (Baldo et al., 2017; Gonzalez et al., 2018).  As Cts 

podem participar da patogênese da lesão cardíaca em resposta à inflamação, 

apoptose e estresse oxidativo (EO) (Cheng et al., 2012). A partir destes dados, uma 

das hipóteses do nosso estudo era de que o EO pudesse fazer parte dos 

mecanismos de ação envolvidos no aumento das catepsinas do tecido cardíaco. 



87 

 

Dosamos Tióis totais (defesa antioxidante), TBARS (marcador de lipoperoxidação) 

e ROS totais (estresse oxidativo) aos 6, 8 e 10 meses, mas nossos resultados não 

mostraram alterações significativas nestes parâmetros (dados não mostrados). 

Embora o EO e os marcadores de apoptose tenham se mostrado inalterados, o 

processo inflamatório ainda será investigado e pode ter papel importante na 

patogênese da doença cardiovascular na MPS II, conforme observado em outros 

órgãos (Azambuja et al, 2020). 

O aumento da catepsina B e potencialmente outras proteases desta família 

pode ser o mecanismo responsável por alterações na matriz extracelular do tecido 

cardíaco, aorta e valvas, como as quebras de elastina observadas. Um estudo 

prévio do grupo mostrou que, em células SHSY-5Y nocautes para o gene IDS, 

existe extravasamento da catepsina B para o citoplasma em decorrência do 

acúmulo de GAG lisossomal (Azambuja et al, 2020). Estas enzimas, embora mais 

ativas em pH ácido, ainda retém certa atividade em pHs mais próximos da 

neutralidade, podendo degradar proteínas da matriz extracelular. O uso de 

inibidores nos ensaios in vitro permitem identificar potencialmente outras Cts, como 

a CtsS, que podem contribuir em conjunto com a CtsB para estas alterações. 

O acúmulo específico de dermatan sulfato no tecido cardíaco também é um 

achado importante. O fato de haver pouca produção e conteúdo de heparan sulfato 

nos tecidos cardíacos ajudam a entender as razões pelas quais pacientes com 

outros tipos de MPS, onde apenas ocorre acúmulo de heparan sulfato (como as 

síndromes de Sanfilippo) tenham comprometimento cardíaco mais raro e em 

tempos muito mais tardios (Poswar et al, 2022). 

Nosso estudo para o entendimento da patogênese dos desfechos 

cardiovasculares observados neste modelo, ao longo do tempo, deixa perspectivas 

de pesquisa importantes que podem contribuir, de sobremaneira, para o 

entendimento dos mecanismos de ação que permeiam as doenças 

cardiovasculares na MPS II. Em conjunto, nossos dados sugerem que este pode 

ser um modelo interessante para avaliar os mecanismos que atuam, 

secundariamente, ao acúmulo de GAGs no tecido cardiovascular na MPS II. Além 

disso, o fato de estudos mostrarem que 68% dos pacientes com MPS II apresentam 

algum dano cardíaco, corrobora a necessidade de estudos pré-clínicos em modelos 

animais (Sestito et al., 2022).  
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7. CONCLUSÃO 
 

 

A partir dos dados obtidos na presente tese, pode-se concluir que: 

 

✓ Os camundongos C57BL6 wild type possuem alterações importantes ao 

longo da vida, podendo ser utilizados como um modelo de envelhecimento; 

 

✓ Animais com MPS II também possuem alterações na função cardiovascular, 

que aparecem a partir dos 6 meses de idades. Estas alterações incluem 

hipertrofia e perda da capacidade contrátil, assim como dilatação da aorta e 

aumento da resistência vascular pulmonar; 

 

✓ Os animais MPS II apresentaram acúmulo de GAGs nos tecidos do sistema 

cardiovascular, confirmado pela dosagem de dermatan sulfato tecidual; 

 
 

✓ Há um aumento nas quebras de elastina na aorta dos animais com MPS II; 

 

✓ Os animais MPS II apresentaram acúmulo de GAGs e espessamento das 

valvas cardíacas; 

 

✓ A atividade de catepsinas estava aumentada, em especial a catepsina B, 

nos animais com MPS II, sugerindo envolvimento desta protease na 

patogênese da doença cardíaca neste modelo; 

 

✓ Não houve diferenças entre os grupos com relação aos parâmetros de 

estrese oxidativo avaliados, mesmo com o aumento na atividade da CtsB. 
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9. ANEXOS 

9.1 Produção do Período - Artigos relacionados com a TESE 
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9.2 Produção do Período – Outros Artigos 
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9.2.4 Copaiba Oil Attenuates Right Ventricular Remodeling by Decreasing 

Myocardial Apoptotic Signaling in Monocrotaline-Induced Rats. 
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