
 

 

 

 
Nutrients 2022, 14, 4167. https://doi.org/10.3390/nu14194167  www.mdpi.com/journal/nutrients 

Article 

Green Tea Catechins Modulate Skeletal Development with   

Effects Dependent on Dose, Time, and Structure in a Down 

Syndrome Mouse Model 

Sergi Llambrich 1, Rubèn González‐Colom 2, Jens Wouters 1, Jorge Roldán 2, Sara Salassa 2, Kaat Wouters 3,   

Vicky Van Bulck 3, James Sharpe 4,5,6,7, Zsuzsanna Callaerts‐Vegh 3, Greetje Vande Velde 1,*,†   

and Neus Martínez‐Abadías 2,*,† 

1  Biomedical MRI, Department of Imaging and Pathology, KU Leuven, 3000 Leuven, Belgium 
2  Departament de Biologia Evolutiva, Ecologia i Ciències Ambientals (BEECA), Facultat de Biologia,   

Universitat de Barcelona (UB), 08028 Barcelona, Spain 
3  Laboratory of Biological Psychology, University of Leuven (KU Leuven), 3000 Leuven, Belgium 
4  Center for Genomic Regulation (CRG), The Barcelona Institute of Science and Technology (BIST),   

08003 Barcelona, Spain 
5  Universitat Pompeu Fabra (UPF), 08003 Barcelona, Spain 
6  Institució Catalana de Recerca i Estudis Avançats (ICREA), 08003 Barcelona, Spain 
7  EMBL Barcelona, European Molecular Biology Laboratory, 08003 Barcelona, Spain 

*  Correspondence: greetje.vandevelde@kuleuven.be (G.V.V.); neusmartinez@ub.edu (N.M.‐A.);   

Tel.: +32‐16330924 (G.V.V.); +34‐934034564 (N.M.‐A.) 

†  These authors contributed equally to this work. 

Abstract: Altered skeletal development in Down syndrome (DS) results in a brachycephalic skull, 

flattened face, shorter mandibular ramus, shorter limbs, and reduced bone mineral density (BMD). 

Our previous study showed that low doses of green tea extract enriched in epigallocatechin‐3‐gal‐

late (GTE‐EGCG), administered continuously from embryonic day 9 to postnatal day 29, reduced 

facial dysmorphologies in the Ts65Dn (TS) mouse model of DS, but high doses could exacerbate 

them. Here, we extended the analyses to other skeletal structures and systematically evaluated the 

effects of high and  low doses of GTE‐EGCG  treatment over postnatal development  in wild‐type 

(WT) and TS mice using in vivo μCT and geometric morphometrics. TS mice developed shorter and 

wider faces, skulls, and mandibles, together with shorter and narrower humerus and scapula, and 

reduced BMD dynamically over time. Besides facial morphology, GTE‐EGCG did not rescue any 

other skeletal phenotype in TS treated mice. In WT mice, GTE‐EGCG significantly altered the shape 

of the skull and mandible, reduced the length and width of the long bones, and lowered the BMD. 

The disparate effects of GTE‐EGCG depended on the dose, developmental timepoint, and anatom‐

ical structure analyzed, emphasizing the complex nature of DS and the need to further investigate 

the simultaneous effects of GTE‐EGCG supplementation. 
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1. Introduction 

Down syndrome (DS) is a congenital disorder caused by trisomy of chromosome 21 that 

affects 1 out of every 700–1000 live‐born individuals [1]. The genetic imbalance induced by 

trisomy alters the development and function of multiple body systems, including the cranial 

and postcranial skeletal systems [2]. The skull shape is significantly altered in DS, showing a 

shorter, wider, and rounder shape (brachycephaly), along with a flattened face with midfacial 

hypoplasia and a shorter mandibular ramus [3–5]. Postcranial skeletal development is also 

altered in individuals with DS, with shorter limb long bones, shorter stature, reduced bone 
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mineral density (BMD), increased fracture risk, and abnormal bone remodeling and growth, 

which may result in osteopenia and osteoporosis in adulthood [6–12]. 

Several signaling pathways regulating bone growth and development are altered in 

DS. Among the approximately 200 triplicated genes in chromosome 21, the dual‐specific‐

ity tyrosine‐(Y)‐phosphorylation‐regulated kinase 1A (DYRK1A) is a candidate gene for 

modulating DS skeletal phenotypes [2,13,14]. Altered DYRK1A expression can coopera‐

tively destabilize the nuclear factor of activated T‐cells (NFAT) regulatory circuit, leading 

to reduced NFATc1 (transcription factors from the ‘nuclear factor of activated T‐cells ac‐

tivity’ family) and result in altered osteoblast differentiation and bone homeostasis [15,16]. 

Similarly, DYRK1A  activity  can  affect wingless‐related  integration  site  (WNT)  target 

genes or substrates such as sirtuin 1 (SIRT1),   forkhead Box O1 (FOXO1), dickkopf WNT 

Signaling Pathway Inhibitor 3 (DKK3), and dishevelled segment polarity protein 1 (DVL1) 

and alter bone homeostasis [2]. Even though increased DYRK1A expression may not fully 

determine the constellation of skeletal anomalies associated with DS, evidence shows that 

regulating the signaling pathways in which DYRK1A is implicated can lead to rescuing 

effects in DS [6,17–19]. 

DYRK1A inhibitors such as epigallocatechin‐3‐gallate (EGCG) have been proposed 

for therapy in DS, because several studies have demonstrated an amelioration of brain, 

cognitive, and craniofacial deficits associated with DS [5,17,19–25]. However, the effects 

of EGCG as a therapeutic agent for skeletal development are not consistent, with studies 

showing both positive and negative effects depending on the timing and dose of treatment 

[26]. The administration of pure EGCG (9 mg/kg/day) in 3‐week‐old mice had a rescuing 

effect on the femoral BMD and trabecular microarchitecture [6], whereas treatment with 

20 mg/kg/day of EGCG starting at week 3 for 7 weeks showed no improvements in tra‐

becular  bone  and  limited  improvements  in  cortical measurements  [27].  In  contrast,  a 

higher dose of EGCG (50 mg/kg/day) resulted in disturbances of the femoral strength and 

cortical microarchitecture [28], and a chronic daily dose of 200 mg/kg/day of pure EGCG 

starting at postnatal day 42 reduced cortical bone area and thickness, increased marrow 

area and endocortical bone surface, and decreased ultimate force and stiffness of the fem‐

ora  [29].  These  investigations were  performed  under  different  experimental  settings; 

therefore,  the  results cannot be directly compared, and  the potential  rescuing effect of 

EGCG on skeletal development in DS remains not well understood. 

Moreover, most studies have tested the potential of EGCG treatments to rescue the 

skeletal phenotype of DS mouse models during the postnatal period, starting the admin‐

istration of the treatment after reaching adulthood. However, embryonic development is 

critical for skeletal development, and skeletal alterations associated with DS are already 

present at prenatal stages [7–10,30]. Few studies to date have tested the effects of prenatal 

and/or perinatal EGCG treatment. McElyea et al. (2016) observed the normalizing effects 

in craniofacial morphology in 6‐week‐old Ts65Dn mice after administering 200 mg/kg of 

EGCG by oral gavage on embryonic day (E) 7 and E8 [13]. Our previous study indicated 

that a higher dose of 100 mg/kg/day of green tea extracts enriched in EGCG (GTE‐EGCG) 

could exacerbate facial dysmorphologies, whereas a lower dose of 30 mg/kg/day signifi‐

cantly reduced them [5]. Considering that GTE‐EGCG modulates skeletal development 

and may have the potential to alleviate skeletal alterations in DS, we hypothesized that 

earlier  interventions during prenatal development could provide stronger  rescuing ef‐

fects, preventing the development of skeletal dysmorphologies. 

Hence, in this study, we extended our previous analyses assessing the effects of con‐

tinuous GTE‐EGCG treatment from prenatal to adult development in two experimental 

settings, administering either a high or a low GTE‐EGCG dose [5], to monitor the postnatal 

development of cranial and postcranial skeletal structures in wild‐type and Ts65Dn mice 

in vivo. This longitudinal study analyzed, for the first time, the effects of two different 

doses of prenatal and postnatal GTE‐EGCG supplementation on multiple skeletal struc‐

tures throughout development. Unravelling the dose‐ and time‐dependency of the effects 

of  treatments, as well as  the effects on different anatomical structures,  is critical when 
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assessing  the  effects  of dietary GTE‐EGCG  supplementation  for  therapeutic potential. 

Here, we assessed whether the same treatment could have different effects depending on 

the developmental stage and structure to further understand the effects of GTE‐EGCG on 

skeletal development in DS. 

2. Materials and Methods 

2.1. Animals, Housing, and Ethical Statement 

Trisomic Ts65Dn  (B6EiC3Sn‐a/A‐Ts (1716)65Dn)  (TS) mice and euploid  littermates 

(wildtype, WT) were obtained from our in‐house breeding colony, which was established 

and maintained by crossing Ts65Dn females with B6EiC3SnF1/J males (refs. 001924 and 

001875,  the  Jackson Laboratory, Bar Harbor, ME, USA). The Ts65Dn Down  syndrome 

mouse model recapitulates the skeletal phenotype of the human condition [31–33] by car‐

rying a segment with approximately 120 genes homologous to Hsa21. This segment en‐

compasses genes upstream of Mrpl39 to the telomeric end of Mmu16 and is translocated 

to a small centromeric part of Mmu17 that is not syntenic to Hsa21 [34–36].   

We bred 12 litters that were housed at the animal facility of KU Leuven in individu‐

ally ventilated cages (40 cm long × 25 cm wide × 20 cm high) under a 12 h light/dark sched‐

ule in controlled environmental conditions of humidity (50–70%) and temperature (22 ± 2 

°C) with food and water supplied ad libitum. The date of conception (E0) was determined 

as the day on which a vaginal plug was present. After birth, all pups were labeled with 

non‐toxic tattoo ink (Green Tattoo Paste, Ketchum Mfg., Lake Luzerne, NY, USA) for iden‐

tification throughout the longitudinal experiments.   

All procedures complied with all local, national, and European regulations and ani‐

mal research: reporting of in vivo experiments (ARRIVE) guidelines, and were authorized 

by the Animal Ethics Committee of KU Leuven (ECD approval number P004/2016). 

2.2. Experimental Design and Treatment 

To test the genotype and GTE‐EGCG treatment effects over development, the same 

mice were scanned at three different developmental stages: postnatal days (PD) 3, 14, and 

29. We assessed the effects of continued pre‐ and postnatal GTE‐EGCG treatment in skel‐

etal development in two experimental settings, using the same high and low doses as in 

our previous study [5] (Figure 1). As EGCG crosses the placental barrier and reaches the 

embryo  [37], GTE‐EGCG  treatment  started prenatally at embryonic day 9  (E9) via  the 

drinking water of the pregnant dams. After weaning, from postnatal day (PD) 21 to PD29, 

GTE‐EGCG dissolved in water was made available to the young mice ad libitum for the 

entire duration of the experiment (Figure 1). 

 

Figure 1. Experimental overview. Wildtype and Ts65Dn mice were scanned with in vivo μCT from 

birth to  juvenile stages at three different stages of development (postnatal day (PD) 3, PD14, and 

PD29) to longitudinally follow the skeletal development. Four litters of mice were untreated and 

received water. Eight  litters were  treated with green  tea extracts enriched  in epigallocatechin‐3‐
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gallate (GTE‐EGCG): three litters at a concentration of 0.33 mg EGCG/mL for experimental setting 

1 (high‐dose treatment) and five litters at a 0.09 mg EGCG/mL for experimental setting 2 (low‐dose 

treatment), resulting in approximate doses of 100 mg/kg/day and 30 mg/kg/day, respectively. 

The GTE‐EGCG treatment was freshly prepared every three days. Water intake was 

monitored in each cage and the GTE‐EGCG dosages were estimated for adult mice con‐

sidering that, on average, early adult mice weigh 20 g and drink 6 mL of water per day, 

according to our measurements. However, the received dosages were probably lower in 

developing embryos and pups before weaning; since previous studies have indicated that 

maternal plasma concentrations of catechins are about 10‐fold higher than in the placenta 

and 50–100‐fold higher than in the fetal brain [37,38]. EGCG in the milk and plasma of 

PD1 to PD7 pups was detected at low concentrations [22].   

To prepare the treatments in both experimental settings, we used a green tea extract 

that contained 45% EGCG according to the label dosage details (Mega Green Tea Extract, 

Life Extension, USA). In experimental setting 1 (high‐dose treatment), we prepared a GTE‐

EGCG treatment at a concentration of 0.33 mg EGCG/mL. Three litters, including WT and 

TS mice, were treated with this high dose of GTE‐EGCG, with an estimated received dosage 

of EGCG of 100 mg/kg/day by the adult mouse (Figure 1). In experimental setting 2 (low‐

dose treatment), we reduced the concentration of the GTE‐EGCG treatment following a dose 

progression factor of 3.2 [39], resulting in a concentration of 0.09 mg EGCG/mL. Five litters 

were  treated with  this  low dose of GTE‐EGCG, with an expected  received dosage of 30 

mg/kg/day in adult mice (Figure 1). Finally, four litters were left untreated and only received 

water in the drinking solution. To reduce the number of experimental mice, the same WT 

and TS untreated mice were included as controls in both experimental settings (Figure 1). 

Mice were genotyped at PD14 by PCR from ear snips, adapting the protocol in [40]. 

Trisomic primers, Chr17fwd‐5′‐GTGGCAAGAGACTCAAATTCAAC‐3′ and Chr16rev‐5′‐

TGGCTTATTATTATCAGGGCATTT‐3′;  and  positive  control  primers,  IMR8545‐5′‐

AAAGTCGCTCTGAGTTGTTAT‐3′, and IMG8546‐5′‐ GAGCGGGAGAAATGGATATG‐3′, 

were used. The following PCR cycle conditions were used: step 1: 94 °C for 2 min; step 2: 94 

°C for 30 s; step 3: 55 °C for 45 s; step 4: 72 °C for 1 min (steps 2–4 repeated for 40 cycles); 

step 5: 72 °C for 7 min, and a 4 °C hold. PCR products were separated on 1% agarose gel. 

Mice were allocated to groups according to their genotype and pharmacological inter‐

vention: WT and TS mice untreated or treated with either high‐ or low‐dose GTE‐EGCG 

(Fig 1). During the experiments, researchers were blinded to genotype but not to treatment, 

whereas during data analysis, researchers were blinded to both genotype and treatment. 

Due to uncontrollable technical issues inherent to longitudinal studies, such as μCT not 

being operational due to technical failure on the scanning day, movement scanning arti‐

facts, or mouse death during the experiment, sample sizes varied across groups and de‐

velopmental stages. Detailed information regarding sample sizes for each experiment and 

analysis is provided in Supplementary Table S1.   

2.3. In Vivo Micro‐Computed Tomography (μCT) 

We performed high‐resolution longitudinal in vivo μCT at postnatal days (PD) 3, 14, 

and 29 to visualize the skeleton over development. Mice were anesthetized by the inhala‐

tion  of  1.5–2%  of  isoflurane  (Piramal Healthycare, Morpeth, Northumberland, United 

Kingdom) in pure oxygen and scanned in vivo with the SkyScan 1278 (Bruker Micro‐CT, 

Kontich, Belgium) for three minutes using the optimized parameters specified in Supple‐

mentary Table S2. Example axial, coronal, and sagittal 2D projections are provided  for 

each stage and experimental group in Supplementary Figure S1. 
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2.4. Image Data Processing 

To segment the cranial and postcranial skeleton, μCT data were first reconstructed 

using a beam hardening correction of 10% (NRecon software, Bruker Micro‐CT, Kontich, 

Belgium) and  then  loaded  into Amira 2019.2  (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, 

USA). Three‐dimensional models of each skeletal structure were automatically generated 

by creating an isosurface based on specific thresholds for bone. Cranial and postcranial 

structures were analyzed separately, as explained below. 

2.5. Shape Analysis of Craniofacial Structures 

To analyze craniofacial data, we used geometric morphometrics (GM), a sophisticated 

body of statistical tools developed for measuring and comparing shapes with increased pre‐

cision and efficiency [41,42]. We used this quantitative shape analysis to compare the mor‐

phology of craniofacial structures in WT and TS mice and to assess the effects of high‐ and 

low‐dose GTE‐EGCG  treatments  [43]. The analyses were based on the 3D coordinates of 

anatomical homologous landmarks recorded over the μCT 3D reconstructions of the face, 

skull, and mandible at postnatal days (PD) 3, 14, and 29, as defined in Supplementary Figure 

S2 and Table S3–S5. Landmarks were acquired using Amira 2019.2 (Thermo Fisher Scien‐

tific, Waltham, MA, USA), and all GM analyses were performed using MorphoJ v1.06d [44]. 

To avoid potential interobserver errors, craniofacial data of mice from the high‐ and low‐

dose experimental settings were analyzed separately, so that data within each experiment 

were consistently collected by the same observer. The same group of untreated mice was 

compared with treated mice from each experimental setting (Figure 1). 

To extract shape  information  from  the 3D coordinates, we performed generalized 

Procrustes analysis (GPA) separately for each craniofacial structure at each stage (PD3, 

PD14, and PD29) and for each experimental setting (high‐ and low‐dose GTE‐EGCG treat‐

ment). GPA scales, translates, and adopts a single orientation for all specimens, minimiz‐

ing  the  influence of size  [45]. To explore shape variation, we  first performed principal 

component analysis (PCA), a data exploration technique that performs orthogonal data 

decomposition to reduce the high dimensionality of inter‐related data and transforms the 

original  variables  into  a  new  set  of  uncorrelated  variables:  the  principal  components 

(PCs). Then, we compared  the results with  those obtained  from a between‐group PCA 

(bg‐PCA), an adaptation to regular PCA that maximizes separations between the groups. 

In this analysis, after GPA landmark superimposition, a PCA was run on the covariance 

matrix of the group averages (WT untreated, TS untreated, WT treated, and TS treated), 

and the resulting PC scores were the inputs for another PCA. The results from the PCA 

and bg‐PCA methods were consistent, and as the main objective of this study was to iden‐

tify shape differences induced by genotype and treatment, we reported the results from 

the bg‐PCA, which represented  the morphological  features maximizing  the differences 

between diagnostic groups [46–48].   

Shape variation was represented by creating a morphospace based on the first two be‐

tween‐group principal components (bg‐PCs). If slight or no dysmorphologies were associ‐

ated with DS or treatment, the different diagnostic groups overlapped in the bg‐PCA scat‐

terplot, showing similar phenotypes. If there were shape differences, the different groups 

separated from each other in the morphospace, showing distinct phenotypes according to 

genotype or treatment. bg‐PCA results were plotted using the ggpubr package in R [49,50]. 

To assess group differences, we estimated the Procrustes distances between all pairs 

of groups separately for each craniofacial structure and at each developmental stage. Pro‐

crustes distances were calculated as the square root of the sum of squared differences be‐

tween  respective  landmarks  in  two  average  shapes  after  Procrustes  superimposition. 

Since Procrustes distances are computed in the full multivariate data space; distances were 

not biased by spurious separations of groups that could result from analyses maximizing 

differences between groups [46–48]. To quantify the statistical significance of the shape 
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differences between WT, TS, WT treated, and TS treated mice, we ran permutation tests 

based on the Procrustes distances and estimated the associated p values. 

2.6. Shape Analysis of Postcranial Structures 

Postcranial structures such as  the humerus and scapula present simpler shapes  in 

comparison with craniofacial structures; therefore, we based our comparative shape anal‐

yses on linear measurements of the length and width of the bones. To estimate these dis‐

tances, we first recorded the 3D coordinates of anatomical landmarks located along the 

posterior–anterior axis and  the medial–lateral axis of  the 3D reconstructions of  the hu‐

merus and scapula, as described in Supplementary Figure S2 and Supplementary Table 

S6 and S7. In  the humerus, we estimated the length as  the Euclidean distance between 

landmarks 1 and 2, whereas the width was the distance between landmarks 2 and 3. To 

estimate the length and width of the scapula, we computed the Euclidean distances be‐

tween landmarks 1 and 2, and between landmarks 3 and 4 of the scapula, respectively. 

2.7. Bone Mineral Density (BMD) 

To calculate the BMD  from the μCT data, we first computed the mean grey value 

within a volume of interest (VOI) of ten slices placed on μCT scans of the humerus and 

premaxilla. In the humerus, the VOI was placed below the deltoid protuberance, whereas 

in  the premaxilla,  the VOI was  located at  the center of  the bone using CTAn software 

(Bruker Micro‐CT, Kontich, Belgium). Then, a phantom with two known densities of hy‐

droxyapatite (100 mg/cm3 and 500 mg/cm3) was scanned using the same settings as for the 

in vivo scans and a calibration line was obtained between the known hydroxyapatite den‐

sities and their corresponding CT numbers (expressed in grey values). The resulting equa‐

tion was applied to calculate the BMD. 

2.8. Statistical Analyses 

We analyzed the developmental trajectories of the length and width measurements 

of the humerus and scapula, as well as the BMD, by fitting a mixed‐effects model as im‐

plemented in GraphPad Prism 8.0. Specifically, we used the Geisser–Greenhouse correc‐

tion and fitted it using restricted maximum likelihood (REML), as previously described 

[20]. We  then performed pairwise comparisons  to assess whether  these variables were 

different between groups within each developmental stage. We compared WT vs. TS un‐

treated mice to evaluate the genotype effect (1), WT untreated vs. WT treated mice to eval‐

uate the treatment effect in the WT background (2), TS untreated vs. TS treated mice to 

evaluate the treatment effect in the trisomic background (3), WT untreated vs. TS treated 

mice to determine whether the treatment had a rescuing effect in trisomic mice (4), and 

WT treated vs. TS treated mice to evaluate whether the treatment showed different effects 

in the WT and trisomic background (5). During the data analyses, no mice were identified 

as outliers by the robust regression and outlier removal test (ROUT) [51] with a Q (maxi‐

mum desired false discovery rate) of 1%. 

To determine which statistical  test was adequate  to evaluate  the statistical signifi‐

cance for each variable, we first assessed whether the variable was normally distributed 

in each group using Shapiro–Wilk tests, and then whether each pairwise comparison pre‐

sented similar standard deviations (homoscedasticity) using an F‐test. If one of the four 

mice groups was not normally distributed or one pairwise comparison was not homosce‐

dastic, the variable was considered as not normally distributed and/or not homoscedastic. 

Depending on these results, we applied the tests as described in Supplementary Table S8. 

Finally, we performed multiple comparisons correction using  the Benjamini–Hochberg 

procedure  (Q  =  5%)  for  each  variable.  All  statistical  analyses were  performed  using 

GraphPad Prism (v8.02, GraphPad Software, San Diego, CA, USA). 
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3. Results 

3.1. Facial Shape in Ts65Dn Mice Partly Rescued by Low‐Dose GTE‐EGCG Treatment 

We characterized the developmental trajectory of the craniofacial system in DS and 

the effect of two GTE‐EGCG treatments administered from embryonic day 9 to postnatal 

day  (PD)  29  by  comparing  the  shapes  of  untreated  and  treated wild‐type  (WT)  and 

Ts65Dn (TS) mice at three developmental stages (PD3, PD14, and PD29) and two experi‐

mental settings: high‐dose GTE‐EGCG treatment (experimental setting 1, exp1) and low‐

dose GTE‐EGCG treatment (experimental setting 2, exp2) (Figure 1). In both experimental 

settings  the same WT and TS untreated mice were  included as controls,  together with 

different mice treated with either the high dose or the low dose. 

We first explored the genotype effect on facial morphology by comparing untreated 

WT and TS mice. The  results showed  that craniofacial morphological differences after 

birth  (PD3) were subtle, because untreated WT and TS mice  tended  to  separate  in  the 

morphospace created by the between‐group principal component analysis (bg‐PCA) (Fig‐

ure 2A,D); however, permutation  tests based on  the Procrustes distances between  the 

mean shapes of WT and TS untreated mice indicated that these facial differences did not 

reach statistical significance at PD3 (Pexp1 = 0.1908; Pexp2 = 0.6037). Facial differences became 

statistically significant  later  in postnatal development  (Figure 2B,C,E,F; Supplementary 

Table S9 and S10) and were confirmed in both experimental settings at PD29 (Pexp1 = 0.0141; 

Pexp2 = 0.0427) (Supplementary Table S9 and S10).   

 

Figure 2. Postnatal face shape differences between wildtype and trisomic mice across development 

and the effects of high‐ and low‐dose GTE‐EGCG treatment. Facial shape variation as shown by a 

between‐group principal component analysis (bg‐PCA) based on the 3D coordinates of a subset of 

landmarks placed on the surfaces of 3D renders from in vivo μCT scans (Supplementary Table S3) 

at (A,D) PD3, (B,E) PD14, and (C,F) PD29. Longitudinal data from experimental setting 1 are pre‐

sented on the top row, whereas data from experimental setting 2 are presented on the bottom row. 

All scatter plots are presented along with the morphings associated with the negative and positive 

extremes  of  the  bg‐PC1  axis.  Notably,  even  though  the  groups  of  untreated  mice  used  in 
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experimental settings 1 and 2 were the same, the variations observed within and between groups in 

each experiment were not the same because the analyses included different groups of treated mice. 

In the context of a bg‐PCA, this results in different group distributions because the total variability 

of the sample is different in each experiment. Sample size: Experimental setting 1: (PD3) WT = 12, 

TS = 6, WT treated = 14, TS treated = 9; (PD14) WT = 17, TS = 8, WT treated = 13, TS treated = 7; (PD29) 

WT = 14, TS = 7, WT treated = 7, TS treated = 8. Experimental setting 2: (PD3) WT = 15, TS = 8, WT 

treated = 15, TS treated = 6; (PD14) WT = 17, TS = 6, WT treated = 15, TS treated = 6; (PD29) WT = 15, 

TS = 6, WT treated = 15, TS treated = 5. 

Next, to explore the GTE‐EGCG treatment effects on the facial skeleton during post‐

natal development, treated WT and TS mice were compared between them and with un‐

treated mice at each experimental setting. The results showed that, after birth, high‐dose 

GTE‐EGCG supplementation did not influence facial shape in WT treated mice, because 

they overlapped  in  the morphospace with WT untreated mice and both groups of WT 

mice were not statistically different at PD3 (Figure 2A) (Pexp1 = 0.1650). However, later in 

development, high‐dose GTE‐EGCG altered the facial shape of WT treated mice, because 

they were displaced in the morphospace to the opposite direction of WT untreated mice 

(Figure 2B,C) and  the permutation tests  indicated that  the differences between the two 

groups were significant at PD14 (Pexp1 = 0.0005) and at PD29 (Pexp1 = 0.0199). TS mice treated 

with high‐dose GTE‐EGCG were displaced from their untreated counterparts towards the 

range of variation in WT mice at all stages (Figure 2A–C), but the permutation tests re‐

vealed that these differences did not reach significance (Supplementary Table S9). More‐

over, the permutation tests confirmed that there was no facial rescuing effect of the high‐

dose  treatment, because TS  treated mice  remained significantly different  from WT un‐

treated mice at PD14 (Pexp1 = 0.0141) and PD29 (Pexp1 = 0.0014). 

Regarding the effects of low‐dose GTE‐EGCG treatment, our results indicated that 

the treatment altered the shape of the face in WT mice since early development, because 

WT treated mice were displaced further away from WT untreated mice in the bg‐PCAs at 

all stages (Figure 2D–F), and the permutation tests confirmed statistically significant dif‐

ferences  (Supplementary Table S10). Even  though TS  treated and untreated mice were 

separated in the bg‐PCA at all stages (Figure 2D–F), the permutation tests indicated that 

low‐dose GTE‐EGCG only had a significant effect in TS mice at PD14 (Pexp2 = 0.0116). At 

this stage, TS treated mice were significantly different from TS untreated (Pexp2 = 0.0116), 

but also  from WT untreated mice  (Pexp2 = 0.0008),  indicating  that  the  treatment did not 

rescue the facial phenotype at PD14 (Figure 2E) (Supplementary Table S10). At PD29, alt‐

hough the facial shape of TS treated mice was not different from the TS untreated (Pexp2 = 

0.3125)  (Figure 2F)  (Supplementary Table S10), TS  treated mice completely overlapped 

with WT untreated mice, and no significant differences were detected between them (Pexp2 

= 0.4596), suggesting a rescuing effect of the treatment. 

Overall, the current results are consistent with our previous findings [5], indicating 

that the high‐dose treatment had negative effects on the facial shape in WT mice and did 

not  rescue  the phenotype  in TS mice, but  the  low‐dose GTE‐EGCG  treatment  induced 

partial rescuing effects in TS mice at PD29. 

3.2. Skull Shape Associated with DS is Not Rescued by GTE‐EGCG Treatments in Ts65Dn Mice 

We expanded our analysis beyond the face to other structures of the skeletal system, 

such as the entire skull. The results showed that untreated WT and TS mice were clearly 

separated in the morphospace created by the first two bg‐PCs at PD3 (Figure 3A,D), PD14 

(Figure 3B,E), and PD29  (Figure 3C,F). The permutation  tests confirmed  that genotype 

differences in TS mice induced significant skull dysmorphologies over development, from 

PD3 (Pexp1 = 0.0042; Pexp2 < 0.0001), to PD14 (Pexp1; exp2 < 0.0001), and PD29 (Pexp1 = 0.0002; Pexp2 

< 0.0001) (Supplementary Table S11 and S12). The bg‐PC1 axis separated mice by geno‐

type, and the morphings representing the associated shape changes showed that TS un‐

treated mice, falling on the negative extreme of the bg‐PC1 axis, presented with shorter, 

wider, and more globular  skulls, as compared with elongated and  flat  skulls  typically 
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associated with WT mice, which fell on the positive extreme of bg‐PC1 (Figure 3). To vis‐

ualize the specific differences, we represented the skull shape differences between the ex‐

tremes of bg‐PCs as heatmaps (Figure 4). The heatmaps associated with bg‐PC1 indicated 

that the genotype differences between WT and TS mice were concentrated in the cranial 

vault (Figure 4, first and third row, red areas). 

 

Figure 3. Postnatal skull shape differences between wildtype and trisomic mice across development 

and the effects of high‐ and low‐dose GTE‐EGCG treatment. Skull shape variation as shown by a 

between‐group principal component analysis (bg‐PCA) based on the 3D coordinates of landmarks 

placed on the surfaces of 3D skull reconstructions from in vivo μCT scans, as described in Supple‐

mentary Table S4 at (A,D) PD3, (B,E) PD14, and (C,F) PD29. Longitudinal data from experimental 

setting 1 are presented at the top, whereas data from experimental setting 2 are presented at the 

bottom. All scatter plots are presented along with the morphings associated with the negative and 

positive extremes of the bg‐PC1 axis. Sample size: Experimental setting 1: (PD3) WT = 12, TS = 6, 

WT treated = 15, TS treated = 9; (PD14) WT = 17, TS = 8, WT Treated = 13, TS Treated = 7; (PD29) WT 

= 14, TS = 7, WT treated = 7, TS treated = 8. Experimental setting 2: (PD3) WT = 15, TS = 8, WT treated 

= 15, TS treated = 6; (PD14) WT = 17, TS = 7, WT treated = 15, TS treated = 6; (PD29) WT = 15, TS = 6, 

WT treated = 15, TS treated = 5. 
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Figure 4. Skull morphological differences associated with genotype and treatment effects. Heatmaps 

showing the shape differences between the morphings on the positive and negative extremes of bg‐

PC1 (labeled as genotype) and the positive and negative extremes of bg‐PC2 (labeled as treatment). 

Heatmaps are presented at PD3 (left), PD14 (middle), and PD29 (right) for experimental setting 1 

(top) and experimental setting 2 (bottom). Red areas indicate anatomical regions with the largest 

shape differences. Heatmaps were derived using the shape associated with the positive extremes of 

bg‐PC1 or bg‐PC2 as the reference shape, and the shape associated with the negative extreme as the 

target shape. 

Regarding the effect of high‐dose GTE‐EGCG treatment on skull shape, the results 

from experimental setting 1 showed that the groups were separated by treatment along 

bg‐PC2 (Figure 3A–C). High‐dose GTE‐EGCG altered skull development and induced dif‐

ferences in WT treated mice, because they were displaced away from WT untreated mice 

along bg‐PC2 at PD3 (Figure 3A), PD14 (Figure 3B), and PD29 (Figure 3C). Results from 

the permutation tests indicated that these shape changes did not reach significance in WT 

treated mice at PD3 (Pexp1 = 0.0519), but confirmed their significance at PD14 (Pexp1 < 0.0001) 

and PD29 (Pexp1 = 0.0281). High‐dose GTE‐EGCG treatment also displaced TS treated mice 

further away from TS untreated mice across bg‐PC2 (Figure 3A–C), although not signifi‐

cantly according to permutation tests (Supplementary Table S11). Overall, the high‐dose 

GTE‐EGCG treatment did not rescue the skull malformations associated with DS at any 

stage, because TS treated mice never overlapped with WT untreated mice in the bg‐PCA 

(Figure 3A–C) and were always statistically different, as  indicated by  the permutation 

tests at every stage (Pexp1 < 0.0001). The heatmaps based on bg‐PC2, which separated mice 

based on  treatment,  indicated  that  the effects of high‐dose GTE‐EGCG  treatment were 

minor at PD3 but increased with time, mostly affecting the snout and the inferior temporo‐

occipital region at PD29 (Figure 4, second row, red areas). 

The low‐dose GTE‐EGCG treatment also modulated skull shape, because the groups 

were separated by genotype along bg‐PC1 and by treatment along bg‐PC2 (Figure 3D–F). 

The  permutation  tests  indicated  that  at  PD3,  low‐dose GTE‐EGCG  only  affected WT 

treated mice (Pexp2 = 0.0020), but not TS treated mice (Pexp2 = 0.1430). At PD14 and PD29, 

low‐dose GTE‐EGCG treatment  induced significant skull shape differences  in both WT 

and TS treated mice (Supplementary Table S12). However, the treatment did not rescue 

the skull DS phenotype, because TS untreated mice were always separated from WT un‐

treated mice in the bg‐PCA and deviated WT mice from normal development, because 

WT treated mice were separate from WT untreated mice (Figure 3D–F). These differences 

were confirmed as statistically significant at all stages (Pexp2 < 0.0001). According to the 
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heatmaps, the differences induced by the low‐dose GTE‐EGCG treatment, visualized by 

green and blue areas (Figure 4, fourth row, compared with second row), were less intense 

than those induced by the high dose. These differences concentrated on the parietal, in‐

terparietal, and zygomatic bone at PD14, and were limited to the zygomatic bone at PD29 

(Figure 4, fourth row, red areas). 

3.3. GTE‐EGCG Treatments Modulated Mandibular Shape without Rescuing Genotype Altera‐

tions 

Next, we expanded our geometric morphometrics analysis to the mandible. The re‐

sults showed that WT and TS untreated mice were always separated along bg‐PC1 in the 

morphospaces representing the mandibular shape (Figure 5), indicating shape differences 

from birth to later developmental stages that were confirmed as significant by permuta‐

tion tests at PD3 (Pexp1;exp2 = 0.0002), PD14 (Pexp1;exp2 < 0.0001), and PD29 (Pexp1;exp2 < 0.0001) 

(Supplementary Table S13 and S14). The morphings representing the shape changes asso‐

ciated with bg‐PC1 showed that TS untreated mice  falling on  the positive extreme had 

wider mandibles than WT mice, represented by the morphings on the negative extreme 

of the bg‐PC1 (Figure 5). The heatmaps based on the comparison between the positive and 

negative extremes of bg‐PC1 represent mandibular differences associated with the geno‐

type, which involved localized changes in the coronoid and condyloid processes (Figure 

6, first and third row, red areas). 

 

Figure 5. Postnatal mandible shape differences between wildtype and trisomic mice across devel‐

opment and high‐ and low‐dose GTE‐EGCG treatment effects. Mandible shape variation as shown 

by a between‐group principal component analysis (bg‐PCA) based on the 3D coordinates of land‐

marks placed on the surfaces of 3D renders from in vivo μCT scans, as described in Supplementary 

Table S5 at (A,D) PD3, (B,E) PD14, and (C,F) PD29. Longitudinal data from experimental setting 1 

are presented at the top, whereas data from experimental setting 2 are presented at the bottom. All 

scatter plots are presented along with the morphings associated with the negative and positive ex‐

tremes of the bg‐PC1 axis. Sample size: Experimental setting 1: (PD3) WT = 12, TS = 6, WT treated = 

14, TS treated = 9; (PD14) WT = 17, TS = 7, WT treated = 13, TS treated = 7; (PD29) WT = 14, TS = 6, 

WT treated = 12, TS treated = 8. Experimental setting 2: (PD3) WT = 15, TS = 8, WT treated = 13, TS 

treated = 6; (PD14) WT = 22, TS = 9, WT treated = 15, TS treated = 6; (PD29) WT = 19, TS = 7, WT 

treated = 13, TS treated = 5. 
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Figure 6. Mandibular morphological differences associated with genotype and  treatment effects. 

Heatmaps showing the shape differences between the morphings on the positive and negative ex‐

treme of bg‐PC1 (labeled as genotype) and the positive and negative extreme of bg‐PC2 (labeled as 

treatment). Heatmaps are presented at PD3 (left), PD14 (middle), and PD29 (right) for experimental 

setting 1 (top) and experimental setting 2 (bottom). Red areas indicate anatomical regions with the 

largest shape differences. Heatmaps were derived using the shape associated with the positive ex‐

treme of bg‐PC1 or bg‐PC2 as the reference shape, and the shape associated with the negative ex‐

treme as the target shape. 

The effects of high‐dose GTE‐EGCG on mandibular shape were limited. At PD3, WT 

treated and untreated mice were slightly separated in the bg‐PCA (Figure 5A) and pre‐

sented significant differences between them (Pexp1 = 0.0204), whereas the differences be‐

tween TS treated and untreated mice (Figure 5A) did not reach significance (Pexp1 = 0.0563). 

At PD14 and PD29, WT and TS treated mice were separated from their untreated coun‐

terparts in the bg‐PCA (Figure 5B,C), but permutation tests only confirmed significance 

at PD14 (Pexp1, WT < 0.0001; Pexp1, TS = 0.0007), not at PD29 (Pexp1, WT = 0.0751; Pexp1, TS = 0.2529). 

These results indicated a low effect of the high‐dose treatment on adult mandible shape 

(Supplementary Table S13). The heatmaps based on the comparison between the positive 

and negative extremes of bg‐PC2, which separated mice based on the treatment, indicated 

that at PD3 the differences were located around the masseteric ridge, with the high‐dose 

GTE‐EGCG treatment mainly inducing differences in the region around the mental fora‐

men (Figure 6, second row, red areas). At PD14 and PD29, GTE‐EGCG induced differences 

on the coronoid and condyloid processes and the masseteric ridge (Figure 6, second row, 

red areas). Even though high‐dose GTE‐EGCG induced these morphological differences, 

it never rescued the DS phenotype, because TS treated mice remained different from WT 

untreated at all stages (Pexp1 < 0.0001). 

In contrast, the low‐dose GTE‐EGCG treatment modulated the shape of the mandi‐

bles of WT and TS mice at all stages, because both treated groups were always separated 

from the untreated mice in the bg‐PCA analyses and were significantly different from the 

other groups (Figure 5D–F) (Supplementary Table S14). The heatmaps based on bg‐PC2 

showed that low‐dose GTE‐EGCG mainly modulated the incisors at PD3, the masseteric 

ridge at PD14, and the ramus and molars at PD29 (Figure 6, fourth row, red areas). These 

effects, however, did not rescue the DS phenotype, because TS treated mice were consist‐

ently significantly different from WT untreated mice (Pexp2 < 0.0001). 
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3.4. Upper Limb Alterations Associated with DS Not Rescued by GTE‐EGCG Treatments 

To further investigate the genotype and treatment effects on the skeletal system, we 

evaluated the length and width of the humerus and scapula, as well as the bone mineral 

density (BMD) of the humerus and premaxilla. 

The mixed‐effects model revealed that genotype differences altered the growth pat‐

terns of upper limbs. TS untreated mice presented with a significantly shorter (Pexp1;exp2 = 

0.0001) and narrower humerus (Pexp1;exp2 < 0.0001), along with shorter and narrower scap‐

ulae (Pexp1;exp2 < 0.0001) in comparison with WT untreated mice (Figure 7). These postcra‐

nial differences appeared gradually over postnatal development. Pairwise tests revealed 

that right after birth (PD3), the differences between TS and WT untreated mice were lim‐

ited, and trisomic mice only exhibited a significantly narrower humerus (Pexp1 = 0.0178; 

Pexp2 = 0.0105). However, the morphological anomalies increased as development contin‐

ued, and TS untreated mice showed a shorter and narrower humerus and scapula than 

WT untreated mice at PD14 and PD29 (Figure 7) (Supplementary Table S15–S22). 
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Figure 7. Postnatal length and width of the humerus and scapula for wildtype and trisomic mice 

and effects of high‐ and  low‐dose GTE‐EGCG  treatment across development. Euclidean distance 

between  landmarks representing  the (A,C) humerus  length, (B,D) humerus width, (E,G) scapula 

length, and  (F,H) scapula width at PD3, PD14, and PD29.  (I–L) Comparison of  the effects of  the 

high‐dose and the low‐dose treatment. Data are presented as the mean +/− standard deviation. (+) p 

< 0.05; (++) p < 0.01; (+++) p < 0.001; (++++) p < 0.0001; Mixed‐effects analysis across timepoints; (*) p < 

0.05; (**) p < 0.01; (***) p < 0.001; (****) p < 0.0001; pairwise tests by timepoint. Sample size: Experi‐

mental setting 1: (PD3) WT = 15, TS = 8, WT treated = 13 (14 humerus length), TS treated = 9; (PD14) 

WT = 19, TS = 8, WT treated = 11, TS treated = 7; (PD29) WT = 17 (18 humerus length and width), TS 
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= 6, WT treated = 12, TS treated = 8. Experimental setting 2: (PD3) WT = 15, TS = 8, WT treated = 15, 

TS treated = 6; (PD14) WT = 19, TS = 8, WT treated = 15, TS treated = 6; (PD29) WT = 17 (18 humerus 

length and width), TS = 6, WT  treated = 15, TS  treated = 5. The mice analyzed may differ across 

stages but represent overall ontogenetic trajectories. 

High‐dose GTE‐EGCG significantly modified the growth trajectories of treated mice, 

reducing  the humerus  length  (Pexp1, WT < 0.0001; Pexp1, TS = 0.0225) and width  (Pexp1, WT = 

0.0002; Pexp1, TS = 0.0043), as well as the scapula length (Pexp1, WT < 0.0001; Pexp1, TS = 0.0043) 

and width (Pexp1, WT < 0.0001; Pexp1, TS = 0.0004) in both WT and TS mice (Figure 7A,B,E,F). 

The pairwise tests did not reveal any significant high‐dose treatment effects at PD3 (Sup‐

plementary Table S15, S17, S19 and S21), but a significant  reduction  in  the  length and 

width of the humerus (Pexp1, length = 0.0017; Pexp1, width = 0.0109) and scapula (Pexp1, length = 0.0002; 

Pexp1, width = 0.0082) in WT‐treated mice at PD14 and PD29 (Pexp1, humerus length = 0.0013; Pexp1, 

humerus width = 0.0013; Pexp1, scapula length < 0.0001; Pexp1, scapula width = 0.0006). Regarding TS mice, the 

pairwise tests indicated that high‐dose treatment only reduced the width of the humerus 

and scapula in TS treated mice at PD29 (Pexp1, humerus width = 0.0288; Pexp1, scapula width = 0.0243). 

The low‐dose GTE‐EGCG treatment also significantly modified the growth trajecto‐

ries of WT and TS treated mice. In WT mice, the  low‐dose GTE‐EGCG significantly af‐

fected the growth trajectories of the width and  length of both the humerus (Pexp2, width = 

0.0060; Pexp2, length < 0.0001) and scapula (Pexp2, width < 0.0001; Pexp2, length = 0.0003). In TS mice, 

the  low‐dose  treatment only  affected  the growth  trajectory of  the  scapula  (Pexp2, width  = 

0.0023; Pexp2, length = 0.0199), but not the humerus. The pairwise tests revealed that the low‐

dose treatment did not have any effect on the humerus shape of WT treated mice at PD3 

(Supplementary Table S16 and S18), but reduced its width and length at PD14 (Pexp2, width = 

0.0144; Pexp2,  length = 0.0033) and PD29 (Pexp2, width = 0.0310; Pexp2,  length = 0.0044). WT  treated 

mice also exhibited a narrower scapula at PD3 (Pexp2 = 0.0277), PD14 (Pexp2 = 0.0343), and 

PD29  (Pexp2 = 0.0292) and a shorter scapula only at PD14  (Pexp2 = 0.0121). Regarding TS 

mice,  the mice  treated with  the  low‐dose GTE‐EGCG were only significantly different 

from TS untreated mice in the length of the scapula at PD3 (Supplementary Table S16, S18, 

S20 and S22). However, in contrast to TS untreated mice, the TS treated mice showed a 

shorter humerus and narrower and shorter scapula than WT untreated mice at this stage 

(Pexp2, humerus length = 0.0024; Pexp2, scapula width < 0.0001; Pexp2, scapula length = 0.0006). As development 

continued,  TS  treated mice  showed  a  significantly  shorter  humerus  at  PD14  (Pexp2  = 

0.0226), narrower humerus at PD29 (Pexp2 = 0.0291), and narrower and shorter scapula at 

PD14 (Pexp2, width = 0.0167; Pexp2, length = 0.0202) when compared with TS untreated mice (Sup‐

plementary Table S20 and S22). These results revealed that the shape of the upper limb 

bones was mostly unaltered at birth and both the genotype and the two doses of GTE‐

EGCG treatment reduced the size of the humerus and scapula throughout development. 

We then compared the WT and TS mice treated with the high dose with the WT and 

TS mice treated with the low dose to evaluate the dose–response effects on the shape of the 

humerus and scapula (Figure 7I–L). We identified a dosing effect in the growth patterns of 

the humerus width in TS mice. The humeri of TS mice treated with the low dose were nar‐

rower than those treated with the high dose (p = 0.0264). Similarly, there was a dosing effect 

in the growth patterns of scapula length in WT mice (p = 0.0041), where the pairwise tests 

indicated that the WT mice treated with the  low dose had a longer scapula at PD14 (p = 

0.0064) and PD29 (p = 0.0044) than those treated with the high dose (Figure 7I–L). 

Finally, because  the DS phenotype  involves  reduced BMD  [11], we calculated  the 

BMD of the humerus and premaxilla in WT and TS mice with and without GTE‐EGCG 

treatment. Overall, the developmental trajectories of TS and WT untreated mice were not 

significantly different (Pexp1, BMD humerus = 0.6618; Pexp2, BMD humerus = 0.6207; Pexp1;exp2, BMD premaxilla = 

0.4177) (Figure 8) according to the mixed‐effects model. However, the pairwise tests indi‐

cated that TS untreated mice had lower BMD at PD3 and PD14 for the humerus and from 

PD3 until PD29 for the premaxilla (Supplementary Table S23–S26) (Figure 8).   
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Figure 8. Postnatal bone mineral density of the humerus and premaxilla for wildtype and trisomic 

mice and the effects of high‐ and low‐dose GTE‐EGCG treatment across development. The in vivo 

μCT scans of the humerus and premaxilla were used to determine the (A,C) BMD of the humerus 

and (B,D) BMD of the premaxilla at PD3, PD14, and PD29. (E,F) Comparison of the effects of the 

high‐dose and the low‐dose treatment. Data are presented as the mean +/‐standard deviation. (+) p 

< 0.05; (++) p < 0.01; (+++) p < 0.001; (++++) p < 0.0001; mixed‐effects analysis across timepoints; (*) p < 

0.05; (**) p < 0.01; (***) p < 0.001; (****) p < 0.0001; pairwise tests by timepoint. Sample size: Experi‐

mental setting 1: (PD3) WT = 18 (19 BMD premaxilla), TS = 9 (8 BMD premaxilla), WT treated = 12 

(13 BMD premaxilla), TS treated = 9; (PD14) WT = 18, TS = 8, WT treated = 6, TS treated = 6; (PD29) 

WT = 15 (14 BMD premaxilla), TS = 4, WT treated = 12 (10 BMD premaxilla), TS treated = 8. Experi‐

mental setting 2: (PD3) WT = 18 (19 BMD premaxilla), TS = 9 (8 BMD premaxilla), WT treated = 15 

(14 BMD premaxilla), TS treated = 5 (6 BMD premaxilla); (PD14) WT = 19 (18 BMD premaxilla), TS 

= 8, WT treated = 15, TS treated = 5 (6 BMD premaxilla); (PD29) WT = 15 (14 BMD premaxilla), TS = 

4, WT treated = 15, TS treated = 5. The mice analyzed may differ across stages but represent overall 

ontogenetic trajectories. 

The high‐dose GTE‐EGCG treatment did not alter the developmental trajectory of the 

BMD of the humerus in either WT (Pexp1 = 0.1836) or TS mice (Pexp1 = 0.5066) (Figure 8A). 

However, the pairwise tests indicated that the BMD of TS treated mice was significantly 

lower in the humerus than WT untreated mice at PD29 (Pexp1 = 0.0024), even though they 

were not statistically different from TS untreated mice (Pexp1 = 0.4238) (Supplementary Ta‐

ble S23). Regarding the premaxilla, high‐dose GTE‐EGCG treatment altered the develop‐

mental trajectories of the BMD of the premaxilla in both WT (Pexp1 < 0.0001) and TS treated 
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mice (Pexp1 = 0.0002) (Figure 8B) and reduced their BMD at PD29 (Pexp1, WT = 0.0001; Pexp1, TS 

= 0.0067) (Supplementary Table S25). 

The low‐dose GTE‐EGCG treatment did not modify the developmental trajectories 

of the BMD of the humerus in WT (Pexp2 = 0.5920) or TS untreated mice (Pexp2 = 0.3608), but 

reduced the BMD of the humerus in WT and TS treated mice at PD14 (Pexp2, WT = 0.0035; 

Pexp2, TS = 0.0295) (Figure 8C). Similarly to the high‐dose results, TS treated mice showed a 

significantly lower BMD than WT untreated mice at PD29 (Pexp2 = 0.0009), even though 

they were not significantly different from TS untreated mice (Pexp2 = 0.3557) (Supplemen‐

tary Table S24). Low‐dose treatment did not modulate the developmental trajectories of 

the BMD of the premaxilla in WT (Pexp2 = 0.1489) nor TS mice (Pexp2 = 0.1847), even though 

TS treated mice showed a significantly different developmental trajectory from WT un‐

treated mice (Pexp2 = 0.0098) (Figure 8D). The pairwise tests revealed that low‐dose GTE‐

EGCG affected WT  treated mice,  reducing  the BMD of  the premaxilla at PD14  (Pexp2 = 

0.0055) and PD29  (Pexp2 = 0.0001), and TS mice, reducing  the BMD of  the premaxilla at 

PD14 (Pexp2 = 0.0226) (Supplementary Table S26) (Figure 8C). Overall, these results indi‐

cated that the premaxilla presented a lower BMD at birth in TS mice and that GTE‐EGCG 

treatment had a larger effect in the premaxilla than in the humerus, reducing the BMD in 

both WT and TS treated mice. 

When evaluating the effects of the dosing on BMD, we found different developmen‐

tal trajectories between WT mice treated with the high dose and WT mice treated with the 

low dose for the BMD of the humerus (p = 0.0352) and premaxilla (p < 0.0001), and between 

TS mice treated with the high dose and the low dose for the BMD of the premaxilla (p = 

0.0167). Remarkably, we identified that WT mice treated with the low dose had a signifi‐

cantly lower BMD of the humerus than the WT mice treated with the high dose at PD14 

(p = 0.0084)  (Figure 8E). The same was observed  in the BMD of  the premaxilla at PD3, 

where WT and TS mice treated with the low dose presented a significantly lower BMD 

than those treated with the high dose (PWT = 0.0078; PTS = 0.0028) (Figure 8F). At PD29, this 

effect was reversed, because WT mice treated with the low dose presented higher BMD 

values than those treated with the high dose, even though it did not reach significance 

(Figure 8F). 

4. Discussion 

The  development  of  the  skeletal  system  is  altered  in DS  and  results  in  delayed 

growth, with shorter long bones, altered craniofacial and mandibular shape, and reduced 

BMD [3–5,7–12,52–54]. These alterations change dynamically throughout the lifespan of 

individuals with DS [8,10,12], but have typically been investigated at specific timepoints 

using cross‐sectional studies.   

The potential of green tea catechins to modulate skeletal development has been in‐

vestigated in mouse models, but also at isolated stages, independently for different struc‐

tures, and using different  treatment  regimens  [5,6,13,26,28,29]. The  results were  incon‐

sistent and could not elucidate the potential role of GTE‐EGCG treatment on skeletal al‐

terations associated with DS. Moreover, because each study used different techniques for 

bone imaging, analysis, and data interpretation, and relevant factors influencing bone de‐

velopment and treatment responses, such as the age and type of structure [12,55], were 

not consistently considered, the results from previous studies are not directly comparable 

[5,6,13,26,28,29]. Hence, there is limited evidence about how the same GTE‐EGCG treat‐

ment simultaneously affects different skeletal structures over development.   

In this study, for the first time, we evaluated the longitudinal developmental profile 

of the skeletal system in the Ts65Dn mouse model of DS, assessing the effects of two doses 

of GTE‐EGCG treatment that were administered continuously from embryonic day 9 to 

postnatal development, until early adulthood at PD29. We identified that TS untreated 

mice recapitulated the phenotype of the human condition, showing a shorter, wider, and 

more globular skull; wider mandible; shorter and narrower humerus and scapula; and 

lower BMD in the humerus and premaxilla than WT mice [4,5,7,9–12,52,54]. Our results 
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replicated previous findings on the face, skull, and mandible morphology in newborn and 

adult Ts65Dn mice [3,56,57] and were consistent with the craniofacial malformations iden‐

tified in other models of DS, such as TcMAC21 [58] and Dp1Tyb mice [59,60]. Our results 

on the long bones of the upper limb complement the findings of reduced BMD and ap‐

pendicular skeletal deficiencies of Ts65Dn and Dp1Tyb mice [6,33,55,60,61].   

In addition, our longitudinal analyses provided further insight into the development 

of the phenotype and the progressive appearance of the skeletal dysmorphologies. Alt‐

hough the skull and mandible malformations were already present in TS mice at PD3, the 

facial phenotype emerged later in development by PD14. Similarly, the humerus was nar‐

rower and the BMD was lower from birth, but the humerus was found to be shorter and 

the scapula shorter and narrower after PD14. These differences in the onset of the pheno‐

types reflect the dynamic nature of DS as a developmental disorder [12,55], highlighting 

the advantage of longitudinal experiments to pinpoint specific developmental windows 

where therapy may be more effective. 

The dosage, onset, duration, and delivery of GTE‐EGCG treatment can significantly 

affect the outcome response [2,12,25,27,62]. Unlike other studies that have assessed acute 

(GTE‐)EGCG  treatments  [6,25,27,28], we  explored  the  effects  of  a  chronic GTE‐EGCG 

treatment that started at embryonic day 9 and continued uninterruptedly until PD29. We 

hypothesized that combined pre‐ and postnatal treatment would optimize the rescuing 

potential of GTE‐EGCG in skeletal structures. Prenatal treatment was expected to be more 

effective  in rescuing craniofacial phenotypes, which develop early  in development and 

minimally change after adulthood [13], whereas postcranial bones that actively remodel 

until late development were expected to respond more effectively to prolonged postnatal 

treatments. However, our  longitudinal observations did not support  these hypotheses. 

Both high‐ and low‐dose GTE‐EGCG supplementation influenced the development of the 

skull, mandible, long bones, and BMD, but a rescuing effect was only detected in the facial 

shape at PD29 with the low‐dose treatment. Indeed, not only did GTE‐EGCG not rescue 

the trisomic phenotype in the long bones, but exacerbated it, resulting in shorter bones 

with a lower BMD. 

Our analyses emphasized that the effects of the GTE‐EGCG treatments were depend‐

ent  on  genotype, dosing, developmental  timepoint,  and  anatomical  structure. We  ob‐

served that high‐ and low‐dose treatments affected both WT and TS mice with dose‐de‐

pendent effects. High and low doses of GTE‐EGCG had significantly different effects, as 

in the humerus width, the scapula length, and the BMD of both humerus and premaxilla. 

In facial shape, the low GTE‐EGCG dose presented rescuing effects, whereas the high dose 

induced negative effects [5]. This is consistent with recent findings indicating that high 

doses of EGCG may impair long bone structure and strength [27] and that low concentra‐

tions of EGCG can slightly enhance osteogenesis in vivo, but higher concentrations can 

prevent osteogenic differentiation  [63], highlighting  the differential effects of  the  treat‐

ment depending on the dose.   

The developmental timepoint was another factor influencing the effects of the treat‐

ment. High‐dose GTE‐EGCG altered  the mandible shape at PD3 and PD14, but not at 

PD29. The shapes of the faces, skulls, and upper limbs were modulated at PD14 and PD29, 

and  the BMD of  the premaxilla was  reduced only at PD29. Remarkably,  the  low dose 

started showing significant effects earlier  in development, modulating the shape of the 

face, skull, and mandible, as well as  the  length and width of  the scapula at all stages. 

However, the BMD of the humerus was only reduced at PD14, and the BMD of the pre‐

maxilla and the shape of the humerus was modulated at PD14 and PD29. These results 

reflect the high variability of treatment responses depending on the timepoint in which 

the effects were analyzed, emphasizing the added value of longitudinal studies. 

Finally, the different structures investigated also showed different responses to GTE‐

EGCG treatment. In our study, the same low dose of GTE‐EGCG administered in the same 

mice produced anomalies in the skull, mandible, long bones, and BMD, but rescued the 

facial phenotype. Similarly, both treatments with GTE‐EGCG produced more differences 
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in the BMD of the premaxilla than in the BMD of the humerus, supporting the idea that 

different structures may react differently to the same treatment. 

The  differential  effects  of  GTE‐EGCG  depending  on  the  dosing,  developmental 

timepoint, and anatomical structure should be confirmed in future studies using larger 

and  equivalent  sample  sizes, but our  results provide  initial  evidence  that GTE‐EGCG 

probably influences skeletal development through a complex mechanism of action. Fur‐

ther experiments assessing the complex interaction between hormones, vitamins, homo‐

cysteine levels, and gene and protein expression levels regulating growth and skeletal de‐

velopment are needed and will be instrumental in elucidating the mechanism of action of 

EGCG. Although it has been hypothesized that EGCG may rescue the DS phenotype by 

reducing the kinase activity of DYRK1A, this hypothesis may oversimplify a complex in‐

teraction process [29]. Further GTE‐EGCG‐related mechanisms could be associated with 

the modulation of receptor activator of nuclear factor kappa‐Β ligand (RANKL) and Os‐

teoprotegrin, as well as  increasing mRNA expression of bone morphogenetic protein 2 

(BMP2), RUNX family transcription factor 2 (Runx2), alkaline phosphatase (ALPL), oste‐

onectin and osteocalcin [64,65]. Indeed, research in the Ts65Dn mouse model showed that 

Dyrk1A is not solely responsible for all the skeletal phenotypes associated with DS. Previ‐

ous studies showed that the alterations of the appendicular skeleton were independent to 

Dyrk1A and NFATc [30], and that the Dyrk1A copy number in the osteoblasts did not affect 

the trabecular compartment [66]. Other genes such as ETS proto‐oncogene 2 (Ets2), sonic 

hedgehog signaling molecule (Shh), and SRY‐box transcription factor 9 (Sox9) may also 

contribute to the craniofacial and mandibular alterations in DS [67,68]. Accumulating ev‐

idence demonstrates that none of these genes are sufficient to explain the constellation of 

skeletal phenotypes associated with DS [69]. Indeed, no single candidate gene is respon‐

sible for the skeletal abnormalities in DS; rather, the interaction of different gene regula‐

tory networks destabilizes the developmental pattern of the skeletal system. 

Considering the potential of GTE‐EGCG to ameliorate the cognitive impairment in 

people with DS [17,21], and to modulate the alterations of cognitive and skeletal pheno‐

types in mouse models [5,6,13,19,22,23,27–29,70], further research is needed to determine 

the exact mechanism of action of EGCG. Despite the challenge of accounting for the com‐

plex interaction of multiple factors such as the high genetic imbalance of DS [71–73], the 

low bioavailability of EGCG,  the variate composition of the green  tea extracts, and the 

different phenols generated after EGCG intake [25,74–78], basic research aiming to eluci‐

date the mechanism of action of EGCG should be combined with observational studies 

evaluating the potential therapeutic effects of GTE‐EGCG at various timepoints and sys‐

tems. This long‐term research will characterize the effects of treatments in the different 

structures, fine‐tune the dose and timing, and fully evaluate the general safety and thera‐

peutic potential of GTE‐EGCG treatments. These longitudinal analyses on the effects of 

green tea catechins in health and disease are crucial because the same treatment may have 

disparate effects, ranging from complete or partial rescue, to no effects, or even increased 

alterations depending on  the  system, period,  and dosage  [5,20]. Therefore,  treatments 

based on dietary supplements enriched in EGCG should always be taken under medical 

supervision. 

Supplementary  Materials:  The  following  supporting  information  can  be  downloaded  at: 

https://www.mdpi.com/article/10.3390/nu14194167/s1, Supplementary Figure S1: Raw axial, coro‐

nal, and sagittal 2D projections from μCT scans throughout development; Supplementary Figure 

S2: Set of anatomical landmarks used to characterize the shape of the skull, mandible, scapula, and 

humerus; Supplementary Table S1. Sample size for each analysis, experiment, and developmental 

stage; Supplementary Table S2. μCT scanning parameters used at each stage; Supplementary Table 

S3. Anatomical definition of facial  landmarks; Supplementary Table S4. Anatomical definition of 

skull landmarks; Supplementary Table S5. Anatomical definition of mandible landmarks; Supple‐

mentary Table S6. Anatomical definition of humerus landmarks; Supplementary Table S7. Anatom‐

ical definition of scapula landmarks; Supplementary Table S8. Overview of normality and homo‐

scedasticity per parameter and test used to evaluate pairwise significance; Supplementary Table S9. 



Nutrients 2022, 14, 4167  20  of  24 
 

 

Ps resulting from the permutation tests (10,000 permutation rounds) for the Procrustes distances 

among groups for the facial shape at the high‐dose treatment; Supplementary Table S10. Ps resulting 

from the permutation tests (10,000 permutation rounds) for the Procrustes distances among groups 

for the facial shape at the low‐dose treatment; Supplementary Table S11. Ps resulting from the per‐

mutation tests (10,000 permutation rounds) for the Procrustes distances among groups for the skull 

shape at the high‐dose treatment; Supplementary Table S12. Ps resulting from the permutation tests 

(10,000 permutation rounds) for the Procrustes distances among groups for the skull shape at the 

low‐dose treatment; Supplementary Table S13. Ps resulting from the permutation tests (10,000 per‐

mutation rounds) for the Procrustes distances among groups for the mandibular shape at the high‐

dose treatment; Supplementary Table S14. Ps resulting from the permutation tests (10,000 permuta‐

tion rounds) for the Procrustes distances among groups for the mandibular shape at the low‐dose 

treatment; Supplementary Table S15. Ps resulting from the pairwise tests for the humerus length at 

the high‐dose treatment; Supplementary Table S16. Ps resulting from the pairwise tests for the hu‐

merus length at the low‐dose treatment; Supplementary Table S17. Ps resulting from the pairwise 

tests for the humerus width at the high‐dose treatment; Supplementary Table S18. Ps resulting from 

the pairwise tests for the humerus width at the low‐dose treatment; Supplementary Table S19. Ps 

resulting from the pairwise tests for the scapula length at the high‐dose treatment; Supplementary 

Table S20. Ps resulting  from  the pairwise  tests  for  the scapula  length at  the  low‐dose  treatment; 

Supplementary Table S21. Ps resulting from the pairwise tests for the scapula width at the high‐

dose treatment; Supplementary Table S22. Ps resulting from the pairwise tests for the scapula width 

at the  low‐dose treatment; Supplementary Table S23. Ps resulting from the pairwise tests for the 

bone mineral density of the humerus at the high‐dose treatment; Supplementary Table S24. Ps re‐

sulting from the pairwise tests for the bone mineral density of the humerus at the low‐dose treat‐

ment; Supplementary Table S25. Ps resulting from the pairwise tests for the bone mineral density of 

the premaxilla at the high‐dose treatment; Supplementary Table S26. Ps resulting from the pairwise 

tests for the bone mineral density of the premaxilla at the low‐dose treatment. 

Author Contributions: Conceptualization, N.M.‐A. and G.V.V.; methodology, N.M.‐A. and G.V.V.; 

formal analysis, S.L., R.G.‐C.,  J.R., V.V.B., S.S., and K.W.;  investigation, S.L. and  J.W.;  resources, 

N.M.‐A., G.V.V., Z.C.‐V., and J.S.; data curation, S.L., N.M.‐A., and G.V.V.; writing—original draft 

preparation, S.L., N.M.‐A., and G.V.V.; writing—review and editing, S.L., N.M.‐A., and G.V.V.; vis‐

ualization, S.L., N.M.‐A., and G.V.V.; supervision, N.M.‐A., G.V.V., and Z.C.‐V.; project administra‐

tion, G.V.V.; funding acquisition, N.M.‐A. and G.V.V. All authors have read and agreed to the pub‐

lished version of the manuscript. 

Funding: This research was funded by research grants from CRG Awards ‘BrainFace’, the Jerome 

Lejeune Foundation (3M180477 and 2020b‐2001), KU Leuven BOF (C24/17/061, STG/15/024), and a 

2‐year doctoral fellowship from the Marie‐Marguerite Delacroix Foundation to SLF. 

Institutional Review Board Statement: The animal study protocol was approved by the Animal 

Ethics Committee of KU Leuven (ECD approval number P004/2016). 

Informed Consent Statement: Not applicable.   

Data Availability Statement: Data are available upon reasonable request to the corresponding au‐

thors. 

Acknowledgments:  Imaging data were acquired  in the Molecular Small Animal  Imaging Center 

(MoSAIC), a core facility of Dept. Imaging and Pathology, Group Biomedical Sciences, KU Leuven. 

The authors acknowledge the Laboratory Animal Centre core facility of KU Leuven for support with 

animal care and Júlia Albaigès and Mara Dierssen for their scientific support and advice. 

Conflicts of Interest: The authors declare no conflicts of interest.   

References 

1. Roper,  R.J.;  Reeves,  R.H.  Understanding  the  basis  for  Down  syndrome  phenotypes.  PLoS  Genet.  2006,  2,  e50. 

https://doi.org/10.1371/journal.pgen.0020050. 

2. Thomas, J.R.; Roper, R.J. Current Analysis of Skeletal Phenotypes in Down Syndrome. Curr. Osteoporos. Rep. 2021, 19, 338–346. 

https://doi.org/10.1007/s11914‐021‐00674‐y. 

3. Richtsmeier, J.T.; Baxter, L.L.; Reeves, R.H. Parallels of craniofacial maldevelopment in down syndrome and Ts65Dn mice. Dev. 

Dyn. 2000, 217, 137–145. https://doi.org/10.1002/(SICI)1097‐0177(200002)217:2<137::AID‐DVDY1>3.0.CO;2‐N. 

4. Suri, S.; Tompson, B.D.; Cornfoot, L. Cranial base, maxillary and mandibular morphology in Down syndrome. Angle Orthod. 

2010, 80, 861–869. https://doi.org/10.2319/111709‐650.1. 



Nutrients 2022, 14, 4167  21  of  24 
 

 

5. Starbuck, J.M.; Llambrich, S.; Gonzàlez, R.; Albaigès, J.; Sarlé, A.; Wouters, J.; González, A.; Sevillano, X.; Sharpe, J.; De La Torre, 

R.; et al. Green tea extracts containing epigallocatechin‐3‐gallate modulate  facial development  in Down syndrome. Sci. Rep. 

2021, 11, 4715. https://doi.org/10.1038/s41598‐021‐83757‐1. 

6. Blazek, J.D.; Abeysekera, I.; Li, J.; Roper, R.J. Rescue of the abnormal skeletal phenotype in Ts65Dn Down syndrome mice using 

genetic  and  therapeutic  modulation  of  trisomic  Dyrk1a.  Hum.  Mol.  Genet.  2015,  24,  5687–5696. 

https://doi.org/10.1093/hmg/ddv284. 

7. Herrera, C.L.; Hussamy, D.J.; McIntire, D.D.; Twickler, D.M.; Dashe, J.S. Femur length parameters in fetuses with Down syn‐

drome J. Matern. ‐Fetal Neonatal Med. 2020, 33, 2516–2521. https://doi.org/10.1080/14767058.2018.1554047. 

8. de Moraes, M.E.; Tanaka, J.L.; de Moraes, L.C.; Filho, E.M.; de Melo Castilho, J.C. Skeletal age of individuals with Down syn‐

drome. Spec. Care Dent. 2008, 28, 101–106. https://doi.org/10.1111/j.1754‐4505.2008.00020.x. 

9. Longo, D.; DeFigueiredo, D.; Cicero, S.; Sacchini, C.; Nicolaides, K.H. Femur and humerus length in trisomy 21 fetuses at 11‐14 

weeks of gestation. Ultrasound Obstet. Gynecol. 2004, 23, 143–147. https://doi.org/10.1002/uog.970. 

10. Keeling, J.W.; Hansen, B.F.; Kjaer, I. Pattern of malformations in the axial skeleton in human trisomy 21 fetuses. Am. J. Med. 

Genet. 1997, 68, 466–471. 

11. Carfì, A.; Liperoti, R.; Fusco, D.; Giovannini, S.; Brandi, V.; Vetrano, D.L.; Meloni, E.; Mascia, D.; Villani, E.R.; Manes Gravina, 

E.;  et  al.  Bone  mineral  density  in  adults  with  Down  syndrome.  Osteoporos.  Int.  2017,  28,  2929–2934. 

https://doi.org/10.1007/s00198‐017‐4133‐x. 

12. LaCombe,  J.M.;  Roper,  R.J.  Skeletal  dynamics  of  Down  syndrome:  A  developing  perspective.  Bone  2020,  133,  115215. 

https://doi.org/10.1016/j.bone.2019.115215. 

13. McElyea, S.D.; Starbuck, J.M.; Tumbleson‐Brink, D.M.; Harrington, E.; Blazek, J.D.; Ghoneima, A.; Kula, K.; Roper, R.J. Influence 

of prenatal EGCG treatment and Dyrk1a dosage reduction on craniofacial features associated with Down syndrome. Hum. Mol. 

Genet. 2016, 25, 4856–4869. https://doi.org/10.1093/hmg/ddw309. 

14. Dierssen, M.; de Lagrán, M.M. DYRK1A (dual‐specificity tyrosine‐phosphorylated and ‐regulated kinase 1A): A gene with dos‐

age  effect  during  development  and  neurogenesis.  TheScientificWorldJournal  2006,  6,  1911–1922. 

https://doi.org/10.1100/tsw.2006.319. 

15. Arron, J.R.; Winslow, M.M.; Polleri, A.; Chang, C.‐P.; Wu, H.; Gao, X.; Neilson, J.R.; Chen, L.; Heit, J.J.; Kim, S.K.; et al. NFAT 

dysregulation by increased dosage of DSCR1 and DYRK1A on chromosome 21. Nature 2006, 441, 595. https://doi.org/10.1038/na‐

ture04678. Available online: https://www.nature.com/articles/nature04678#supplementary‐information (accessed on 4 June 2021). 

16. Lee, Y.; Ha, J.; Kim, H.J.; Kim, Y.‐S.; Chang, E.‐J.; Song, W.‐J.; Kim, H.‐H. Negative Feedback Inhibition of NFATc1 by DYRK1A 

Regulates Bone Homeostasis. J. Biol. Chem. 2009, 284, 33343–33351. https://doi.org/10.1074/jbc.M109.042234. 

17. De la Torre, R.; De Sola, S.; Pons, M.; Duchon, A.; de Lagran, M.M.; Farré, M.; Fitó, M.; Benejam, B.; Langohr, K.; Rodriguez, J.; 

et al. Epigallocatechin‐3‐gallate, a DYRK1A inhibitor, rescues cognitive deficits in Down syndrome mouse models and in hu‐

mans. Mol. Nutr. Food Res. 2014, 58, 278–288. https://doi.org/10.1002/mnfr.201300325. 

18. García‐Cerro, S.; Martínez Fernández, P.; Sánchez, V.; Corrales, A.; Flórez, J.; Vidal, R.; Rueda, N.; Arbones, M.; Martínez‐Cué, 

C. Overexpression of Dyrk1A  Is Implicated  in Several Cognitive, Electrophysiological and Neuromorphological Alterations 

Found in a Mouse Model of Down Syndrome. PLoS ONE 2014, 9, e106572. https://doi.org/10.1371/journal.pone.0106572. 

19. Guedj, F.; Sébrié, C.; Rivals, I.; Ledru, A.; Paly, E.; Bizot, J.C.; Smith, D.; Rubin, E.; Gillet, B.; Arbones, M.; et al. Green tea poly‐

phenols rescue of brain defects induced by overexpression of DYRK1A. PLoS ONE 2009, 4, e4606. https://doi.org/10.1371/jour‐

nal.pone.0004606. 

20. Llambrich, S.; González, R.; Albaigès, J.; Wouters, J.; Marain, F.; Himmelreich, U.; Sharpe, J.; Dierssen, M.; Gsell, W.; Martínez‐

Abadías, N.; et al. Multimodal in vivo Imaging of the Integrated Postnatal Development of Brain and Skull and Its Co‐modula‐

tion  With  Neurodevelopment  in  a  Down  Syndrome  Mouse  Model.  Front.  Med.  2022,  9,  815739. 

https://doi.org/10.3389/fmed.2022.815739. 

21. de  la Torre, R.; de Sola, S.; Hernandez, G.; Farré, M.; Pujol, J.; Rodriguez, J.; Espadaler, J.M.; Langohr, K.; Cuenca‐Royo, A.; 

Principe, A.; et al. Safety and efficacy of cognitive training plus epigallocatechin‐3‐gallate in young adults with Down’s syn‐

drome  (TESDAD):  A  double‐blind,  randomised,  placebo‐controlled,  phase  2  trial.  Lancet  Neurol.  2016,  15,  801–810. 

https://doi.org/10.1016/S1474‐4422(16)30034‐5. 

22. Souchet, B.; Duchon, A.; Gu, Y.; Dairou, J.; Chevalier, C.; Daubigney, F.; Nalesso, V.; Créau, N.; Yu, Y.; Janel, N.; et al. Prenatal 

treatment with EGCG enriched green tea extract rescues GAD67 related developmental and cognitive defects in Down syn‐

drome mouse models. Sci. Rep. 2019, 9, 3914. https://doi.org/10.1038/s41598‐019‐40328‐9. 

23. Catuara‐Solarz, S.; Espinosa‐Carrasco, J.; Erb, I.; Langohr, K.; Gonzalez, J.R.; Notredame, C.; Dierssen, M. Combined Treatment 

with Environmental Enrichment and  (‐)‐Epigallocatechin‐3‐Gallate Ameliorates Learning Deficits and Hippocampal Altera‐

tions  in  a Mouse Model  of Down  Syndrome.  eNeuro  2016,  3,  ENEURO.0103‐16.2016.  https://doi.org/10.1523/eneuro.0103‐

16.2016. 

24. Noll, C.; Kandiah, J.; Moroy, G.; Gu, Y.; Dairou, J.; Janel, N. Catechins as a Potential Dietary Supplementation in Prevention of 

Comorbidities Linked with Down Syndrome. Nutrients 2022, 14, 39. https://doi.org/10.3390/nu14102039. 

25. Abeysekera, I.; Thomas, J.; Georgiadis, T.M.; Berman, A.G.; Hammond, M.A.; Dria, K.J.; Wallace, J.M.; Roper, R.J. Differential 

effects of Epigallocatechin‐3‐gallate containing supplements on correcting skeletal defects in a Down syndrome mouse model. 

Mol. Nutr. Food Res. 2016, 60, 717–726. https://doi.org/10.1002/mnfr.201500781. 



Nutrients 2022, 14, 4167  22  of  24 
 

 

26. Sebastiani, G.; Almeida‐Toledano, L.; Serra‐Delgado, M.; Navarro‐Tapia, E.; Sailer, S.; Valverde, O.; Garcia‐Algar, O.; Andreu‐

Fernández, V. Therapeutic Effects of Catechins  in Less Common Neurological and Neurodegenerative Disorders. Nutrients 

2021, 13, 2232. 

27. Jamal, R.; LaCombe, J.; Patel, R.; Blackwell, M.; Thomas, J.R.; Sloan, K.; Wallace, J.M.; Roper, R.J. Increased dosage and treatment 

time of Epigallocatechin‐3‐gallate (EGCG) negatively affects skeletal parameters in normal mice and Down syndrome mouse 

models. PLoS ONE 2022, 17, e0264254. https://doi.org/10.1371/journal.pone.0264254. 

28. Stringer, M.; Abeysekera, I.; Thomas, J.; LaCombe, J.; Stancombe, K.; Stewart, R.J.; Dria, K.J.; Wallace, J.M.; Goodlett, C.R.; Roper, 

R.J. Epigallocatechin‐3‐gallate (EGCG) consumption in the Ts65Dn model of Down syndrome fails to improve behavioral defi‐

cits and is detrimental to skeletal phenotypes. Physiol. Behav. 2017, 177, 230–241. https://doi.org/10.1016/j.physbeh.2017.05.003. 

29. Goodlett, C.R.; Stringer, M.; LaCombe, J.; Patel, R.; Wallace, J.M.; Roper, R.J. Evaluation of the therapeutic potential of Epigal‐

locatechin‐3‐gallate  (EGCG)  via  oral  gavage  in  young  adult  Down  syndrome  mice.  Sci.  Rep.  2020,  10,  10426–10426. 

https://doi.org/10.1038/s41598‐020‐67133‐z. 

30. Blazek, J.D.; Malik, A.M.; Tischbein, M.; Arbones, M.L.; Moore, C.S.; Roper, R.J. Abnormal mineralization of the Ts65Dn Down 

syndrome mouse appendicular skeleton begins during embryonic development in a Dyrk1a‐independent manner. Mech. Dev. 

2015, 136, 133–142. https://doi.org/10.1016/j.mod.2014.12.004. 

31. Reeves, R.H.; Irving, N.G.; Moran, T.H.; Wohn, A.; Kitt, C.; Sisodia, S.S.; Schmidt, C.; Bronson, R.T.; Davisson, M.T. A mouse 

model  for  Down  syndrome  exhibits  learning  and  behaviour  deficits.  Nat.  Genet.  1995,  11,  177–184. 

https://doi.org/10.1038/ng1095‐177. 

32. Davisson, M.T.; Schmidt, C.; Akeson, E.C. Segmental trisomy of murine chromosome 16: A new model system for studying 

Down syndrome. Prog. Clin. Biol. Res. 1990, 360, 263–280. 

33. Blazek, J.D.; Gaddy, A.; Meyer, R.; Roper, R.J.; Li, J. Disruption of bone development and homeostasis by trisomy in Ts65Dn 

Down syndrome mice. Bone 2011, 48, 275–280. https://doi.org/10.1016/j.bone.2010.09.028. 

34. Herault, Y.; Delabar, J.M.; Fisher, E.M.C.; Tybulewicz, V.L.J.; Yu, E.; Brault, V. Rodent models  in Down syndrome research: 

Impact and future opportunities. Dis Model Mech 2017, 10, 1165–1186. https://doi.org/10.1242/dmm.029728. 

35. Duchon, A.; Raveau, M.; Chevalier, C.; Nalesso, V.; Sharp, A.J.; Herault, Y. Identification of the translocation breakpoints in the 

Ts65Dn  and  Ts1Cje  mouse  lines:  Relevance  for  modeling  Down  syndrome.  Mamm  Genome  2011,  22,  674–684. 

https://doi.org/10.1007/s00335‐011‐9356‐0. 

36. Reinholdt, L.G.; Ding, Y.; Gilbert, G.J.; Czechanski, A.; Solzak, J.P.; Roper, R.J.; Johnson, M.T.; Donahue, L.R.; Lutz, C.; Davisson, 

M.T. Molecular characterization of the translocation breakpoints in the Down syndrome mouse model Ts65Dn. Mamm Genome 

2011, 22, 685–691. https://doi.org/10.1007/s00335‐011‐9357‐z. 

37. Chu, K.O.; Wang, C.C.; Chu, C.Y.; Choy, K.W.; Pang, C.P.; Rogers, M.S. Uptake and distribution of catechins in fetal organs 

following in utero exposure in rats. Hum. Reprod. 2006, 22, 280–287. https://doi.org/10.1093/humrep/del353. 

38. Chu, K.O.; Wang, C.C.; Chu, C.Y.; Chan, K.P.; Rogers, M.S.; Choy, K.W.; Pang, C.P. Pharmacokinetic studies of green tea cate‐

chins in maternal plasma and fetuses in rats. J. Pharm. Sci. 2006, 95, 1372–1381. https://doi.org/10.1002/jps.20594. 

39. Ramachandran, B.; Jayavelu, S.; Murhekar, K.; Rajkumar, T. Repeated dose studies with pure Epigallocatechin‐3‐gallate demon‐

strated  dose  and  route  dependant  hepatotoxicity  with  associated  dyslipidemia.  Toxicol  Rep  2016,  3,  336–345. 

https://doi.org/10.1016/j.toxrep.2016.03.001. 

40. Shaw, P.R.; Klein, J.A.; Aziz, N.M.; Haydar, T.F. Longitudinal neuroanatomical and behavioral analyses show phenotypic drift 

and  variability  in  the  Ts65Dn  mouse  model  of  Down  syndrome.  Dis.  Models  Mech.  2020,  13,  dmm046243. 

https://doi.org/10.1242/dmm.046243. 

41. James Rohlf, F.; Marcus, L.F. A  revolution morphometrics. Trends Ecol. Evol. 1993, 8,  129–132. https://doi.org/10.1016/0169‐

5347(93)90024‐J. 

42. Klingenberg, C.P. Evolution and development of shape: Integrating quantitative approaches. Nat. Rev. Genet. 2010, 11, 623–635. 

https://doi.org/10.1038/nrg2829. 

43. Dryden, I.L.; Mardia, K.V. Statistical Shape Analysis; Wiley: Chichester, UK, 1998. 

44. Klingenberg, C.P. MorphoJ: An integrated software package for geometric morphometrics. Mol. Ecol. Resour. 2011, 11, 353–357. 

https://doi.org/10.1111/j.1755‐0998.2010.02924.x. 

45. Hallgrimsson, B.; Percival, C.J.; Green, R.; Young, N.M.; Mio, W.; Marcucio, R. Morphometrics, 3D Imaging, and Craniofacial 

Development. Curr. Top. Dev. Biol. 2015, 115, 561–597. https://doi.org/10.1016/bs.ctdb.2015.09.003. 

46. Cardini, A.; O’Higgins, P.; Rohlf, F.J. Seeing Distinct Groups Where There are None: Spurious Patterns from Between‐Group 

PCA. Evol. Biol. 2019, 46, 303–316. https://doi.org/10.1007/s11692‐019‐09487‐5. 

47. Bookstein, F.L. Pathologies of Between‐Groups Principal Components Analysis in Geometric Morphometrics. Evol. Biol. 2019, 

46, 271–302. https://doi.org/10.1007/s11692‐019‐09484‐8. 

48. Cardini, A.; Polly, P.D. Cross‐validated Between Group PCA Scatterplots: A Solution to Spurious Group Separation? Evol. Biol. 

2020, 47, 85–95. https://doi.org/10.1007/s11692‐020‐09494‐x. 

49. R Core Team. R: A Language and Environment for Statistical Computing, version 3.6.2, R Foundation for Statistical Computing: 

Vienna, Austria, 2019. 

50. Kassambara, A. Package ‘ggpubr: ‘ggplot2’ Based Publication Ready Plots’, R package version 0.1 6, 2020. 

51. Motulsky, H.J.; Brown, R.E. Detecting outliers when fitting data with nonlinear regression—A new method based on robust 

nonlinear regression and the false discovery rate. BMC Bioinform. 2006, 7, 123. https://doi.org/10.1186/1471‐2105‐7‐123. 



Nutrients 2022, 14, 4167  23  of  24 
 

 

52. Kao, C.H.; Chen, C.C.; Wang, S.J.; Yeh, S.H. Bone mineral density in children with Down’s syndrome detected by dual photon 

absorptiometry. Nucl. Med. Commun. 1992, 13, 773–775. 

53. Fischer‐Brandies, H.; Schmid, R.G.; Fischer‐Brandies, E. Craniofacial development  in patients with Down’s syndrome  from 

birth to 14 years of age. Eur. J. Orthod. 1986, 8, 35–42. https://doi.org/10.1093/ejo/8.1.35. 

54. Vicente, A.; Bravo‐González, L.‐A.; López‐Romero, A.; Muñoz, C.S.; Sánchez‐Meca, J. Craniofacial morphology in down syn‐

drome: A systematic review and meta‐analysis. Sci. Rep. 2020, 10, 19895. https://doi.org/10.1038/s41598‐020‐76984‐5. 

55. Thomas, J.R.; LaCombe, J.; Long, R.; Lana‐Elola, E.; Watson‐Scales, S.; Wallace, J.M.; Fisher, E.M.C.; Tybulewicz, V.L.J.; Roper, 

R.J. Interaction of sexual dimorphism and gene dosage  imbalance  in skeletal deficits associated with Down syndrome. Bone 

2020, 136, 115367. https://doi.org/10.1016/j.bone.2020.115367. 

56. Hill, C.A.; Reeves, R.H.; Richtsmeier, J.T. Effects of aneuploidy on skull growth in a mouse model of Down syndrome. J. Anat. 

2007, 210, 394–405. https://doi.org/10.1111/j.1469‐7580.2007.00705.x. 

57. Singh, N.; Dutka, T.; Reeves, R.H.; Richtsmeier, J.T. Chronic up‐regulation of sonic hedgehog has little effect on postnatal cra‐

niofacial morphology of euploid and trisomic mice. Dev. Dyn. 2016, 245, 114–122. https://doi.org/10.1002/dvdy.24361. 

58. Kazuki, Y.; Gao, F.J.; Li, Y.; Moyer, A.J.; Devenney, B.; Hiramatsu, K.; Miyagawa‐Tomita, S.; Abe, S.; Kazuki, K.; Kajitani, N.; et 

al. A non‐mosaic transchromosomic mouse model of Down syndrome carrying the long arm of human chromosome 21. eLife 

2020, 9, e56223. https://doi.org/10.7554/eLife.56223. 

59. Toussaint, N.; Redhead, Y.; Vidal‐García, M.; Lo Vercio, L.; Liu, W.; Fisher, E.M.C.; Hallgrímsson, B.; Tybulewicz, V.L.J.; Schna‐

bel, J.A.; Green, J.B.A. A landmark‐free morphometrics pipeline for high‐resolution phenotyping: Application to a mouse model 

of Down syndrome. Development 2021, 148, dev188631. https://doi.org/10.1242/dev.188631. 

60. Lana‐Elola, E.; Cater, H.; Watson‐Scales, S.; Greenaway, S.; Müller‐Winkler, J.; Gibbins, D.; Nemes, M.; Slender, A.; Hough, T.; 

Keskivali‐Bond, P.; et al. Comprehensive phenotypic analysis of the Dp1Tyb mouse strain reveals a broad range of Down syn‐

drome‐related phenotypes. Dis. Models Mech. 2021, 14, dmm.049157. https://doi.org/10.1242/dmm.049157. 

61. Fowler, T.W.; McKelvey, K.D.; Akel, N.S.; Vander Schilden, J.; Bacon, A.W.; Bracey, J.W.; Sowder, T.; Skinner, R.A.; Swain, F.L.; 

Hogue, W.R.; et al. Low Bone Turnover and Low BMD in Down Syndrome: Effect of Intermittent PTH Treatment. PLoS ONE 

2012, 7, e42967. https://doi.org/10.1371/journal.pone.0042967. 

62. Stagni, F.; Giacomini, A.; Guidi, S.; Ciani, E.; Bartesaghi, R. Timing of therapies for Down syndrome: The sooner, the better. 

Front. Behav. Neurosci. 2015, 9, 265. https://doi.org/10.3389/fnbeh.2015.00265. 

63. Mah, Y.‐J.; Song, J.S.; Kim, S.‐O.; Lee, J.‐H.; Jeon, M.; Jung, U.‐W.; Moon, S.J.; Kim, J.‐H.; Choi, H.‐J. The effect of epigallocatechin‐

3‐gallate  (EGCG)  on  human  alveolar  bone  cells  both  in  vitro  and  in  vivo.  Arch.  Oral  Biol.  2014,  59,  539–549. 

https://doi.org/10.1016/j.archoralbio.2014.02.011. 

64. Lin, S.‐Y.; Kang, L.; Wang, C.‐Z.; Huang, H.H.; Cheng, T.‐L.; Huang, H.‐T.; Lee, M.‐J.; Lin, Y.‐S.; Ho, M.‐L.; Wang, G.‐J.; et al. 

(−)‐Epigallocatechin‐3‐Gallate (EGCG) Enhances Osteogenic Differentiation of Human Bone Marrow Mesenchymal Stem Cells. 

Molecules 2018, 23, 3221. https://doi.org/10.3390/molecules23123221. 

65. Chen, S.T.; Kang, L.; Wang, C.Z.; Huang, P.J.; Huang, H.T.; Lin, S.Y.; Chou, S.H.; Lu, C.C.; Shen, P.C.; Lin, Y.S.; et al. (‐)‐Epigal‐

locatechin‐3‐Gallate Decreases Osteoclastogenesis  via Modulation  of RANKL  and Osteoprotegrin. Molecules  2019,  24,  156. 

https://doi.org/10.3390/molecules24010156. 

66. Thomas, J.R.; Sloan, K.; Cave, K.; Wallace, J.M.; Roper, R.J. Skeletal Deficits in Male and Female down Syndrome Model Mice 

Arise Independent of Normalized Dyrk1a Expression in Osteoblasts. Genes 2021, 12, 1729. 

67. Billingsley, C.N.; Allen, J.R.; Baumann, D.D.; Deitz, S.L.; Blazek, J.D.; Newbauer, A.; Darrah, A.; Long, B.C.; Young, B.; Clement, 

M.; et al. Non‐trisomic homeobox gene expression during craniofacial development in the Ts65Dn mouse model of Down syn‐

drome. Am. J. Med. Genet. Part A 2013, 161, 1866–1874. https://doi.org/10.1002/ajmg.a.36006. 

68. Roper, R.J.; VanHorn, J.F.; Cain, C.C.; Reeves, R.H. A neural crest deficit in Down syndrome mice is associated with deficient 

mitotic response to Sonic hedgehog. Mech. Dev. 2009, 126, 212–219. https://doi.org/10.1016/j.mod.2008.11.002. 

69. Hill, C.A.; Sussan, T.E.; Reeves, R.H.; Richtsmeier, J.T. Complex contributions of Ets2 to craniofacial and thymus phenotypes of 

trisomic “Down syndrome” mice. Am. J. Med. Genet. Part A 2009, 149A, 2158–2165. https://doi.org/10.1002/ajmg.a.33012. 

70. Stringer, M.; Abeysekera, I.; Dria, K.J.; Roper, R.J.; Goodlett, C.R. Low dose EGCG treatment beginning in adolescence does not 

improve  cognitive  impairment  in  a  Down  syndrome  mouse  model.  Pharmacol.  Biochem.  Behav.  2015,  138,  70–79. 

https://doi.org/10.1016/j.pbb.2015.09.002. 

71. Antonarakis,  S.E. Down  syndrome  and  the  complexity  of  genome  dosage  imbalance. Nat.  Rev. Genet.  2017,  18,  147–163. 

https://doi.org/10.1038/nrg.2016.154. 

72. Lana‐Elola, E.; Watson‐Scales, S.D.; Fisher, E.M.C.; Tybulewicz, V.L.J. Down syndrome: Searching for the genetic culprits. Dis. 

Models Mech. 2011, 4, 586–595. https://doi.org/10.1242/dmm.008078. 

73. Antonarakis, S.E.; Skotko, B.G.; Rafii, M.S.; Strydom, A.; Pape, S.E.; Bianchi, D.W.; Sherman, S.L.; Reeves, R.H. Down syndrome. 

Nat. Reviews. Dis. Primers 2020, 6, 9. https://doi.org/10.1038/s41572‐019‐0143‐7. 

74. Lee, M.J.; Maliakal, P.; Chen, L.; Meng, X.; Bondoc, F.Y.; Prabhu, S.; Lambert, G.; Mohr, S.; Yang, C.S. Pharmacokinetics of tea 

catechins after ingestion of green tea and (−)‐epigallocatechin‐3‐gallate by humans: Formation of different metabolites and in‐

dividual variability. Cancer Epidemiol. Biomark. Prev. 2002, 11, 1025–1032. 

75. Zeng, L.; Ma, M.; Li, C.; Luo, L. Stability of tea polyphenols solution with different pH at different temperatures. Int. J. Food 

Prop. 2017, 20, 1–18. https://doi.org/10.1080/10942912.2014.983605. 



Nutrients 2022, 14, 4167  24  of  24 
 

 

76. Scholl, C.; Lepper, A.; Lehr, T.; Hanke, N.; Schneider, K.L.; Brockmöller, J.; Seufferlein, T.; Stingl, J.C. Population nutrikinetics 

of green tea extract. PLoS ONE 2018, 13, e0193074. https://doi.org/10.1371/journal.pone.0193074. 

77. Li, N.; Taylor, L.S.; Mauer, L.J. Degradation kinetics of catechins in green tea powder: Effects of temperature and relative hu‐

midity. J. Agric. Food Chem. 2011, 59, 6082–6090. https://doi.org/10.1021/jf200203n. 

78. Andreu‐Fernández, V.; Almeida Toledano, L.; Pizarro, N.; Navarro‐Tapia, E.; Gómez‐Roig, M.D.; de la Torre, R.; García‐Algar, 

Ó. Bioavailability of Epigallocatechin Gallate Administered with Different Nutritional Strategies in Healthy Volunteers. Anti‐

oxidants 2020, 9, 440. https://doi.org/10.3390/antiox9050440. 

 


