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1. INTRODUÇÃO 

 

Hipertrofia Cardíaca 

 

A hipertrofia cardíaca é definida como o aumento da massa cardíaca 

devido ao aumento do tamanho dos cardiomiócitos. Este crescimento pode 

resultar de sobrecarga hemodinâmica, de pressão ou de volume impostas ao 

coração [1, 2]. Diversos estímulos mecânicos e neuro-humorais têm sido 

implicados, e diversas moléculas e rotas de sinalização interdependentes estão 

associadas ao desenvolvimento da hipertrofia cardíaca [3, 4]. 

A hipertrofia cardíaca é um dos mais importantes marcadores de 

morbidade e mortalidade por doenças cardiovasculares. Tendo em vista que 

está associada a uma série de condições patológicas que afetam o aparelho 

cardiovascular,  existe grande interesse no estudo de mecanismos celulares e 

subcelulares que controlam a expressão de genes que irão determinar o 

aumento da massa cardíaca em resposta à sobrecarga de trabalho [1, 2]. 

A hipertrofia pode ser dividida em dois tipos principais: a hipertrofia 

excêntrica e a concêntrica. A hipertrofia excêntrica tem como estímulo inicial 

uma sobrecarga de volume e é caracterizada por uma parede cardíaca delgada 

e dilatação ventricular (aumentando o diâmetro da câmara), onde ocorre a 

adição dos sarcômeros em série. A hipertrofia concêntrica é causada, 

geralmente, por uma sobrecarga de pressão, que leva a um espessamento da 

parede ventricular e gera a deposição de novos sarcômeros em paralelo, sem 

mudanças no diâmetro ventricular [1, 2]. 
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A hipertrofia cardíaca também pode ser classificada como hipertrofia 

fisiológica ou patológica. A hipertrofia patológica apresenta padrão mais 

concêntrico, reprogramação de genes fetais, remodelamento da matriz 

extracelular, fibrose e disfunção cardíaca. Esta pode evoluir para um coração 

dilatado, apresentando fibrose extensa, morte de cardiomiócitos e insuficiência 

cardíaca. Por outro lado, a hipertrofia cardíaca fisiológica, que resulta de um 

estímulo fisiológico, como o exercício, tem padrão mais excêntrico e se 

caracteriza por manter a função cardíaca normal ou até aumentada. Se for 

retirado o estímulo inicial o coração retorna ao padrão normal (Figura1) [5]. 

 

Figura 1. Representação das diferenças entre hipertrofia cardíaca fisiológica e patológica. 

(adaptado de Heineke, 2006). VE, ventrículo esquerdo; VD, ventrículo direito; IAM, infarto agudo do 

miocárdio. 

 

Diversos estudos têm tentado demonstrar as diferenças bioquímicas e 

moleculares entre as hipertrofias fisiológica e patológica. De maneira geral, 

estímulos neuro-humorais como a angiotensina II (Ang II) e endotelina 1 (ET-1), 
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resultam na ativação da proteína G, através dos receptores Gαq que estão 

associados à hipertrofia patológica e progressão para insuficiência cardíaca [6-

9]. Por outro lado, a ativação de fatores de crescimento como o fator de 

crescimento insulínico (IGF), que estimulam a ativação da proteína cinase B 

(PKB ou Akt) e fosfoinositol-3-cinase (PI3K), estão implicados em um 

crescimento fisiológico ou adaptativo [6, 7, 10, 11]. Ainda, há rotas comuns as 

duas hipertrofias como a calcineurina e ERK1/2 (cinase reguladora do sinal 

extracelular) que parecem ser ativadas tanto por estímulos patológicos como 

pelo exercício. A elucidação de cascatas de sinalização que podem ter papéis 

distintos nestas duas formas de hipertrofia é crítica para o desenvolvimento de 

estratégias mais eficientes para o tratamento da insuficiência cardíaca (Figura 

2).  

 

Figura 2. Modelo ilustrando as vias de sinalização envolvidas no desenvolvimento da hipertrofia 

fisiológica e patológica (adaptado de McMullen, 2003). IGF, fator de crescimento insulínico; PI3K, 

fosfoinositol-3-cinase; Akt, proteína cinase B; Ang II, angiotensina II; ET-1, endotelina-1; Gαq, 

receptor αq; p38, proteína 38 tirosina cinase ativada por mitógenos. 
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Hipertrofia Cardíaca Fisiológica Associada ao Exercício 

A prática regular de exercícios físicos leva a uma série de adaptações 

fisiológicas no organismo que se instalam de forma gradual e variam conforme 

as características do treinamento. Entre as adaptações cardiovasculares se 

destaca a hipertrofia cardíaca fisiológica, que ocorre em resposta às alterações 

hemodinâmicas, que geram sobrecarga cardíaca durante as sessões de 

treinamento [11, 12]. 

O exercício físico é um estímulo já conhecido para o desenvolvimento de 

hipertrofia ventricular esquerda. As alterações estruturais, resultantes do 

treinamento físico, dependem da natureza, duração e intensidade do exercício. 

As diversas modalidades esportivas têm sido classificadas, fundamentalmente, 

em dois grandes grupos: esportes de resistência, nos quais predominam as 

formas isotônicas ou dinâmicas do exercício, e esportes de força, nos quais 

predominam as formas isométricas ou estáticas do exercício. Entretanto, 

raramente o condicionamento atlético é puramente isotônico ou isométrico, e a 

maioria das atividades físicas envolve um componente dinâmico e estático, 

embora com predomínio de um deles [13]. A hipertrofia induzida pelo 

treinamento físico resulta em aumento de massa muscular em resposta à 

sobrecarga de trabalho. Esta hipertrofia é um mecanismo fisiológico 

compensatório, caracterizado principalmente pelo aumento do comprimento e 

diâmetro dos cardiomiócitos, desta forma sendo responsável pela manutenção 

da tensão na parede ventricular em níveis fisiológicos [13, 14]. 

Diversos estudos têm utilizado modelos de exercício físico aeróbico em 

animais a fim de compreender os mecanismos da hipertrofia cardíaca 
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fisiológica [15]. Dentre esses protocolos, os mais utilizados são: exercício 

forçado em esteira, nado forçado e exercício voluntário em rodas de 

treinameno. Há diferentes protocolos de exercício em esteira que variam em 

duração, inclinação e velocidade. No entanto, alguns estudos têm falhado em 

demonstrar hipertrofia cardíaca com este modelo [16, 17]. Outro protocolo 

muito utilizado é o nado forçado, que tem demonstrado hipertrofia cardíaca em 

torno de 15% nos animais treinados [18]. Já o exercício em rodas de 

treinamento, apesar de ser voluntário, tem apresentado 12% a 20% de 

hipertrofia cardíaca em quatro semanas de treinamento [19, 20]. Além disso, 

este tipo de protocolo produz menos estresse para os animais e mimetiza o 

exercício em humanos [15].  

Hipertrofia Cardíaca e Angiogênese  

 

O crescimento dos cardiomiócitos e a angiogênese devem ocorrer de 

forma coordenada durante a hipertrofia, pois à medida que aumentam os 

cardiomiócitos precisa aumentar a disponibilidade de oxigênio e nutrientes [21, 

22]. A hipertrofia cardíaca fisiológica está associada a uma densidade capilar 

aumentada, enquanto em modelos de hipertrofia patológica esta densidade 

está reduzida e têm sido implicada em disfunção contrátil e progressão para 

insuficiência cardíaca [22, 23]. Em um modelo de hipertrofia cardíaca induzida 

por aumento na expressão da proteína Akt, estímulos hipertróficos induziram a 

expressão de fatores angiogênicos na fase de hipertrofia adaptativa, e o 

bloqueio destes fatores resultou em redução na densidade capilar e acelerou a 

progressão para insuficiência cardíaca [24]. Desta forma, o balanço entre o 

crescimento de cardiomiócitos e angiogênese parece ser um dos 
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determinantes do quanto a hipertrofia cardíaca é fisiológica ou patológica. 

O exercício físico é um estímulo mecânico e bioquímico à angiogênese. 

O aumento do fluxo sangüineo e do estresse de cisalhamento, assim como, 

estímulos de crescimento e o aumento das necessidades energéticas do 

músculo estimulam a adaptação aguda do fluxo sanguíneo, principalmente por 

vasodilatação e formação de novos vasos [25]. O aumento no consumo de 

oxigênio e/ou diminuição da tensão tecidual de oxigênio (hipóxia) iniciam um 

vasto leque de respostas adaptativas, sistêmicas, locais e a nível celular, todas 

com o objetivo de restaurar a homeostase do oxigênio. As respostas celulares 

à hipóxia são mediadas pelos fatores de transcrição induzíveis por hipóxia 

(HIFs).  

 O HIF-1 é um fator de transcrição heterodimérico com papel importante 

em rotas de sinalização que transmitem informações sobre os níveis celulares 

de oxigênio [26-29]. O HIF-1 é composto por duas subunidades: HIF-1α e HIF-

1β. O HIF-1β é constitutivamente expresso e não é afetado pela hipóxia. O 

HIF-1α é expressado principalmente pela ação do fator de transcrição Sp1 

(specificity protein 1), porém existem na região promotora do gene sítios de 

ligação dos fatores de transcrição AP-1 (proteína ativadora –1) e NF-κB (fator 

nuclear κB) [30, 31]. Em situações de normóxia o HIF-1α é hidroxilado pelas 

enzimas prolil-hidroxilases (PHD). Essas enzimas têm sua atividade 

dependente de O2 como substrato e do ferro (Fe+2), ascorbato e α-cetoglutarato 

como cofatores obrigatórios [30-34]. O processo de hidroxilação aumenta a 

afinidade do HIF-1α pela proteína supressora tumoral von Hippel-Lindau (VHL). 

A ligação do HIF-1α hidroxilado com o VHL o marca para a degradação pelo 

proteassomo. Há ainda o fator inibidor da HIF (FIH) que regula a atividade da 
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HIF-1α sob normóxia, hidroxilando o sitío de ligação do complexo co-ativador 

p300/CBP, impedindo assim sua ligação a HIF-1α [26, 30]. Entretanto, em 

situações de hipóxia a PHD é inibida e o HIF-1α se acumula e dimeriza com o 

HIF-1β, recrutando o p300/CBP (Figura 3). Este complexo se liga ao DNA para 

desencadear a transcrição de mais de 100 genes de resposta à hipóxia, 

coordenando um amplo espectro de processos celulares e fisiológicos, 

incluindo angiogênese, eritropoiese, metabolismo energético, sobrevivência e 

proliferação celular [26, 27, 35]. Com relação à angiogênese, HIF-1α regula a 

transcrição de fatores angiogênicos como o fator de crescimento do endotélio 

vascular (VEGF) e seus receptores [27, 28]. Outro papel importante do HIF é 

estabelecer um balanço ótimo entre metabolismo glicolítico e oxidativo em 

qualquer concentração de oxigênio para maximizar a produção de ATP sem 

aumentar os níveis de espécies reativas do oxigênio (EROs) [35, 36]. Desta 

forma, sob hipóxia o HIF-1 ativa a cinase piruvato desidrogenase (PDK1) o que 

causa inibição da atividade da enzima piruvato desidrogenase e diminuição da 

entrada de substrato no ciclo de Krebs. Assim, a célula sob hipóxia mantém a 

produção de ATP pela glicólise anaeróbica, preservando o oxigênio intracelular 

e diminuindo a produção de EROs [35-37].  

Mesmo em situações de normóxia, fatores de crescimento como o IGF e 

o fator de crescimento derivado de plaquetas (PDGF), citocinas e hormônios 

parecem ser capazes de induzir e/ou ativar a expressão do HIF-1α, através da 

ativação da via PI3K. Esse mecanismo seria suficiente para desencadear a 

expressão de genes de resposta à hipóxia, apesar da PHD e FIH estarem 

ativas [30, 38, 39]. Desta forma, o HIF-1α participaria de processos como 

hipetrofia cardíaca através, também, de estímulos de crescimento e não 
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apenas modulado pela hipóxia. 

Figura 3 – Representação da ativação e inativação do HIF-1α em situações de hipóxia e normóxia. 

IGF, fator de crescimento insulínico; PHD, enzimas prolil-hidroxilases; VHL, proteína supressora 

tumoral von Hippel-Lindau; FIH, fator inibidor da HIF; HIF, fator de transcrição induzível por 

hipóxia; PI3K, fosfoinositol-3-cinase; Akt, proteína cinase B; mTOR, proteína alvo da rapamicina 

em mamíferos; OH, representa a hidroxilação. 

 

O HIF-1α parece ter papel fundamental na adaptação cardíaca a 

estímulos hipertróficos e na coordenação entre hipertrofia e angiogênese [22, 

39-42]. A deleção cardiomiócito-específica do HIF-1α, em condições de 

normóxia, leva à alteração na expressão de vários genes envolvidos no 

controle do cálcio, na angiogênese e no metabolismo da glicose, com 

consequente redução da contratilidade cardíaca e vascularização [43]. Em um 

modelo de hipertrofia patológica por constrição aórtica, a hipertrofia inicial 

compensada foi acompanhada por neovascularização, a qual ocorreu através 

da estimulação HIF-1α-dependente de fatores angiogênicos [44]. Na transição 

para fase maladaptativa, a supressão do HIF-1α se associou à angiogênese 
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reduzida e disfunção sistólica, enquanto o bloqueio desta supressão atenuou a 

progressão para a fase descompensada [44]. Além disso, Marini e 

colaboradores (2008), utilizando um protocolo de treinamento em esteira com 

ratos, observou aumento na angiogênese e vascularização nos animais 

treinados após 10 semanas. Esse aumento na angiogênese foi acompanhado 

de um aumento na expressão de VEGF e HIF-1α [45]. Desta forma, HIF-1α 

parece ser crucial na sinalização entre o miocárdio e a vasculatura para 

permitir seu crescimento coordenado [46-48]. 

Espécies Reativas do Oxigênio 

 

Os radicais livres são definidos como qualquer espécie química que 

contenha um ou mais elétrons desemparelhados, e por isso tornam-se 

extremamente reativos e capazes de atacar outras biomoléculas com o objetivo 

de se estabilizar. No processo de respiração celular, o oxigênio recebe quatro 

elétrons ao longo da cadeia transportadora de elétrons, resultando sua redução 

até água. Porém, neste processo formam-se compostos intermediários que são 

bastante reativos (Figura 4). Esses compostos são chamados de espécies 

reativas de oxigênio (EROs). A formação das EROs ocorre em 2-5% do todo 

oxigênio que passa pelo processo de respiração celular na mitocôndria [49]. 

Situações como a hipóxia ou que aumentam o consumo de oxigênio, como o 

exercício físico, podem estar associadas ao aumento da produção de EROs 

[32, 37, 50, 51].  

 

Figura 4 – Esquema da geração de espécies reativas do oxigênio a partir da redução do oxigênio. 

(adaptado de Halliwell 2007) 
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Entre as EROs pode-se destacar: o ânion superóxido (O2
●-

), o peróxido 

de hidrogênio (H2O2), o radical hidroxila (OH●) e os oxigênios “singlet” (estado 

excitado do oxigênio). Os oxigênios “singlet” são altamente reativos, causando 

danos às proteínas devido à oxidação de aminoácidos, em especial do 

triptofano, metionina, histidina e cisteína. O radical superóxido (O2
●-

) é o radical 

mais comum e abundante na célula, sendo formado pela cadeira de 

transportadora de elétrons, por células fagocitárias e por reações de auto-

oxidação. O radical superóxido é mais estável e tem meia-vida mais longa que 

o radical hidroxila. A enzima superóxido dismutase realiza a dismutação deste 

radical formando peróxido de hidrogênio. O peróxido de hidrogênio não é um 

radical livre, mas é considerado uma ERO devido ao potencial de gerar o 

radical hidroxila (OH●), após reagir com metais de transição. Ainda, devido a 

sua baixa reatividade é capaz de atravessar facilmente as membranas 

biológicas, agindo como sinalizador inter e intracelular. As reações de geração 

do radical hidroxila mediada pela interação metais-H2O2 foram descritas por 

Fenton e Haber-Weiss são apresentadas na Figura 5. O radical hidroxila, 

mesmo tendo uma meia-vida extremamente curta, é o mais potente das EROs, 

podendo reagir com praticamente todas as biomoléculas. Sua capacidade 

oxidante é superior a das demais EROs, porque o organismo não dispõe de 

sistemas enzimáticos de defesa contra este radical [49]. 

 

Figura 5 – Reações de Fenton e de Haber-Weiss (adaptado de Halliwell 2007). 
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Antioxidantes 

 

O organismo humano possui um sistema de defesa antioxidante que 

evita o aumento excessivo das EROs e mantêm o equilíbrio redox. O sistema 

antioxidante é formado pelas enzimas superóxido dismutase (SOD), catalase 

(CAT) e glutationa peroxidase (GPx) e por compostos não-enzimáticos como 

as vitaminas A, C e E, e a glutationa. As superóxidos dismutases são 

metaloenzimas que dismutam o radical superóxido a oxigênio e peróxido de 

hidrogênio e constituem a primeira linha de defesa contra os radicais livres 

(Figura 6). Há três tipos de SOD: A SOD1, que usa cobre e zinco como 

cofatores, e está presente no citoplasma; a SOD2, que usa o manganês como 

cofator e é a isoforma presente na mitocôndria e, finalmente, a SOD3, que é 

uma isoforma encontrada no meio extracelular e que também usa cobre e zinco 

como cofatores. A catalase (CAT) é uma enzima que atua na conversão de 

peróxido de hidrogênio a água e oxigênio (Figura 6). A catalase está presente 

principalmente nos peroxissomos, por isso seus níveis de atividade podem 

variar nos diferentes tecidos [52]. Órgãos que contêm poucos peroxissomos, 

como coração e cérebro, têm menores níveis de catalase. Nesses órgãos, 

como um mecanismo de defesa, pode ocorrer a difusão do peróxido de 

hidrogênio para o sangue onde irá reagir com a catalase eritrocitária. A 

glutationa peroxidase (GPx) reage com peróxidos, principalmente peróxido de 

hidrogênio e hidroperóxidos orgânicos. Para redução dos peróxidos, a GPx 

utiliza como cofator a glutationa reduzida (GSH). A GPx é capaz de oxidar a 

GSH e transformar  a molécula do peróxido em álcool ou, no caso do peróxido 

de hidrogênio, em água (Figura 6) [49]. Condições fisiológicas e patológicas 

podem alterar a atividade dessas enzimas. Modelos de exercício físico em 
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ratos e camundongos demonstram o aumento da atividade da CAT e 

diminuição das enzimas SOD e GPx [53-55] . 

 

Figura 6 – Reações das enzimas superóxido dismutase, catalase e glutationa redutase. 

(adaptado de Halliwell 2007). 

 

O sistema antioxidante não-enzimático é formado por compostos 

lipofílicos, como os tocoferóis, carotenóides, flavonóides e os hidrofílicos, como 

a vitamina A, o ácido ascórbico, o ácido úrico. Dentre eles destaca-se a 

vitamina E que é constituída por uma mistura de tocoferóis e tocotrienóis que 

são sintetizadas pelas plantas. Todos são derivados de 6-cromanol com uma 

cadeia lateral alifática. Os tocoferóis são nomeados de acordo com a posição e 

o número de grupos metila no anel de fenol, como α, β, γ e δ (Figura 7). Estas 

diferenças estruturais determinam a atividade biológica, sendo o α-tocoferol o 

mais biologicamente ativo [56].  

 

Figura 7 – Estrutura dos compostos formadores da vitamina E (adaptado de Rimbach 2010). 
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A vitamina E atua como scavenger (varredor) de radicais livres, pois 

possui em sua molécula um grupo hidroxila, do qual o átomo de hidrogênio é 

facilmente removido. Após sua atividade antioxidante, o α-tocoferol torna-se α-

tocoferil, um radical livre de baixa reatividade que pode reagir com outros 

antioxidantes, como a vitamina C, para ser regenerada ao seu estado original 

[52]. A vitamina E preserva a integridade das membranas biológicas, estabiliza 

sua permeabilidade e fluidez e previne a apoptose induzida por estresse 

oxidativo. Além disso, o α-tocoferol é capaz de prender óxidos de nitrogênio na 

membrana solúvel eletrofílica e, assim, de forma eficiente inibir danos 

derivados de espécies reativas de nitrogênio [56]. 

O estresse oxidativo ocorre quando radicais livres são gerados além da 

capacidade antioxidante intrínseca. A geração excessiva de EROs 

desencadeia disfunção celular, peroxidação de lipídios, mutagênese de DNA e 

pode levar a danos celulares irreversíveis ou morte (Figura 8) [49].  

 

Figura 8 – Esquema das fontes, defesas e funções das EROs em altos e baixos níveis. (adaptado 

de Finkel 2000).  
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Espécies reativas do oxigênio e a sinalização celular 

 

A geração de EROs é normal na fosforilação oxidativa, peroxissomos, 

retículo endoplasmático, leucócitos e endotélio. Em cada sítio as EROs 

desempenham papeis como: a defesa contra microorganismos invasores, 

metabolismos de aminoácidos, detoxificação de drogas e controle de rotas de 

sinalização [49]. Estudos têm demonstrado a participação das EROs em rotas 

de sinalização fisiológicas, estimulando fatores de transcrição e cinases 

sinalizadoras de hipertrofia cardíaca (Figura 8) [32, 51, 57]. As EROs parecem 

ter um papel importante como segundo mensageiro de estímulos 

principalmente dos fatores de crescimento IGF e PDGF e na modulação de 

fatores de transcrição como o fator nuclear κB (NF-κB) e a proteína ativadora-1 

(AP-1) [51]. Um estudo demonstrou que ratos que recebiam vitamina E 

apresentaram uma diminuição da Akt fosforilada quando comparados ao grupo 

controle, sugerindo que o H2O2 é um possível mediador da ativação da via da 

Akt e PI3K [58]. Há evidências desta relação em um estudo com camundongos 

heterozigotos para o HIF-1α (Hif1a+/-) que passaram pelo pré-condicionamento 

de isquemia e reperfusão (PIR). Este trabalho observou que os animais Hif1a+/- 

não aumentaram a produção de EROs mitocondrial, a inativação da proteína 

homóloga a fosfatase e tensina (PTEN) ou a fosforilação da Akt, 

diferentemente dos animais selvagens que tiveram todas essas respostas ao 

PIR. Esses dados sugerem que o HIF-1α leva ao acúmulo de EROs que inativa 

a PTEN, um regulador negativo da via da Akt [40]. Além disso, a hipóxia aguda 

leva ao aumento da produção de EROs a partir da mitocôndria e isso pode ser 

necessário para inibir a prolil hidroxilase e acumular o HIF-1α. Assim, as EROs 

participariam da ativação da via da HIF/ Akt [35, 36, 59, 60]. 
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O potencial papel das EROs na hipertrofia mal adaptativa e na 

progressão para insuficiência cardíaca tem sido extensivamente estudado. 

Experimentos in vitro e modelos animais demonstraram a participação das 

EROs nas respostas celulares hipertróficas [61-67], bem como ativação e 

aumento do estresse oxidativo em resposta a estímulos patológicos e na 

presença de insuficiência cardíaca [68-74]. O estresse oxidativo participa do 

estímulo hipertrófico acoplado a proteína G por estimulação dos receptores da 

Ang II e α-adrenérgicos [8, 51, 72, 75]. O papel do estresse oxidativo na 

hipertrofia patológica e insuficiência cardíaca foi também demonstrado através 

do uso de antioxidantes e seu papel no remodelamento cardíaco e progressão 

para insuficiência cardíaca. Em diversos modelos experimentais de hipertrofia 

patológica, antioxidantes como vitamina E, n-acetilcisteína e estatinas (através 

de seu efeito antioxidante), ou mesmo a superexpressão geneticamente 

determinada de antioxidantes, reduziram hipertrofia cardíaca e/ou progressão 

para insuficiência cardíaca [76-78]. 

 

Espécies Reativas do Oxigênio, Angiogênese e Hipertrofia Cardíaca 

Fisiológica 

 

A importância da participação das EROs em processos biológicos 

normais tem sido reconhecida nos últimos anos. As EROs parecem participar 

de processos celulares em uma maneira concentração-dependente, onde em 

baixas doses participaria de processos fisiológicos como sinalização de rotas 

hipertróficas, e em concentrações elevadas como um estímulo a rotas de 

toxicidade e morte celular [61, 66, 72] . Diversos estudos  têm explorado a 
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inter-relação entre EROs e a ativação do HIF-1α. As EROs parecem ser 

necessárias para a ativação de HIF-1α tanto em resposta a hipóxia quanto em 

resposta a estímulos hipertróficos como IGF [36, 40, 60, 79-81]. Enquanto 

antioxidantes bloqueiam completamente a ativação de HIF-1α insulino-

estimulada, o peróxido de hidrogênio restabelece esta ativação, o que confirma 

o papel das EROs na sinalização do crescimento celular e angiogênese [79]. 

Da mesma forma, células tronco embrionárias utilizam EROs como 

sinalizadores para diferenciação celular induzida por estiramento mecânico, 

resultando em cardiogênese e vasculogênese coordenadas [82]. Neste 

processo, o bloqueio das EROs com o antioxidante vitamina E inibe o aumento 

na expressão de HIF-1α e a angiogênese, mais uma vez demonstrando o papel 

das EROs como mecanotransdutoras do estímulo hipertrófico e como 

reguladoras da resposta coordenada de crescimento e angiogênese [82].  

Os mecanismos envolvidos nesta possível interação EROs-HIF-1α não 

estão estabelecidos, mas acredita-se que envolvam a inativação das PHDs 

[83]. As EROs inibiriam sua atividade por utilizar o Fe+2 na reação de Fenton, 

que é um cofator obrigatório para a reação de hidroxilação do HIF-1α [23, 32, 

33, 84, 85]. Além disso, as EROs têm uma estreita relação com fatores de 

crescimento como o IGF. O estímulo do IGF desencadeia a ativação da via 

PI3K, mas também aumenta a produção de EROs. As EROs inibem a PTEN 

que é um conhecido inibidor da via do IGF/PI3K. Desta forma, as EROs podem 

ativar a HIF-1α indiretamente a partir do estímulo do IGF (Figura 9) [32, 33, 35, 

40, 79, 86, 87].  
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Figura 9 – Possíveis mecanismos de ativação do HIF-1α pelas EROs. EROs, espécies reativas do 

oxigênio; PHD, enzimas prolil-hidroxilases; PDK1, cinase piruvato desidrogenase; IGF, fator de 

crescimento insulínico; HIF-1α, fator de transcrição induzível por hipóxia 1α; PI3K, fosfoinositol-3-

cinase; Akt, proteína cinase B; mTOR, proteína alvo da rapamicina em mamíferos; PTEN, proteína 

homóloga a fosfatase e tensina 

 

Exercício e Hipertrofia Fisiológica: o Papel das EROs e seu Bloqueio 

 

O exercício físico é um potencial gerador de EROs na musculatura 

esquelética e no coração. Devido á isso, diversos estudos têm avaliado as 

EROs e dano oxidativo em atletas e modelos animais de exercício. Enquanto 

alguns estudos têm associado o exercício á alterações e adaptações benéficas 

outros têm reforçado a hipótese inicial [88-91]. Essas respostas diferentes 

parecem ser devidas ao tipo e intensidade do treinamento, em que a alta carga 

de exercícios levaria a dano, enquanto exercícios moderados seriam benéficos 

[91, 92]. Desta forma, o exercício moderado tem sido associado ao aumento da 

atividade das enzimas antioxidantes SOD, CAT, assim como a diminuição de 

marcadores de dano á lipídeos e proteínas [53-55, 88]. Assim, estudos com 

intervenção antioxidante (vitaminas E e C) não observaram melhora para o 

exercício e além disso, as adaptações metabólicas e de enzimas antioxidantes 
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foram abolidas pela intervenção [93, 94]. Por outro lado, estudos com atletas 

têm observado aumento de marcadores de dano oxidativo e benefícios em 

suplementação antioxidantes [89, 90].      

 Além disso, apesar dos efeitos benéficos de intervenções antioxidantes 

em modelos experimentais de hipertrofia patológica, os estudos em humanos 

não têm demonstrado benefício clínico com esta intervenção [95-101]. Uma 

meta-análise recente que reuniu mais de 200 mil participantes, demonstrou 

efeito neutro ou até aumento na incidência de eventos cardiovasculares com o 

uso de diferentes intervenções antioxidantes [99]. 

Uma vez que as EROs participam de forma fundamental em rotas 

fisiológicas como a hipertrofia cardíaca, o seu bloqueio pode de fato ser 

deletério para a adaptação a estímulos fisiológicos. Entretanto, o papel das 

EROs em modelos de hipertrofia fisiológica é pouco conhecido.  
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Racional do Estudo 

 

Na presença de estímulos hipertróficos, tanto o crescimento cardíaco 

como a manutenção de sua função parecem ser dependentes de angiogênese 

adequada. Desta forma, o cardiomiócito deixa de ser o único foco e sua 

interação com as células endoteliais assume papel fundamental para o 

desenvolvimento da hipertrofia fisiológica adaptativa e manutenção da função 

miocárdica. A presença de espécies reativas de oxigênio parece ser 

fundamental para a sinalização adequada entre os estímulos hipertróficos e as 

respostas celulares adaptativas de crescimento, metabólicas e angiogênese, 

especialmente nas respostas de ativação e transcrição relacionadas ao HIF-1α. 

Entretanto, a participação de espécies reativas do oxigênio no desenvolvimento 

de hipertrofia cardíaca fisiológica induzida pelo exercício e na resposta 

coordenada entre hipertrofia dos cardiomiócitos e angiogênese permanecem 

desconhecidas. Ainda que se conheça seu papel em processos patológicos, as 

espécies reativas do oxigênio parecem ter participação crucial em respostas 

fisiológicas como a hipertrofia adaptativa. A identificação deste papel pode 

auxiliar no conhecimento de mecanismos fisiológicos da hipertrofia cardíaca e 

no entendimento da complexidade das respostas a intervenções que bloqueiam 

espécies reativas do oxigênio em diferentes cenários. Além disso, o 

conhecimento de rotas indispensáveis que viabilizem respostas adaptativas 

que não interfiram com a função miocárdica ou resultem na progressão para 

insuficiência cardíaca possibilitaria o desenvolvimento de estratégias atrativas 

para interromper processos patológicos indesejados como a hipertrofia 

maladaptativa. 
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2. HIPÓTESE 

 

 

 A hipertrofia cardíaca fisiológica é mediada por espécies reativas do oxigênio, 

as quais são essenciais para o balanço entre hipertrofia e angiogênese, através 

da modulação da ativação do HIF-1α. 
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3. OBJETIVOS 

 

3.1. Objetivo geral 

 

 Avaliar o papel das espécies reativas do oxigênio, através do bloqueio 

com vitamina E, no desenvolvimento de hipertrofia cardíaca fisiológica induzida 

pelo exercício. 

3.2. Objetivos específicos 

 

 Estabelecer e caracterizar um modelo de hipertrofia cardíaca fisiológica 

induzida pelo exercício em camundongos; 

 Avaliar a capacidade máxima para o exercício basal e sua alteração em 

camundongos submetidos ao protocolo de exercício; 

 Avaliar a expressão dos genes HIF-1α e VEGF, envolvidos na hipertrofia 

fisiológica e angiogênese; 

 Avaliar o papel das espécies reativas do oxigênio, através do uso de 

antioxidante nas seguintes medidas:  

― Magnitude da hipertrofia cardíaca; 

― Capacidade para o exercício; 

―  Estresse oxidativo; 

― Expressão gênica de HIF-1α e VEGF. 
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Abstract 

 

Introduction: While oxidative stress has known effects on pathological cardiac 

hypertrophy and failure, the role of reactive oxygen species (ROS) in 

physiological cardiac hypertrophy and angiogenesis is not established. We 

aimed to investigate the effects of ROS blockade with vitamin E on 

physiological cardiac hypertrophy induced by exercise.  

Methods: Balb/c mice were subjected to a voluntary wheel exercise protocol 

(EXE, n=64) and compared to a sedentary group (SED, n=48). EXE and SED 

animals received either 200mg/kg/day of vitamin E (vit E) or placebo. After 7 

and 35 days of training, maximal exercise capacity was accessed, and analysis 

of cardiac hypertrophy (left ventricle weight/body weight), ROS, and hypoxia 

inducible factor-1α (HIF-1α) and vascular endothelial growth factor (VEGF) 

gene expression by RT-qPCR was performed.  

Results: Our model was indeed effective to induce cardiac hypertrophy, 

LVW/BW increased 9% after 7 days and 12% after 35 days in placebo group, 

and 6% after 7 days and 9% after 35 days in vit E group (p<0.01 for all 

compared to sedentary; no difference between placebo and vit E). HIF-1α 

expression was increased with exercise at 7 days (2.4±0.4 versus 1.06±0.1, 

p=0.02) and 35 days (1.65±0.2 versus 1.09±0.1, p=0.054), but in vitamin E 

group there was in fact accentuated decreased on expression after 35 days 

(0.34±0.1, p<0.001 compared to EXE placebo). Similarly, VEGF gene 

expression was reduced by combination of vitamin E and exercise after 35 days 

(vit E: 0.2±0.1 versus placebo: 1.0±0.2, p=0.005).  
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Conclusion: Blockade of ROS does not appear to affect the magnitude of 

cardiac hypertrophy developed in response to voluntary exercise. However, this 

blockade was associated with an accentuated decrease of angiogenic 

responses involving HIF-1α and VEGF gene expression. 

 

Introduction 

Physiological cardiac hypertrophy, such as that induced by exercise, is 

characterized by uniform growth of the ventricle, with normal or increased 

cardiac function and absent fibrosis [1, 2]. Coordinated angiogenesis seems to 

be crucial to maintain cardiac function and the adaptative response to exercise 

[2, 3]. Hypoxia inducible factor 1 α (HIF-1 α) is a regulator of oxygen 

homeostasis that controls several target genes, including those encoding 

erythropoietin (EPO), vascular endothelial growth factor (VEGF) and proteins 

associated with glucose and energy metabolism [4-7]. HIF-1α seems to play a 

critical role in cardiac adaptation to hypertrophic stimuli and angiogenesis [8-

10]. Training on treadmill induced increased HIF-1α and VEGF gene 

expressions in rat, which were associated to increases in cardiac capillarity and 

vascularization [9]. Moreover, cardio-specific deletion of HIF-1α resulted in 

reduction in cardiac contractility and vascularization [11]. 

Reactive oxygen species (ROS) have a concentration-dependent participation 

in several cell signaling processes, both physiological (at low concentrations) 

and pathological (at high concentrations), the latter inducing irreversible cellular 

damage and death [12-14]. The potential role of ROS in pathological 

hypertrophy and heart failure progression has been extensively studied [15, 

16]. However, intervention trials with antioxidants such as vitamins E, C, β-
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carotene and selenium alone or combined failed in demonstrating benefits to 

reduce cardiovascular outcomes [17-19]. Since low levels of ROS have an 

important role in several biological processes, its inhibition could be deleterious 

under physiological conditions [20-22].  

Studies in cell culture demonstrated the involvement of ROS on HIF-

1α stabilization under hypoxia and normoxia conditions [23-30]. Mechanical 

strain to embryonic stem cells increased generation of ROS inducing 

cardiogenesis, angiogenesis and increased HIF-1α and VEGF gene expression. 

This response, as well as the increase in HIF-1α and VEGF, was abolished 

when cells were incubated with the free radical scavenger vitamin E [31]. If 

ROS participate in physiological activation of angiogenic signaling during 

physiological hypertrophy, its blockade might indeed be detrimental to this 

cardiac adaptation.  

In the present study, we aimed to investigate the effects of reactive oxygen 

species blockade with vitamin E on physiological cardiac hypertrophy induced 

by voluntary exercise. We evaluated the effects of this blockade on the degree 

of hypertrophy, ROS measures, exercise performance, and angiogenic 

signaling (HIF-1α and VEGF activation).  

 

Materials and Methods 

 

Animals – We used a total of 112 male Balb/c mice, aged 8-10 weeks. The 

mice were divided into sedentary (SED, n=48) and exercise groups (EXE, 

n=64). EXE and SED animals were randomly allocated in two groups that 

received either 60µL of vitamin E (200mg/kg of α-tocopherol acetate, to 
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blockade reactive oxygen species) or 60µL of placebo (soybean oil vehicle) by 

gavage [32, 33]. The treatments were given once a day, for 35 days or until 

sacrifice (experimental design is presented in Supplementary Figure 1). 

Mice were followed throughout the protocol by a veterinarian. Consumption of 

food and water were checked daily and body weight was measured weekly. All 

animals were supplied with food and water ad libitum and were kept on a 12-h 

light and 12-h dark regime and maintained at 23°C. The study protocol was 

reviewed and approved by the Ethics Committee of the Hospital de Clínicas de 

Porto Alegre, Brazil, according to the International Guidelines for Animal Care 

and Experimentation. 

 

Voluntary wheel exercise – Trained animals were placed in cages with metal 

training wheels with a diameter of 12cm. Total exercise time and distance, and 

maximum and average speed were monitored daily. EXE mice were allowed 

free access to the wheel 24 h/day. Control sedentary mice were housed in 

cages without training wheels [34].  

 

Maximal exercise capacity on treadmill – Maximal exercise capacity was 

performed using a rodent treadmill without inclination. These evaluations were 

made at baseline (day -1), 6 days and 34 days after the start of running 

protocol. Animals were familiarized with the treadmill in a low speed running for 

2 minutes. For tests, the treadmill was set at initial speed of 15 m/min which 

was increased by 3 m/min every 2 minutes to the time elapsed until the 

exhaustion was recorded and then converted to distance. Exhaustion is defined 

as the point at which the animal cannot keep pace with the treadmill. The 
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maximal exercise capacity was calculated as the total distance run by the 

animal during the exercise protocol [35]. 

 

Euthanasia protocol – For acute and chronic evaluations, the animals were 

euthanized in equal number at two moments: 7 and 35 days after the start of 

protocol.  The mice were anesthetized by intraperitoneal injection with a mixture 

of ketamine and xylazine (100mg/kg e 10mg/kg respectively). The animals were 

weighted and had the heart quickly removed and left ventricle (LV) was 

separated in RNA later (Qiagen, USA) or frozen in liquid nitrogen for further 

morphological, biochemical and gene expression analyses. Cardiac hypertrophy 

was determined as the ratio between LV weight and body weight. 

 

Biochemical analyses  

Protein determination – All biochemical analyses were normalized by protein 

content, determined using the Bradford method [36]. 

 

Thiobarbituric acid reactive species (TBARS) – Thiobarbituric acid (TBA) 

reacts with aldehydes present in heart samples and it is used as an index of 

lipid peroxidation. Briefly, samples were deproteinized with 10% TCA. The 

supernatant was reacted with 0.67% TBA and heated for 15 min. After cooling, 

the non-polar phase was extracted with butanol and TBARS were determined in 

spectrophotometer (535 nm) using 1,1,3,3-tetramethoxypropane (Sigma-Aldrich 

St. Louis, USA) as an external standard. Results were expressed as nmol 

TBARS/mg of protein [37]. 
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Protein carbonyls – The oxidative damage to protein was measured by the 

determination of carbonyl groups based on the reaction with 

dinitrophenylhydrazine (DNPH). Briefly, protein was isolated with 10% TCA and 

reacted with 20mM DNPH dissolved in 2M HCl, for 30 min. After, samples were 

centrifuged (10000xg/10min) and pellets were washed three times in 

ethanol:ethyl acetate (1:1). Protein pellets were dissolved in 6M guanidine 

hydrochloride and carbonyl contents were determined spectrophotometricaly 

(370 nm). A second set of samples were reacted with 2M HCl and run in 

parallel, as a blank. Results expressed as nmol carbonyl/mg of protein [38, 39].  

 

Catalase (CAT) activity – Catalase activity was determined by following the 

decrease in 240 nm absorption of a reaction medium containing hydrogen 

peroxide (H2O2) and compared with CAT standard (0.1U/µL, Sigma-Aldrich St. 

Louis, USA). Results expressed as unit of CAT/mg of protein [40].  

 

Superoxide dismutase (SOD) activity – Superoxide dismutase (SOD) activity 

was measured based on the sample mediated inhibition of adrenaline auto-

oxidation in basic buffer (480 nm) which was compared with a SOD standard 

(20U/mL, Sigma-Aldrich St. Louis, USA). Results expressed as unit of SOD/mg 

of protein [41].  

 

Molecular analyses 

 

RNA extraction, reverse transcription quantitative real-time PCR (RT-

qPCR) – Total RNA was isolated from 30 mg of LV using MiRNeasy Mini kit 
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(Qiagen, USA) according to the manufacturer’s instructions. Concentration of 

RNA samples was assessed using the NanoDrop™ 1000 Spectrophotometer 

(Thermo Fisher Scientific, USA). First-strand cDNA samples were synthesized 

from total RNA using a High Capacity cDNA Reverse Transcription kit (Applied 

Biosystems), according to the manufacturer’s instructions.  

RT-qPCR were performed in StepOne™ Real-time PCR System, using Taqman 

gene expression assays (both for Applied Biosystems Inc, USA), following the 

manufacturer’s instructions. Gene expression were normalized for 

glyceraldehyde 3-phosphate dehydrogenase gene (GAPDH; assay number 

4352339E). Gene expression was measured for genes that are responsible for 

angiogenesis, HIF-1α and VEGF (assays number Mm01283760_m1* and 

Mm01281449_m1*). The primers of these genes were tested for their efficiency 

in qRT-PCR reaction. The efficiencies were close to 100%, then the 2–ΔΔCt 

formula was considered for calculating the relative gene expression of HIF-1α 

and VEGF [42].  

 

Statistical analysis – Data are expressed as means and standard errors of 

mean or standard deviation as appropriated (mean ± SEM or mean ± SD). 

Comparisons between SED and EXE groups and between vitamin E aned 

placebo were done by using Student´s t test. The level of significance was set 

at 95% (p < 0.05). The softwares used for analysis of the data were Excel 2007 

and GraphPad Prism 5.  

 

 

 

http://www.graphpad.com/prism/prism.htm
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Results 

 

Voluntary exercise – The protocol employed in this study was indeed effective 

in stimulating mice to spontaneously exercise, as showed in Table 1. Mice 

receiving placebo ran an average of 5.2 h and a distance of 6.2 km daily with a 

peak performance at the third week (Table 1). EXE vit E group ran a daily 

average of 5.7 h and 7 km of distance during the training protocol. Distance was 

significantly higher during the third and fourth weeks of exercise compared with 

the first week, and average speed was significantly higher at 2nd, 3rd, 4th and 5th 

week of exercise compared with 1st week. Time and distance were different 

between EXE placebo and vit E groups at 3rd and 4th weeks, as well as overall 

distance. Vit E mice ran longer and a higher distance along the training protocol 

(Table 1). Average and maximum speed were similar between groups. 

 

Table 1 – Mice performance during the 35 days of training 

Values are means ± SD; n= 9 cages for each intervention for first week, n=5 cages for 

each intervention for others weeks; *p<0.05 comparing placebo and vitamin E groups on 

each week; a p<0.05 compared with first week in each evaluation in vitamin E group; b 

p<0.05 compared with first week in each evaluation in placebo group. 

 

Maximal exercise capacity on treadmill – All mice had similar performances 

at baseline (day -1). EXE placebo mice had an improvement on their exercise 

capacity compared with SED placebo at 7 days (1550±1108m versus 
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522±124m, p=0.01) and after 35 days (1858±789m versus 557±141m, 

p=0.003). In the same way, vit E trained mice increased their exercise capacity 

after 7 days (1681±885m versus 643±350m, p=0.008) and 35 days 

(2250±410m versus 473±181m, p<0.001). Improvement on maximal exercise 

capacity on treadmill was similar between placebo and vit E groups (p>0.05). 

 

 

Figure 1 – Maximal exercise capacity on treadmill in sedentary and exercised groups 

at baseline (-1), 6 and 34 days. Values are means ± SD; n= 10 animals on each time; 

ap<0.05 comparing SED and EXE groups in placebo; bp<0.05 comparing SED and EXE 

groups in vitamin E intervention. 

 

Cardiac hypertrophy – The voluntary wheel exercise was effective to induce 

cardiac hypertrophy. LV weight/body weight (LVW/BW) increased by 9% at 7 

days (3.61±0.2 mg/g versus 3.32±0.1mg/g, p<0.001) and by 12% after 35 days 

(3.69±0.2 mg/g versus 3.30±0.1 mg/g, p<0.001) in EXE placebo group (Figure 

2). In vit E group, LVW/BW increased by 6% after 7 days (3.56±0.2 mg/g versus 

3.35±0.2 mg/g, p=0.01) and by 9% after 35 days (3.62±0.1 mg/g versus 

3.31±0.1 mg/g, p<0.001). Despite the lower nominal increases in vit E group, 

there was no difference between placebo and vit E groups regarding cardiac 
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hypertrophy (p>0.05 for all). Also, the ratio of heart weight/BW had a similar 

result to LVW/BW (Supplementary Table 1, p<0.05). 

Other variables, including BW, LV and right ventricle (RV) weight and RVW/BW 

were not different between groups or interventions (Supplementary Table 1, 

p>0.05 for all comparisons).  

 

 

Figure 2 – Left ventricle mass / body weight after 7 (in A) and 35 days (in B) for 

exercise and sedentary mice in vitamin E and placebo groups; values are means ± 

SEM; n=12 SED animals and n=16 EXE mice for each time.  

 

Biochemical analyses – Changes in catalase activity occurred with exercise 

and were vitamin E and time-dependent: after 7 days, there was a decrease in 

CAT with exercise compared to SED group, only in the group receiving vitamin 

E (32±4U/mg protein versus 54±8U/mg, p=0.025; Figure 3E). In contrast, after 

35 days, exercise resulted in increased CAT activity in both placebo (50±6U/mg 

versus 33±6U/mg, p=0.049; Figure 3F) and vitamin E (73±7U/mg versus 

47±9U/mg, p=0.033) groups. Furthermore, CAT levels tended to be higher in vit 

E animals compared to placebo (p=0.053 Figure 3F). As expected, levels of 

lipid damage, assessed by TBARS, were similar between EXE and SED 

animals in both placebo and vit E groups (p>0.05 for all, Figure 3A, B). 

Likewise, levels of carbonyl were not different for exercised or vit E 
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supplemented groups (p>0.05 for all, Figure 3C, D). The SOD activity also was 

not altered by exercise, vitamin E or both (p>0.05 for all, Figure 3G, H). 
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Figure 3 – Biochemical analyses in EXE and SED mice; A, B TBARS at 7 and 35 

days, respectively; C, D carbonyl at 7 and 35 days respectively; E, F CAT activity at 7 

and 35 days respectively; G, H SOD activity at 7 and 35 days respectively; N per 

group: 10-12 mice. 

 

Molecular analyses – Gene expressions of VEGF evaluated by real-time RT-

qPCR were not significantly increased in trained mice receiving both 

interventions after 7 days (p>0.05 for all, Figure 4A). However, on chronic 

evaluation EXE vit E mice demonstrated accentuated decrease on VEGF 

expression compared with EXE placebo and SED vit E (0.2±0.1 versus 1.0±0.2, 

p=0.005; versus 1.5±0.2, p<0.001, respectively) (Figure 4B). Results of HIF-1α 

real-time PCR at 7 days demonstrated increased gene expression in trained 

mice compared with sedentary in placebo group (1.06±0.1 versus 2.4±0.4, 

p=0.02) (Figure 4C). In vit E treated group, exercise could not cause an 

increase in HIF-1a after 7 days of training (p>0.05; Figure 4C). After 35 days, 

HIF1-1a was also increased by exercise (1.65±0.2 versus 1.09±0.1, p=0.054). 

Interestingly, vit E not only prevented HIF-1a increase in EXE animals, but it 

resulted in a marked decrease in its expression as compared to both SED vit E 

(0.34±0.1 versus 1.13±0.2, p=0.003) and EXE placebo groups (0.34±0.1 versus 

1.65±0.2, p<0.001) (Figure 4D). 
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Figure 4 – Real-time RT-qPCR of angiogenesis-related genes. Data were normalized 

to GAPDH gene and are expressed as mean ± SEM; A, B VEGF gene expression at 7 

and 35 days, respectively; B, C HIF-1α gene expression at 7 and 35 days, respectively; 

n=8 on each analysis.  

 

Discussion 

 

Our study is the first to explore ROS participation on HIF-1α and VEGF 

activation in physiological cardiac hypertrophy induced by voluntary exercise in 

mice. This model of physical training was indeed effective to induce cardiac 

hypertrophy as early as 7 days, and slightly higher after 35 days of training. The 

hypertrophic response was not affected by treatment with vitamin E to blockade 

ROS. However, the observed changes in HIF-1α and VEGF gene expressions 

that occurred with exercise were vitamin E dependent. HIF-1α expression was 

increased with exercise at 7 and 35 days, but in vitamin E group there was no 
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increase in HIF-1α expression at 7 days, and at 35 days its expression was in 

fact markedly decreased. Similarly, VEGF gene expression was reduced by 

combination of vitamin E and exercise after 35 days. 

Voluntary wheel exercise was effective to induce cardiac hypertrophy by 9% 

after only 7 days, and by 12% after 35 days. The animals that received vitamin 

E showed hypertrophy of 6% after 7 days and 9% after 35 days. Although 

hypertrophy was numerically lower in vitamin E group, there was no statistical 

difference between groups. The hypertrophy we observed is consistent with 

previous studies of training in mice [34, 43]. We monitored the effectiveness of 

training by daily assessment of time and distance run, as well as by testing 

maximal exercise capacity. The protocol was indeed effective in stimulating 

mice to spontaneously exercise. The animals ran an average of 5 hours and 6 

km of distance per day. Time, distance and average speed was higher mainly in 

third week of training; previous studies have demonstrated increased distance 

and average speed in second and third weeks of training [34, 44]. Of note, this 

increase was most evident in vitamin E mice. However, analysis of maximal 

exercise capacity showed that all trained mice improved similarly their exercise 

capacity both at 7 and 35 days. Thus, it seems that ROS blockade by vitamin E 

does not change the ability to exercise, nor it reduces the magnitude of cardiac 

hypertrophy.  

Exercise can potentially result in ROS generation, and some studies in humans 

and animals indeed demonstrate oxidative damage secondary to strenuous 

exercise [21, 45-47] We selected a voluntary exercise protocol to obtain a 

stimulus that was not to vigorous and more similar to a physiological stimulus 

[43]. According to that, oxidative damage markers as TBARS and carbonyl were 
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unchanged with our training protocol. Besides, exercise increased catalase 

activity after 35 days. Previous studies have described this increase on catalase 

levels associate to exercise [21, 45, 48-50]. Furthermore, catalase activity 

tended to be higher in vitamin E treated aninals. Indirect evidence supports this 

effect by showing that vitamin E modulates the nuclear transcription factor 

NRF2, and that NRF2 have an effect on catalase activity [51-54]. However, to 

date no studies directly confirm this relationship.  

In order to block possible damage caused by ROS, several interventions have 

been used, including selenium, β-carotene, vitamins E and C, either in single or 

combined use [22, 46, 47, 55]. We decided to use vitamin E because it appears 

to be more suitable for cellular oxidative damage prevention and it seems to 

have no direct effect on proteins or adaptations of interest in the present 

study. Furthermore, we used a vitamin E concentration that was sufficient to 

block part of ROS but not able to influence other critical measures [32, 33].                 

Coordinated angiogenesis seems to be crucial to maintain cardiac function and 

the adaptative response during cardiac hypertrophy. Angiogenesis associated 

to cardiac hypertrophy development in response to exercise seems to be 

accompanied by HIF-1α and VEGF activation [8, 9].  In the present study, we 

did not find changes in VEGF gene expression associated with training. On the 

other hand, we found increased HIF-1α gene expression in trained animals in 7 

days and it was slightly lower at 35 days. In fact, studies have failed to detect 

increased expression of VEGF in heart on trained mice [56, 57]. It seems, 

however, that single bout exercise in human and rodents are associated to 

increase in VEGF expression in skeletal muscle [58-61]. If that really happens, 

the maximal exercise capacity test realized in both sedentary and exercise 
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groups one day before sacrifice might have masked the increased VEGF 

expression with training.  

The angiogenesis triggered by exercise is stimulated by growth factors, shear 

stress and local hypoxia [2, 3, 10]. In all these situations, ROS appear to be 

involved. In fact, we observed a marked decrease of VEGF gene expression at 

35 days of training in animals that received vitamin E. That finding may 

underscore ROS involvement on VEGF regulation by hypertrophic 

stimuli.  Likewise, the combination of training and vitamin E at 35 days showed 

a marked reduction in HIF-1α expression. Thus, we demonstrated that ROS are 

required for HIF-1α pathway activation and vitamin E supplementation 

abolished this adaptation. In fact, cell culture studies have already highlighted 

the possible HIF-1α activation by ROS. The mechanisms for this modulation 

remain uncertain [28]. It is believed inhibition of prolyl-4-hydroxylase domain 

proteins (PHDs) might be responsible for this activation. These enzymes are 

dependent upon O2 as a co-substrate together with iron (Fe+2), ascorbate and 

α-ketoglutarate as obligate cofactor. [6, 30, 62-64]. Prolyl hydroxylation is 

required for binding of the von Hippel–Lindau protein, which recruits a ubiquitin–

protein ligase that target HIF-1α for proteasomal degradation. ROS can inhibit 

PHDs using iron on Fenton reaction. Also, ROS participate as second 

messengers of IGF and PDGF growth factors, which may in turn directly 

stimulate HIF-1α. In the same way, ROS modulate the activity of NF-κB and AP-

1 transcription factors, so that they can bind HIF-1α gene promoter region [14, 

63]. Thus, there are many connection points between ROS signalling activities 

and HIF-1α activation. 
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Some limitations of the present study deserve consideration. First, one could 

question the antioxidant effect of vitamin E administration in exercised animals. 

However, even though we know that vitamin E does not inhibit ROS completely, 

we believe that the blockade was sufficient to observe the effects of ROS 

decrease in this physiological context. Second, despite the voluntary exercise  

was effective for the induction of cardiac hypertrophy, vitamin E group ran 

significantly more and presented little lower hypertrophy (not significant). If we 

had a controlled exercise protocol it might be possible to detect a difference in 

cardiac hypertrophy magnitude for the same amount of exercise. However, we 

decided to work with a truly voluntary and physiological model. Another 

important limitation is the lack of histological evaluation of angiogenesis. This 

evaluation could confirm whether HIF-1α and VEGF gene expression data 

would result in decreased capillary density and interfere with coordinated 

angiogenesis.  

Finally, since we are studying a physiological stimulus, ROS levels are not 

expected to be increased to levels that could cause tissue damage. In fact, our 

study was designed to evaluate the possible necessary role of ROS in this 

physiological model. While high concentrations of ROS are involved in cellular 

damage and death and participate in pathological hypertrophy and heart failure 

[15, 16], several clinical studies failed to prove any benefits with antioxidant 

interventions [17-19]. In fact, low concentrations of ROS can participate on 

several cell signaling processes, and its blockade could result in a deficient 

physiological response to a variety of stimulus. In this scenario, our study points 

toward a significant role of ROS in physiological cardiac hypertrophy and 



 

48 

 

underscores potential harm associated to its blockade in this situation. Further 

studies are necessary in order to confirm these speculations.   

 

Conclusion  

 

Blockade of ROS with vitamin E does not appear to affect the magnitude of 

cardiac hypertrophy developed in response to voluntary exercise. However, this 

blockade is associated with an accentuated decrease of angiogenic responses 

involving HIF-1α and VEGF gene expression. 
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Supplementary data 

 

 

Supplementary Figure 1 – Experimental design. 
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Supplementary Table 1 – Mice data for heart and body weights.  
 

 
BW – body weight; HW – heart weight; LV – left ventricle; RV – right ventricle. Values are means ± SEM; n=12 SED animals and n=16 EXE 

mice on each time; 
b
p<0.05 comparing sedentary and exercise mice in placebo groups; 

a
p<0.05 comparing sedentary and exercise mice in 

vitamin E group.  
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6. CONCLUSÕES  

 

 O modelo de exercício voluntário foi efetivo em induzir hipertrofia cardíaca 

já em 7 dias de treinamento, aumentando um pouco após 35 dias; 

 Os animais treinados aumentaram sua capacidade máxima para o 

exercício após 7 dias de treinamento, sendo ainda maior após 35 dias; 

 Observamos aumento pronunciado da expressão gênica do HIF-1α nos 

animais treinados em 7 dias, sendo atenuado em resposta ao exercício 

crônico. Não observamos a alteração da expressão do VEGF associada 

apenas ao exercício; 

 O bloqueio das espécies reativas do oxigênio com a vitamina E não parece 

afetar a magnitude da hipertrofia cardíaca ou a capacidade para o 

exercício. Do mesmo modo, a intervenção antioxidante não afetou 

marcadores de dano oxidativo. No entanto, observamos uma tendência de 

aumento da catalase associada à suplementação da vitamina E. Além 

disso, o bloqueio das espécies reativas do oxigênio associado ao exercício 

diminui acentuadamente a expressão os genes de resposta angiogênica 

HIF-1α e VEGF. 

 


