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Résumé 

L'hypothyroïdie congénitale par dysgénésie thyroïdienne (HCDT, ectopie 

dans plus de 80 %) a une prévalence de 1 cas sur 4000 naissances vivantes. 

L’HCDT est la conséquence d'une défaillance de la thyroïde embryonnaire à se 

différencier, à se maintenir ou à migrer vers sa localisation anatomique (partie 

antérieure du cou), qui aboutit à une absence totale de la thyroïde (athyréose) ou à 

une ectopie thyroïdienne (linguale ou sublinguale). Les HCDT sont principalement 

non-syndromiques (soit 98% des cas sont non-familiale), ont un taux de 

discordance de 92% chez les jumeaux monozygotes, et ont une prédominance 

féminine et ethnique (i.e., Caucasienne). La majorité des cas d’HCDT n’a pas de 

cause connue, mais est associée à un déficit sévère en hormones thyroïdiennes 

(hypothyroïdie). Des mutations germinales dans les facteurs de transcription liés à 

la thyroïde (NKX2.1, FOXE1, PAX8, NKX2.5) ont été identifiées dans seulement 

3% des patients atteints d’HCDT sporadiques et l’analyse de liaisons exclue ces 

gènes dans les rares familles multiplex avec HCDT. Nous supposons que le 

manque de transmission familiale claire d’HCDT peut résulter de la nécessité d’au 

moins deux « hits » génétiques différents dans des gènes importants pour le 

développement thyroïdien.  

  Pour répondre au mieux nos questions de recherche, nous avons utilisé 

deux approches différentes: 1) une approche gène candidat, FOXE1, seul gène 

impliqué dans l’ectopie dans le modèle murin et 2) une approche en utilisant les 

techniques de séquençage de nouvelle génération (NGS) afin de trouver des 
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variants génétiques pouvant expliquer cette pathologie au sein d’une cohorte de 

patients avec HCDT. 

Pour la première approche, une étude cas-contrôles a été réalisée sur le 

promoteur de FOXE1. Il a récemment été découvert qu’une région du promoteur 

de FOXE1 est différentiellement méthylée au niveau de deux dinucléotides CpG 

consécutifs, définissant une zone cruciale de contrôle de l’expression de FOXE1. 

L’analyse d’association basée sur les haplotypes a révélé qu’un haplotype (Hap1: 

ACCCCCCdel1C) est associé avec le HCDT chez les Caucasiens (p = 5x10-03). 

Une réduction significative de l’activité luciférase est observée pour Hap1 

(réduction de 68%, p<0.001) comparé au promoteur WT de FOXE1. Une 

réduction de 50% de l’expression de FOXE1 dans une lignée de cellules 

thyroïdienne humaine est suffisante pour réduire significativement la migration 

cellulaire (réduction de 55%, p<0.05). Un autre haplotype (Hap2: ACCCCCCC) 

est observé moins fréquemment chez les Afro-Américain comparés aux 

Caucasiens (p = 1.7x10-03) et Hap2 diminue l’activité luciférase (réduction de 

26%, p<0.001). Deux haplotypes distincts sont trouvés fréquemment dans les 

contrôles Africains (Black-African descents). Le premier haplotype (Hap3: 

GTCCCAAC) est fréquent (30.2%) chez les contrôles Afro-Américains comparés 

aux contrôles Caucasiens (6.3%; p = 2.59 x 10-9) tandis que le second haplotype 

(Hap4: GTCCGCAC) est trouvé exclusivement chez les contrôles Afro-

Américains (9.4%) et est absent chez les contrôles Caucasiens (P = 2.59 x 10-6).    

Pour la deuxième approche, le séquençage de l’exome de l’ADN 

leucocytaire entre les jumeaux MZ discordants n’a révélé aucune différence. D'où 
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l'intérêt du projet de séquençage de l’ADN et l’ARN de thyroïdes ectopiques et 

orthotopiques dans lesquelles de l'expression monoallélique aléatoire dans a été 

observée, ce qui pourrait expliquer comment une mutation monoallélique peut 

avoir des conséquences pathogéniques. Finalement, le séquençage de l’exome 

d’une cohorte de 36 cas atteints d’HCDT a permis d’identifier de nouveaux 

variants probablement pathogéniques dans les gènes récurrents RYR3, SSPO, 

IKBKE et TNXB. Ces quatre gènes sont impliqués dans l’adhésion focale (jouant 

un rôle dans la migration cellulaire), suggérant un rôle direct dans les défauts de 

migration de la thyroïde. Les essais de migration montrent une forte diminution 

(au moins 60% à 5h) de la migration des cellules thyroïdiennes infectées par 

shRNA comparés au shCtrl dans 2 de ces gènes. Des zebrafish KO (-/- et +/-) pour 

ces nouveaux gènes seront réalisés afin d’évaluer leur impact sur l’embryologie de 

la thyroïde.  

Mots-clés: Hypothyroïdie congénitale, Thyroïde ectopique, Séquençage de 

nouvelle génération, Séquençage d’exome, Séquençage d’ARN, Migration, 

FOXE1 
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Abstract 

Congenital hypothyroidism by thyroid dysgenesis (CHTD) is a common 

disorder with prevalence at birth of 1 in 4000 live births. CHTD is the 

consequence of a failure of embryonic thyroid to differentiate or to migrate to its 

anatomical location (front of the neck), which leads to a total lack of thyroid 

(athyreosis) or an ectopic thyroid (lingual or sublingual). The most common 

category is ectopic thyroid diagnosis (up 85%). Most cases of CHTD have no 

known cause, but are associated with severe deficiency of thyroid hormones 

(hypothyroidism). The clinical diagnosis of hypothyroidism is usually possible 

only when permanent brain damage is already present. On the other hand, 

biochemical screening on the second day of life allows initiating replacement 

therapy from the second week of life, pre-empting severe intellectual deficit 

associated with the congenital hypothyroidism. Even with early treatment (an 

average of 9 days), loss of IQ, which is not exclusively due to the severity of 

hypothyroidism, can still be observed. Molecular markers may identify patients at 

risk for intellectual deficit (by e.g., genes involved in neuronal migration and the 

thyroid during development). These patients might benefit from early intervention 

to stimulate their neurocognitive development. 

Cases of CHTD are mainly non-syndromic and sporadic (in 98% of cases, 

there is no other affected in the family), have a discordant rate of 92% in 

monozygotic twins, and a female and ethnic (Caucasian) dominance. Germline 

mutations in thyroid-related transcription factors have been identified in only 3% 
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of patients with sporadic CHTD, and linkage analysis has excluded these genes in 

rare multiplex families with CHTD. In addition, non-penetrating mutations among 

close relatives (for Nkx2.5 gene) suggest that modifying genes as germline variants 

de novo copy number (CNV) and / or somatic mutations are associated with 

CHTD. 

To respond to this research questions, we used two different approaches: 1) 

a candidate gene approach studying FOXE1, the only gene involved in ectopic 

thyroid in the mouse model and, 2) an approach using next generation sequencing 

techniques (NGS) to find genetic variants that could explain this pathology using a 

cohort of mostly sporadic CHTD. Variants and genes discovered by these two 

different approaches have been validated and their functional impact on the 

thyroid gland was evaluated by several experiments.  

Keywords : Congenital hypothyroidism, Ectopic thyroid, Next generation 

sequencing, Exome sequencing, RNA sequencing, Migration, FOXE1 
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Chapitre I : Introduction 

1. La glande thyroïde 

1.1. Anatomie et embryogénèse de la glande thyroïde 

La glande thyroïde est un organe endocrinien impair et médian, situé sur la 

partie inférieure du cou, suite à sa descente depuis la base de la langue, le long du 

canal du thyréoglosse. La glande est constituée de deux parties latérales assez 

volumineuses, les lobes gauches et droits, reliés entre eux sur la ligne médiane par 

une partie mince et étroite appelé isthme, située sur l'antéro-externe du larynx et la 

trachée, au niveau des deuxième et troisième anneaux trachéaux. La glande 

thyroïde normale pèse environ 30 grammes, mesure environ 5 cm de large et 5 cm 

de haut. Cette glande est plus grosse chez les femmes, et augmente encore de 

volume pendant la grossesse [1, 2]. 

1.1.1. Embryologie 

Chez tous les vertébrés, la thyroïde en développement est d'abord visible 

comme un épaississement de l'épithélium endodermique émergent à la partie la 

plus antérieure de l'intestin antérieur, nommé « foramen caecum » chez l'humain. 

Cette ébauche de thyroïde médiane est visible à E8-8.5 jours chez les souris, à 24 

hpf chez le poisson zèbre et à E20-22 jours chez l'humain (Tableau 1 et Figure 1). 

À ce moment, les cellules thyroïdiennes primitives ont déjà une signature 

moléculaire distincte, avec une co-expression des quatre facteurs de transcription 
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HHEX, NKX2.1, PAX8 et FOXE1 (facteurs de transcription qui seront discutés en 

détails plus bas). Par la suite, la thyroïde primitive se déplace progressivement 

pour atteindre sa position finale, à la septième semaine chez l'homme.  

 

Figure 1 : Expression des facteurs de transcription durant les étapes du 

développement de la glande thyroïde [3] 

 

Il est important de souligner que l’expression des quatre facteurs de transcription 

mentionnés précédemment se fait durant toutes les étapes de développement, à 

partir de l’étape de spécification (E20-22 pour l’humain et E8.5-9.5 chez la souris) 

[3]. Chez la souris, le bourgeon se détache à E10.5 et migre pour atteindre sa 

position finale à E13.5 [4, 5].  
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Tableau 1 : Évènements morphogénétiques clés au cours du développement de la 

thyroïde chez les différentes espèces [4] 

Espèces Spécification
*
 Bourgeonnement Migration Formation follicule 

Humain E20-22 E24 E25-50 E70 

Souris E8.5 E10 E10.5-13.5 E15.5 

Poisson zèbre 24 hpf 32 hpf 35-45 hpf 55 hpf 

 : spécification de l’ébauche thyroïdienne 

 

Selon les espèces, les glandes thyroïdes définitives ont une forme qui est 

différente, sans qu’il y ait un motif distinctif lié aux grands groupes de vertébrés. 

Chez l’homme ainsi que chez la plupart des mammifères, mais aussi chez quelques 

reptiles (exemple : crocodiles), la thyroïde a une structure bilobée en forme de 

papillon, avec les lobes reliés par un isthme mince situé en avant de la trachée 

proximale. Chez les oiseaux et la plupart des reptiles, la thyroïde est complètement 

séparée en deux organes distincts. Enfin chez les poissons, la thyroïde n’est pas 

encapsulée mais est plutôt constituée d'un nombre variable de structures 

folliculaires, qui sont plus ou moins reliées entre elles et sont distribuées sur la 

ligne médiane au milieu du mésenchyme subpharyngial (Figure 2) [6]. 
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Figure 2 : Anatomie de la thyroïde chez différentes espèces (modifiée de [6]) 

 

La glande thyroïde mature provient de deux structures embryonnaires 

distinctes, qui sont d’une part un diverticule situé au niveau de la paroi ventrale 

médiane du pharynx, constitué des cellules folliculaires et de l’autre les corps 

ultimo-branchiaux [5, 7]. Au cours de la quatrième semaine, un épaississement 

endodermique apparait dans la moitié inférieure du pharynx primitif, entre les 

première et deuxième poches pharyngées (Figure 3) [1].  
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Figure 3 : Embryologie de la glande thyroïde autour de la quatrième semaine [1] 

Au cours des trois semaines suivantes, le tissu thyroïdien primitif descend 

en avant de l’os hyoïde et des cartilages du larynx, pour arriver à la base du cou. 

Le canal thyréoglosse, qui est attaché au niveau ventral du pharynx où il contribue 

à former la langue, se rétracte et se résorbera par la suite. La forme initiale de la 

glande thyroïde est plutôt sphérique et devient bilobée lors de son élargissement, 

prenant ainsi sa place définitive lorsque le cou de l’embryon s’allonge, à la fin de 

la septième semaine de grossesse [1, 2]. 

Pendant la septième semaine, les corps ultimo-branchiaux (formés par une 

partie centrale et deux parties latérales, desquelles la glande thyroïde provient), 

sont originaires des quatrième et cinquième poches pharyngées, fusionnent entre 

eux vers E60, se détachant du pharynx [1, 2]. Ces parties latérales sont issues de 

cellules de la crête neurale et apportent à la glande thyroïde les cellules 

parafolliculaires (ou cellules C), productrices de la calcitonine. La thyroïde est 

alors fonctionnelle, mais les cellules qui la constituent ne sont pas toutes 

différenciées (cellule précurseur de thyrocytes). La différenciation se termine 
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autour de la onzième semaine avec le fœtus produisant les premières hormones 

thyroïdiennes [2]. Cependant, il a été montré récemment que des cellules 

productrices de calcitonine sont présentes dans des thyroïdes ectopiques linguales, 

ce qui ne devrait pas être le cas. En effet, les corps ultimo-branchiaux étaient 

connus pour être la seule source de cellules C, ils font leur apparition après la 

migration, autrement dit après E50. Il en a été conclu que les corps ultimo-

branchiaux ne sont pas la seule source de calcitonine [8, 9]. 

1.2. Hormones thyroïdiennes 

Les facteurs de transcription jouent un rôle très important dans 

l’organogénèse et l’histogénèse.  

1.2.1. Structure des hormones thyroïdiennes 

Les hormones produites par la glande thyroïde sont issues d’un acide 

aminé : la tyrosine. Elles contiennent une partie acide, caractérisée par un 

groupement COOH, une partie primaire caractérisée par un groupement NH2, deux 

groupements phénols sur lesquels sont fixés des atomes d’iode. L’hormone T3 (ou 

triiodothyronine, forme active à durée de vie courte) comprend 3 atomes d’iode, 

tandis que l’hormone T4 (ou thyroxine, forme inactive à durée de vie longue) en 

possède 4 (Figure 4) [2]. 
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Figure 4 : Structure des hormones thyroïdiennes (basée à partir de [10]) 

1.2.2. Synthèse des hormones thyroïdiennes 

La première étape de la synthèse des hormones thyroïdiennes consiste en la 

capture des ions iodures au niveau de la circulation sanguine par les cellules 

folliculaires thyroïdienne (Figure 5). L’ion iodure (I-) sanguin est alors capté au 

niveau de la membrane basolatérale de la cellule folliculaire par un mécanisme de 

transport actif utilisant une pompe à iodure (symporteur Na+/I- ou Natrium Iodide 

Symporter (NIS)). Le captage de cet ion iodure est dépendant du gradient Na+ 

transmembranaire. Le gradient de Na+ établi entraîne l’entrée de I- contre un 

gradient de K+ par l’action de la Na+/K+ ATPase. Ensuite, l’ion iodure franchit la 

membrane apicale par un canal anionique de façon passive et se retrouve dans la 

lumière folliculaire. Ce canal au niveau de la membrane apicale appartient à la 

famille des cotransporteurs de sodium/glucose SLC, appelé SCL26A4 ou pendrine 

(PDS). 
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La deuxième étape consiste en une réaction d’oxydation appelée 

« organification de l’iodure » par une enzyme spécifique : la thyropéroxydase ou 

TPO. Dans la lumière folliculaire, I- est oxydé en iode (I) par la TPO, une enzyme 

catalytique située au niveau de la membrane apicale de la cellule folliculaire. Cette 

étape d’oxydation se réalise sous l’action de peroxyde d’hydrogène (H2O2), qui est 

formé par l’oxydation de NADPH + O2 par les protéines NADPH-oxydases 

(THOX1 et THOX2 pour THyroid OXydase, ou « DUOX1 et DUOX2 » pour 

DUal OXydase). Il s’ensuit une étape de fixation de l’iode au pôle apical, dans la 

substance colloïde. Cette fixation se réalise en position 3 ou 5 sur un radical 

tyrosine de la thyroglobuline (TG), via la TPO, formant ainsi des composés 

monoiodés (MIT ou 3-monoiodotyrosine) et diiodés (DIT ou 3-5-diiodotyrosines), 

qui sont les précurseurs des hormones thyroïdiennes. Le couplage intramoléculaire 

de ces iodotyrosines dans la lumière folliculaire génère la formation puis le 

stockage des hormones T3 (MIT+DIT) et T4 (DIT+DIT) [2]. 
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Figure 5 : Schéma de synthèse des hormones thyroïdiennes [11] 

1.3. Contrôle de la fonction thyroïdienne 

L’hormone protiréline (ou TRH pour thyrotropin-releasing hormone) est 

produite par l'hypothalamus et sa libération va stimuler la glande hypophyse 

(pituitaire), afin d'augmenter la production et la libération de l'hormone 

thyrotropine (TSH pour thyroid-stimulating hormone). La TSH se lie à ses 

récepteurs au niveau de la glande thyroïde pour stimuler la synthèse et la sécrétion 

des hormones thyroïdiennes (HT), la thyroxine (T4) et la triiodothyronine (T3). 

Les taux des hormones T3 et T4 circulantes sont maintenus par des mécanismes de 

contrôle rétroactifs en agissant sur l'hypothalamus et l'hypophyse, stoppant ainsi la 

sécrétion de TRH et de TSH, respectivement (Figure 6) [12]. Lorsque les niveaux 

des hormones T4 sont faibles, la production de la TSH au niveau de l’hypophyse 
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augmente, et inversement. Le rétro-contrôle s’effectue localement par la T3 (suite 

à la conversion de la T4 en T3), en agissant principalement par la régulation de 

l’expression des gènes avec la liaison des récepteurs nucléaires thyroïdiens 

(discutés à la section suivante) [13]. 

 

Figure 6 : Axe Hypothalamus-Hypophyse-Thyroïde [12]. Les rétro-contrôle et 

différents sites pouvant altérer la fonction thyroïdienne sont représentés par des 

cercles numérotés. 

1.4. Les récepteurs nucléaires thyroïdiens 

Les récepteurs nucléaires thyroïdiens (RT) sont une classe de récepteurs 

nucléaires qui sont activés par liaison avec les hormones thyroïdiennes. L’action 

des hormones thyroïdiennes s’effectue par l’intermédiaire de ces TRs (TRα1, 
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TRα2 et TRβ1, TRβ2), qui sont respectivement encodés par 2 gènes THRA et 

THRB [12]. Les différents RTs ont un profil d’expression tissus-spécifique, 

comme par exemple le TRα1 principalement dans le cerveau et le cœur [14]. Des 

études ont permis de mettre en évidence le rôle des divers récepteurs nucléaires 

thyroïdiens, particulièrement TRβ2 qui est crucial dans le rétro-contrôle des 

hormones thyroïdiennes et TRβ1 impliqué dans la régulation de la TSH sérique. 

Par contre, le rôle des TRα1 sur le rétro-contrôle ne semble pas clair, tandis que 

TRα2 ne lie pas la T3 [13].  

Afin d’exercer leurs actions, les HT entrent dans les cellules par un 

mécanisme ATP-dépendant, via des transporteurs monocarboxylates spécifiques 

(MCT8 et MCT10) et des protéines organiques transporteur d'anions (OATPs) 

[15]. Une fois les HT thyroïdiennes dans les cellules, la T4 est convertie en T3 par 

des enzymes spécifiques, les déionidases (DIO1 et DIO2), permettant ainsi 

d’augmenter le niveau des hormones actives (T3) afin qu’elles activent les TRs 

tissus-spécifique. Au contraire, la DIO3 est responsable de l'inactivation des 

hormones thyroïdiennes en convertissant respectivement la T4 et la T3 en rT3 et 

T2. Finalement, les TRs régulent l’expression des gènes en se liant, sous forme 

d’hétérodimère avec les récepteurs X rétinoïdes (RXR), aux TREs (Thyroid 

Response Element) des gènes cibles [15]. 
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2. Pathologies de la thyroïde 

2.1. Hypothyroïdie 

2.1.1. Thyroïdite de Hashimoto 

En 1912, Hakaru Hashimoto a décrit quatre patients avec un trouble 

chronique de la thyroïde qu'il a appelé «goitre lymphomateux». Plusieurs années 

plus tard, des anticorps anti-thyroïdiens ont été rapportés chez des patients atteints 

de cette maladie. Cette pathologie, la thyroïdite auto-immune, connue sous le nom 

de thyroïdite de Hashimoto, est caractérisée par une infiltration de la glande 

thyroïde par des cellules inflammatoires, souvent suivie d'une hypothyroïdie due à 

la destruction et au remplacement de la fibre de tissu parenchymateux [16-18]. 

Depuis plusieurs années, la thyroïdite de Hashimoto a été considérée comme une 

entité clinico-pathologique bien définie, et qui est caractérisée par la présence d'un 

goitre et d’auto-anticorps thyroïdiens sériques [17]. Des auto-anticorps contre les 

antigènes spécifiques à la thyroïde se développent, et les deux principaux 

antigènes dans cette pathologie sont la thyroglobuline (Tg) et la thyroperoxydase 

(TPO). La thyroïdite de Hashimoto affecte jusqu'à 2% de la population générale, 

sans prédilection ethnique importante [17, 19-21]. 

2.1.2. Thyroïdite de De Quervain 

La thyroïdite de De Quervain (aussi appelée thyroïdite subaigüe ou 

thyroïdite granulomateuse subaigüe) est une maladie inflammatoire de la glande 

thyroïde [22, 23]. En 1904, Fritz de Quervain a différencié cette maladie des autres 

formes de thyroïdite par sa pathologie. En effet, la présence de cellules géantes et 
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granulomateuses dans la thyroïde des individus atteints est pathognomonique. La 

thyroïdite de De Quervain est une maladie rare chez l'adulte et très rare chez les 

enfants, et semble avoir une prédominance chez les femmes [24, 25]. La 

pathogénie de cette maladie n'est pas bien comprise, mais il semblerait qu’elle soit 

induite par une infection virale. 

Cette pathologie se caractérise par une destruction en plusieurs étapes de 

l'épithélium folliculaire et de la perte de l'intégrité folliculaire de la glande 

thyroïde. Enfin, la thyroïdite de De Quervain débute d’abord par une douleur au 

niveau de la glande thyroïde, accompagnée par une thyrotoxicose, suivie d’une 

hypothyroïdie transitoire, avant un retour à un état normal [22, 25, 26].  

2.1.3. Hypothyroïdie congénitale 

Comparativement à l’hypothyroïdie acquise chez l’adulte (paragraphes 

précédents), qui est essentiellement auto-immune et qui consiste en une 

destruction progressive de la glande thyroïde par leur système immunitaire, 

l’hypothyroïdie congénitale est une pathologie présente dès la naissance et 

permanente, ayant des origines différentes qui seront traitées dans les paragraphes 

suivants. 

2.1.3.1. Définition et dépistage 

La première fois que le terme « hypothyroïdie congénitale » a été employé, 

ce fut à la fin des années 40 par Radwin et al., en décrivant le cas d’un enfant avec 

une hypothyroïdie associée à des caractéristiques de déficience intellectuelle 

sévère et de retard de croissance [27, 28]. Puisque le diagnostic se basait sur le 
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quotient intellectuel (QI), qui était bas, ainsi qu’un déficit d’apprentissage, il était 

malheureusement trop tard pour pouvoir restaurer le potentiel cognitif des enfants 

atteints [29].  

De nos jours, un dépistage pré-symptomatique basé sur des méthodes 

biochimiques comme un dosage des taux de TSH et de la T4 dans les premiers 

jours après la naissance permet d’identifier les nouveau-nés atteints avant 

l’expression de la maladie. Cependant, même avec un traitement précoce (en 

moyenne à 9 jours), une certaine perte de QI, peut encore être observée [30]. De 

plus, il a été établi une « liste » de divers signes cliniques chez des patients atteints 

d’hypothyroïdie congénitale, qui ne sont pas toujours flagrants lors du dépistage 

prénatal (Tableau 2) [29].  

Tableau 2 : Signes cliniques de l'hypothyroïdie congénitale [29] 

Faciès particulier : ensellure nasale, macroglossie, chevelure abondante 

Peau sèche, marbrée, ictère néonatal persistant 

Cernes bleuâtres péri-narinaires et péribuccales 

Fontanelles très larges (en particulier la postérieure) 

Distension abdominale, hernie ombilicale 

Constipation, surtout si l’enfant est nourri au sein 

Difficultés à la succion, pleurs rauques 

Hypotonie, hypoactivité 
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2.1.3.2. Hypothyroïdie congénitale permanente 

L’hypothyroïdie congénitale (HC) permanente peut se classer en trois 

grandes sous-catégories, qui sont l’HC primaire, l’HC centrale et l’HC 

périphérique [29].  

L’HC primaire est constituée à son tour de deux différents sous-

diagnostics, qui sont la dysgénésie thyroïdienne et les troubles de 

l’hormonosynthèse (ou dyshormonogénèse), qui vont être détaillés ci-après. L’HC 

centrale se caractérise par un problème au niveau de l’hypothalamus ou de 

l’hypophyse. Enfin, l’HC périphérique ne se définit pas par un problème au niveau 

de la circulation des hormones thyroïdiennes à travers l’organisme, mais plutôt par 

un problème de transport des hormones thyroïdiennes à travers la membrane 

cellulaire, une résistance à ces hormones au niveau des organes cibles ou à un 

catabolisme accru (« consumptive hypothyroidism »). 

2.1.3.2.1. Diagnostic et traitement de l’hypothyroïdie primaire 

Le dépistage est réalisé à deux jours de vie, en collectant sur un papier 

buvard quelques gouttes de sang au talon au nourrisson, afin de doser les taux de 

TSH et d’hormones thyroïdiennes. En présence d’un résultat anormal, le dépistage 

est ensuite confirmé par prélèvement veineux et scintigraphie lors de la première 

visite médicale à environ 7-10 jours de vie. Cette visite permet de préciser le 

diagnostic (dysgénésie ou dyshormonogénèse) et d’instaurer le plus rapidement le 

traitement substitutif (Figure 7). 

Hypothermie 
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Figure 7 : Algorithme diagnostic de détection de l'hypothyroïdie congénitale 

primaire [28]. Suivant les valeurs de TSH et T4 mesurées chez les nouveau-nés et 

avec l’aide de scintigraphie, les cliniciens peuvent établir un diagnostic d’HC par 

dysgénésie ou dyshormonogénèse. 

Il est en effet crucial de commencer le traitement le plus tôt possible afin 

d’éviter tout retard de développement, exprimé en perte de points de quotient 

intellectuel (Q.I.). Le traitement donné par les cliniciens consiste en 

l’administration de lévothyroxine (ou L-thyroxine), qui est une forme synthétique 

de la T4 ou thyroxine, qui remplacera le déficit hormonal et qui normalisera les 

taux de TSH et de T4 sériques [29]. 

2.1.3.2.2. Dysgénésie thyroïdienne 

La dysgénésie se définit par un problème survenu lors du développement 

embryologique de la glande thyroïde. Avec une incidence de 1 cas toutes les 4000 
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naissances environ, une fréquence plus élevée chez les femmes (ratio 3:1) et une 

fréquence moins élevée chez les descendants noirs africains (1:35,000), l’HCDT 

est une maladie hétérogène [31]. Plusieurs sous-catégories sont retrouvées, la plus 

fréquente (environ 75 %) est l’ectopie (soit la glande thyroïde qui n’a pas migrée 

complètement), l’agénésie (absence complète de tissu thyroïdien ou athyréose, 

environ 15 %) qui se caractérise par une absence totale de glande thyroïde, 

l’hypoplasie et enfin l’hémiagénésie [29]. La dysgénésie thyroïdienne représente, 

dans les pays n’ayant pas de carence en iode, le plus grand pourcentage des cas 

d’HC avec 65 à 85 % des enfants diagnostiqués, selon les seuils de détection 

appliqués [32-34].  

Dans les cas d’ectopies, la glande se trouve généralement le long de la voie 

du canal thyréoglosse, qui est le chemin emprunté par la thyroïde en 

développement entre la base de la langue à l’emplacement définitif situé dans la 

partie antérieure du cou [5, 32, 34]. 

2.1.3.2.2.1. Mécanismes moléculaires et facteurs 

génétiques 

La dysgénésie thyroïdienne est généralement considérée comme 

sporadique, mais certaines données épidémiologiques suggèrent une composante 

génétique [32]. Certains gènes ont été impliqués comme cause de dysgénésie 

thyroïdienne, mais ne rendent compte que d’un petit nombre de cas (moins de 3 

%) [35, 36]. Il s'agit notamment des gènes PAX8 [37], TTF-2 (ou FOXE1) [38], 

NKX2.1 [39] et NXK2.5 [40]. Ils codent pour des facteurs de transcription qui sont 
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exprimés à la fois lors de l'embryogénèse de la thyroïde et dans la glande 

« mature » [28, 32]. De plus, il semblerait que dans les quelques cas de dysgénésie 

familiale (environ 2 % des dysgénésies), des facteurs de prédisposition génétique 

dominants soient impliqués [41], cependant aucun cas familiaux à transmission 

dominante claire n’a été rapporté. 

 Ces avancées au niveau de la biologie développementale, réalisées grâce 

aux études menées chez la souris, ont permis l’identification des bases génétiques 

de certains cas de dysgénésies thyroïdiennes (Tableau 3). Les différents modèles 

de souris présentés dans les tableaux 3 sont des souris KO (-/-) pour les gènes en 

questions [42]. Il y est également rapporté si des patients atteints d’HCDT ont déjà 

été montrés avec des mutations chez certains de ces gènes. Bien qu’un dépistage 

systématique des mutations pour certains gènes dans les formes monogéniques est 

observé (cas syndromiques), ce dernier n’est actuellement pas justifié en clinique, 

car leur occurrence est trop basse car plus de 95% des cas d’HCDT n’ont pas de 

causes moléculaires connues, ce qui justifie les projets présentés dans cette thèse.  

Tableau 3 : Modèles de souris transgéniques pour la dysgénésie thyroïdienne [42] 

Modèles de 
souris 

transgéniques 

Maladie humaine 
extrathyroïdale 

Étude cohorte HCDT avec 
dépistage systématique  

Patients 
avec HCDT Réf. 

Eya1 Syndrome branchio-oto-
rénal - - [43] 

Foxe1 Syndrome de Bamforth Oui Oui [38] 

Hes1 - - -  

Hhex - Oui Non [44] 

Hoxa3 - - -  

Hoxb3 - - -  

Hoxd3 - - -  
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Isl1 - Oui Non [45] 

Nkx2-1 Syndrome cerveau-
poumon-thyroïde Oui Oui [46] 

Nkx2-5 Malformations 
cardiaques Oui Oui [40] 

Pax8 Dysgénésie rénale Oui Oui [37] 

 

Après les études développementales réalisées chez la souris, permettant de 

conclure au rôle de certains gènes (autre que les facteurs de transcription 

spécifiques à la thyroïde) dans les HCDT, plusieurs études ont pu mettre en avant 

le fait que certains gènes seraient responsables de dysgénésies chez l’humain 

(Tableau 4). 

Tableau 4 : Gènes humains et modèles animaux pour les dysgénésies 

thyroïdiennes [47] 

Gènes Espèces Phénotype thyroïdien Référence 
FOXE1 Humain Athyréose [48] 
GLIS3 Humain Hypoplasie [49] 

NKX2.5 Humain Thyroïde in situ avec hypothyroïdie primaire [40] 
PAX8 Humain Hypoplasie [37] 

SALL1 Humain Thyroïde in situ avec hypothyroïdie primaire [50] 
TBX1 Humain Thyroïde in situ avec hypothyroïdie primaire [51] 

NKX2.1 Humain Thyroïde in situ avec hypothyroïdie primaire légère [39] 
UBR1 Humain Thyroïde in situ avec hypothyroïdie primaire [52] 
NTN1 Humain Ectopie [53] 

Chordin Souris Hypoplasie [54] 
Edn1 Souris Hypoplasie, isthme absent [55] 
Eya1 Souris Hypoplasie [56] 
Fgf10 Souris Athyréose [57] 

Fibulin-1 Souris Hypoplasie [58] 
Foxe1 Souris Ectopie ou athyréose [59] 
Frs2 Souris Hypoplasie, défaut de bilobation [60] 
Hes1 Souris Hypoplasie [61] 
Hhex Souris Athyréose [62] 

Hoxa3 Souris Hypoplasie, défaut de bilobation [63, 64] 



 

 20 

Hoxa5 Souris Follicule thyroïdien vide  [65] 
Hoxb3 Souris Ectopie dans Hoxa3 Hoxb3 double mutant [64] 
Hoxd3 Souris Ectopie dans Hoxa3 Hoxd3 double mutant [64] 

Isl1 Souris Hypoplasie de la placode thyroïdienne  [66] 
Nkx2.1/Titf1 Souris Athyréose [67] 

Nkx2.5 Souris Hypoplasie [40] 
Pax3 Souris Hypoplasie, défaut de bilobation [68] 
Pax8 Souris Athyréose [69] 
Shh Souris Hémiagénésie [70] 

Tbx1 Souris Hypoplasie, défaut de bilobation [51] 
Twisted Souris Perte de l’expression de Hhex à l’étape de bourgeon [71] 

ace zebrafish Hypoplasie [72] 
bon zebrafish Athyréose [73] 
cas zebrafish Athyréose [74] 
cyc zebrafish Hypoplasie [74] 
fau zebrafish Athyréose [75] 

hand2 zebrafish Athyréose ou hypoplasie [72] 
hhex zebrafish Athyréose ou hypoplasie [74] 

nkx2.1a zebrafish Athyréose [74] 
noi (pax2.1) zebrafish Athyréose [76] 

oep zebrafish Athyréose [74] 
ntn1a zebrafish Ectopie [53] 

 

Parmi tous les facteurs de transcription mentionnés dans le tableau 4, 

certains jouent un rôle plus important que d’autres et seront décrits ci-dessous. Le 

fait qu’ils sont introduits par rapport aux autres s’explique parce qu’ils sont soit 

impliqués dans l’embryologie de la glande thyroïde chez l’humain (expliqué 

précédemment), soit impliqués dans des cas syndromiques d’HCDT. 

2.1.3.2.2.2. FOXE1 

FOXE1 (forkhead box E1), connu aussi comme « facteur de transcription 

thyroïdien 2 » (TTF2), ou aussi « forkhead drosophila homolog-like 15» 

(FKHL15), est un membre de la famille des facteurs de transcription « winged 
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helix/forkhead », avec un domaine d'ADN conservé de liaison appelé fkh (pour 

forkhead), se situant sur le chromosome 9q22.3 [77, 78]. FOXE1 est un gène 

constitué d’un seul exon, codant pour une protéine de 38-42 kDa, contenant une 

succession d’alanine de 11 à 19 résidus (« polyalanine stretch »). Ce facteur de 

transcription a été initialement identifié comme une protéine nucléaire spécifique à 

la thyroïde, capable de reconnaitre et de se lier à une séquence d'ADN présente à la 

fois dans les promoteurs des gènes de la thyroglobuline (TG) et de la 

thyroperoxydase (TPO), sous stimulation hormonale [77-79]. FOXE1 est exprimé 

au niveau de la thyroïde embryonnaire, mais aussi dans de nombreux tissus 

comme les testicules, l’épiderme (follicule pileux), le cœur et le placenta [80, 81]. 

Bien qu’exprimé dans la glande thyroïde, FOXE1 l’est également au cours 

du développement dans d’autres tissus dérivés des arches pharyngées, comme la 

langue, l’œsophage ou l’hypophyse antérieure [3, 82]. Les études animales ont mis 

en évidence le rôle crucial de FOXE1 dans la migration embryonnaire de la glande 

thyroïde. Les souris knock-out homozygotes FOXE1 n’ont pas de glande thyroïde 

à la naissance. Cependant, au jour embryonnaire E11.5 la glande thyroïde est soit 

ectopique soit absente (athyréose) [59]. En outre, l'expression de FOXE1, induite 

par PAX8, est requise pour la migration des cellules thyroïdienne chez l’embryon 

de souris [83]. 

Chez l’humain, les mutations bialléliques de FOXE1 sont associées à un 

syndrome particulier combinant athyréose, fente palatine et cheveux hérissés 

(syndrome de Bamforth-Lazarus, de transmission autosomique récessive). De plus, 

ces patients subissent des conséquences cognitives défavorables, malgré un 
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traitement, du fait que FOXE1 joue un rôle dans le développement du système 

nerveux central [28, 48, 77]. Les mutations homozygotes rapportées de ce gène 

dans le syndrome de Bamforth-Lazarus sont au nombre de 3 (Tableau 5) : p.A65V 

chez deux frère atteints d’HC avec athyréose [48], p.S57N chez deux frères 

atteints d’HC avec athyréose transmis de parents consanguins [84] et p.R102C 

atteints d’HC avec une possible hypoplasie transmis de parents consanguins [85]. 

Ces trois mutations entrainent aussi une fente palatine. De plus, les patients 

porteurs de p.A65V et de p.R102C présentent une atrésie des choanes. Finalement, 

les porteurs de p.A65V présentent une épiglotte bifide [77]. Enfin, il est important 

de souligner qu’aucun cas d’ectopie n’a été rapporté chez l’humain, ayant une 

mutation biallélique de FOXE1, comparativement à ce qui a été montré chez la 

souris. Par contre, quelques cas d’ectopies ont été montrés avec des 

polymorphismes affectant la longueur du « polyalanine stretch » au sein de la 

protéine [86]. Une liste non-exhaustive des mutations ayant déjà été rapportées est 

présentée dans le tableau 5 (source : site OMIM, recherche du 26.03.2016). 

Tableau 5 : Résumé des mutations répertoriées du gène FOXE1 

Mutations État Nombre d'individus 
atteints d'HCDT  Atteinte thyroïdienne Référence 

p.A65V Homozygote 2 
Athyréose, fente palatine, 

atrésie des choanes et 
épiglotte bifide 

[38] 

p.S57N Homozygote 2 Athyréose et fente palatine [84] 

p.R102C Homozygote 1 Hypoplasie, fente palatine et [85] 
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atrésie des choanes 

 

2.1.3.2.2.3. NKX2.1 

Le gène NKX2.1 (TTF-1, TITF-1 ou T/ebp) codant pour un facteur de 

transcription à domaine homeobox de la famille NKX2, est situé sur le 

chromosome 14q13 et contient 3 exons. NKX2.1 est exprimé au niveau de la 

thyroïde (en développement et mature), du cerveau en développement, de 

l'hypophyse postérieure, ainsi que du poumon. Il contrôle à la fois la 

morphogénèse, la différenciation cellulaire, ainsi que la transcription des gènes 

spécifiques à la thyroïde [80, 87]. Les études chez le modèle murin ont permis de 

montrer que les souris knockout homozygotes (nkx2.1 -/-) ne survivent pas après la 

naissance (au contraire des hétérozygotes, nkx2.1 wt/-), en raison d’une 

malformation sévère des poumons. De plus, elles présentent une absence de 

thyroïde et d’hypophyse [67]. De plus, NKX2.1 joue un rôle dans la régulation de 

plusieurs gènes impliqués dans la thyroïde, comme la thyroglobuline (TG) en se 

liant sur son promoteur, mais aussi les gènes TPO, HHEX, TSHR, PDS (ou 

SLC26A4) et NIS (ou SLC5A5) [79, 88-90]. La majorité des patients atteints d’HC 

avec des mutations du gène NKX2.1 présentent aussi des symptômes pulmonaires 

variables, ainsi que les troubles neurologiques, comme l’ataxie ou des troubles du 

mouvement par exemple [28]. Une liste non-exhaustive des mutations répertoriées 

avec phénotype thyroïdien est résumée dans le tableau 6 (source : site OMIM, 

recherche du 26.03.2016 et ajout de 2 études majeures). 
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Tableau 6 : Résumé des mutations répertoriées du gène NKX2.1 

Mutations État Nombre de cas 
atteints d'HC  Symptômes cliniques Référence 

p.V45F Hétérozygote 1 
Athyréose apparente à la 

naissance (hypoplasie plus tard) 
et dysfonction pulmonaire 

[39] 

2bp INS - 
2595GG Hétérozygote 1 

Thyroïde normale, infection 
pulmonaire modérée, 
choréoathétose sévère 

Délétion du 
gène Hétérozygote 1 

Hypoplasie, détresse respiratoire 
et infection pulmonaire sévère et 

choréoathétose sévère 

c.G2626T  Hétérozygote 1 
Hypoplasie, détresse respiratoire 
modérée et infection pulmonaire 
sévère et choréoathétose sévère 

c.C2519A  Hétérozygote 1 Hypoplasie et choréoathétose 
sévère 

c.C1302A  Hétérozygote 1 Athyréose, détresse respiratoire 
sévère et hypotonie musculaire 

p.E175X Hétérozygote 4 HC, dysfonction pulmonaire et 
choréoathétose [91] 

1bp INS - 255G Hétérozygote 1 
Thyroïde normale, infection 

pulmonaire nécessitant 
ventilation mécanique 

[92] 

IVS2AS, A-G, -
2 (épissage 
exon 2-3) 

Hétérozygote 4 HC, détresse respiratoire 
néonatale et choréoathétose [93] 

c.I207F Hétérozygote 1 

Thyroïde normale, HC primaire 
modéré, détresse respiratoire 

sévère avec hypertension 
pulmonaire 

[94] 

376-2A>G Hétérozygote 2  
(jumeaux MZ) 

P1: Athyréose, détresse 
respiratoire, infection 

pulmonaire, retard psychomoteur 
et hypotonie 

P2: Hémiagénèse 

[95] 
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c.L176V Hétérozygote 1 Hypoplasie, retard psychomoteur 
et hypotonie c.Q210P Hétérozygote 1 

17 mutations ponctuelles & 10 
délétions 101 

Divers selon les cas (dysfonction 
thyroïdienne, maladie 

pulmonaire, déficit neurologique) 
[96] 

 

2.1.3.2.2.4. PAX8 

Le gène PAX8 (paired box) est un facteur de transcription de la famille des 

protéines Pax, composée de neuf membres, jouant un rôle important dans le 

développement des cellules thyroïdiennes lorsque le bourgeon thyroïdien descend 

à partir de la base du pharynx [97, 98]. Le gène codant pour PAX8 se situe sur le 

chromosome 2q12-q14 et est constitué d’une séquence de 12 exons [11, 98]. Ce 

gène joue un rôle très important dans la thyroïde en développement, à partir des 

premiers jours embryonnaires et au moment de la spécification. De plus, il est 

exprimé dans les cellules folliculaires de la thyroïde au cours de toutes les étapes 

de développement, ainsi qu’à l'âge adulte, mais est aussi exprimé au niveau des 

reins. Des mutations dans ce gène sont donc associées non seulement à la 

dysgénésie thyroïdienne, mais aussi à des agénésies rénales unilatérales [5, 69, 80, 

87, 98, 99]. Plusieurs mutations ont été rapportées chez des patients atteints d’HC, 

dont une liste non-exhaustive est représentée dans le Tableau 7 (source : site 

OMIM, recherche du 26.03.2016 et ajout de 1 étude majeure). Les premières 

mutations, toutes à l’état hétérozygotes, furent publiées par Macchia et al  [37], 

avec p.A108X (ectopie) et p.A31H (hypoplasie) héritées de novo dans 2 familles 

respectivement et p.L62R (hypoplasie) dans une famille dont la mère et les 2 

enfants sont porteurs. Des études sur le modèle murin ont permis de mettre en 
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évidence que le bourgeonnement de la thyroïde se déroule normalement au sein 

des souris knockout homozygotes. Par contre, la thyroïde primitive (E11.5) 

présente une taille plus petite que chez les souris « wild-type » et les cellules 

folliculaires de la thyroïde à E12 sont absentes chez les souris KO. Il en résulte 

que ces souris ont une athyréose ainsi qu’un retard de croissance [69]. 

Tableau 7 : Résumé des mutations répertoriées du gène PAX8 

Mutations État Nombre d'individus 
atteints d'HCDT  Atteinte thyroïdienne Référence 

p.A108X Hétérozygote 1 Ectopie 

[37] p.A31H Hétérozygote 1 Hypoplasie 

p.L62R Hétérozygote 3 Hypoplasie 

p.C57Y Hétérozygote 2 Aplasie et Hypoplasie [100] 

p.S54G Hétérozygote 3 Hypoplasie (et agénésie rénale 
pour le père) [101] 

p.Q40P Hétérozygote 2 
Hypoplasie (mère: thyroïde 

normale avec hypothyroïdie auto-
immune) 

[102] 

p.S48F Hétérozygote 7 Variable (thyroïde normale à 
athyréose) [103] 

p.L16P Hétérozygote 3 (mère et 2 enfants) Hypoplasie (enfants) et glande en 
place (mère) 

[104] 
p.F20S Hétérozygote 2 (mère et fille) Hypoplasie 

p.D46fs Hétérozygote 2 (père et fils) Hypoplasie 

p.R133Q Hétérozygote 1 Hypoplasie 

 

2.1.3.2.2.5. NKX2.5 

Le gène NKX2-5 (appelé aussi CSX ou NKX2.5), situé sur le chromosome 

5q34, code pour un facteur de transcription à homéodomaine jouant un rôle crucial 
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dans la morphogenèse cardiaque. Il a été démontré dans plusieurs études que des 

mutations dans ce gène se retrouvaient chez les patients atteints de maladie 

cardiaque congénitale. Il est important de souligner que Dentice et al. ont montré 

la présence d’hypoplasie thyroïdienne chez des souris knockout homozygotes 

(Nkx2.5 -/-) comparativement à la souris WT, laissant supposer une diminution de 

la survie des cellules folliculaires de la thyroïde et de ce fait que ce gène peut jouer 

un rôle au cours du développement de la thyroïde [40]. De plus, cette étude a 

rapporté des mutations dans le gène NKX2.5 chez quatre patients (sur une cohorte 

de 241 patients) atteints d’hypothyroïdie congénitale, faisant en sorte que NKX2.5 

est un gène candidat pour certains cas d’HC avec malformation cardiaque [28, 32, 

40]. Ces trois mutations (c.G355T, p.A119S ; c.G482C, p.R161P; c.C73T, 

p.R25C) montrent une altération fonctionnelle importante, caractérisée par une 

réduction de la transactivation (Tableau 8, liste non-exhaustive; source : site 

OMIM, recherche du 26.03.2016). 

Tableau 8 : Résumé des mutations répertoriées du gène NKX2.5 

Mutations État Nombre d'individus 
atteints d'HCDT  Atteinte thyroïdienne Référence 

p.A119S Hétérozygote 1 Ectopie 

[40] p.R161P Hétérozygote 1 Ectopie 

p.R25C Hétérozygote 2 Ectopie et Athyréose 

p.S265R Hétérozygote 1 Athyréose [105] 
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À noter cependant, (i) bien que le modèle murin montre une hypoplasie, les 

quatre patients de l’étude de Dentice et al. ont une ectopie ou une athyréose et (ii) 

les parents porteurs de la mutation n’ont, semble-t-il, pas de phénotype thyroïdien. 

Par ailleurs, l’association entre mutation NKX2.5 et HCDT est remise en doute par 

van Engelen et al. [106], qui ne retrouvent pas d’association significative entre 

mutations NKX2.5 et anomalies cardiaques ou thyroïdiennes. Cependant, 

l’hypothèse d’une expression monoallélique au niveau du tissu pour les cas 

d’ectopies de l’étude de Dentice ne peut pas être exclue. 

2.1.3.2.2.6. HHEX 

Le gène HHEX (haematopoietically-expressed homeobox protein) est un 

facteur de transcription membre de la famille à homeobox, tout comme NKX2.1. Il 

se situe sur le chromosome 10q23.33, est constitué d’une séquence de 4 exons et 

comprend un homeodomaine de liaison à l’ADN de 60 acides aminés conservé 

entre les espèces. Initialement, l’expression de cette protéine fut découverte dans 

les cellules hématopoïétiques, mais de fortes expressions furent également 

retrouvées dans le foie et la thyroïde. Grâce à des études chez le modèle murin, il a 

été montré que ce gène est exprimé durant l’organogénèse dans les cellules 

précurseurs de la thyroïde et qu’il l’est également dans les cellules de la thyroïde 

adulte [107, 108]. Les souris knockout homozygotes (Hhex -/-) ne survivent pas 

après le jour E15.5, tandis que les embryons les plus sévèrement touchés 

(malformations dans d’autres organes, tels que le foie et le cerveau) n’expriment 

pas Foxe1 et Nkx2-1 à E8.5 et présentent une athyréose dans les étapes tardives du 

développement [62]. Les embryons Hhex +/- ont un phénotype bien moins sévère, 
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avec présence de spécification thyroïdienne mais une thyroïde hypoplasique. 

Aucun problème d’expression des facteurs Foxe1, Nkx2-1 ou Pax8 n’est noté à E9, 

tandis que l’expression de Foxe1 et Pax8 est fortement diminuée à E10. Ces 

données permettent donc de conclure que Hhex ne joue pas un rôle dans la 

spécification ou le bourgeonnement de la thyroïde mais plutôt dans le maintien de 

l’expression des trois facteurs Foxe1, Nkx2-1 ou Pax8 [83]. 

2.1.3.2.2.7. Autres mécanismes moléculaires 

Comme le mentionne De Felice et al. suite à diverses études, il y a une 

hiérarchisation de certains facteurs de transcription lors du développement de la 

glande thyroïde [5]. Comme exemple, nous pouvons citer le rôle présumé du gène 

Hhex, qui pourrait être de maintenir l’expression de l’ARNm des facteurs de 

transcription Nkx2.1, Foxe1 et Pax8 dans l’ébauche thyroïdienne. De plus, il est 

également mentionné que dans les embryons (-/-) pour Nkx2.1 et Pax8, l’ARNm 

de Hhex est indétectable dans la thyroïde, suggérant qu’ils sont requis pour 

maintenir l’expression de Hhex [5]. 

En prenant en considération les différents points énoncés précédemment, 

de nouveaux mécanismes s’éloignant d’un modèle de transmission mendélienne 

monogénique, une origine multigénique a été suggérée. Le groupe d’Amendola et 

al. a validé cette hypothèse par l’étude de souris double knockouts Titf1 (+/-) et 

Pax8 (+/-), qui présentent clairement des caractéristiques d’hypothyroïdie 

congénitale (TSH élevée, hormones thyroïdiennes diminuées, perte de poids et 

développement altéré de la thyroïde : hypoplasie) [109, 110]. Chez l’humain, la 

faible incidence d’HCDT chez les descendants noirs africains comparativement 
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aux Caucasiens, ainsi que l’accumulation connues de variants pathogéniques chez 

les Caucasiens, suggèrent un mécanisme oligogénique [31, 111]. Enfin, certains 

cas d’HCDT présentent une combinaison de mutations dans deux gènes différents 

[112, 113]. Hermanns et al. ont décrit une patiente atteinte d’athyréose qui 

présente de nouvelles mutations dans la séquence codante de NKX2.5 (héritée du 

père, 1er hit) et dans la région promotrice de PAX8 (héritée de la mère, 2ème hit). Le 

point intéressant à souligner dans cette étude est que le frère de la patiente, 

possédant également les mêmes mutations, est euthyroïdien avec une glande 

thyroïde en place [105], suggérant qu’un autre facteur est nécessaire afin d’être 

atteint d’HCDT (3e hit, facteur épigénétique ou une expression monoallélique 

aléatoire de ces gènes dans la thyroïde). 

Ceci nous laisse supposer que plusieurs autres points concernant les causes 

probables des dysgénésies thyroïdiennes, et plus particulièrement des ectopies, 

sont à considérer. Seraient-elles dues à des gènes encore non identifiés, à des 

phénomènes épigénétiques, ou bien à l’expression monoallélique aléatoire au 

niveau du tissu? Plusieurs études devront être réalisées afin de répondre au mieux 

à ces hypothèses. Cependant, certains éléments de réponses seront apportés à ces 

questions par les différents travaux réalisés au cours de cette thèse. 

Finalement, il est important de mentionner que l’environnement ne semble 

pas avoir d’effet sur les dysgénésies thyroïdiennes. En effet, il a été montré, grâce 

à une rétrospectives des cas d’ectopies et d’athyréoses (entre janvier 1990 et 

décembre 2005) qu’il n’y avait pratiquement pas de variation observée sur 

l’incidence des cas d’HCDT [114]. De ce fait, les infections virales pendant la 
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grossesse n’auraient très peu de rôle sur ces pathologies thyroïdiennes. De plus, il 

a été constaté que depuis la fortification en acide folique chez les femmes 

enceintes (utilisée pour éviter les anomalies du tube neural), il n’y a pas eu de 

modification sur la prévalence des thyroïdes ectopiques [115, 116]. 

2.1.3.2.3. Dyshormonogénèse 

Comme énoncé précédemment, la majorité des cas d’HC sont dus à une 

dysgénésie thyroïdienne, tandis que les cas causés par une dyshormonogénèse n’en 

représentent qu’environ 10-15% [32]. La dyshormonogénèse, ou trouble de 

l’hormonosynthèse à n’importe laquelle de ses étapes, est transmise selon le mode 

autosomique récessif et se définit clairement comme un problème fonctionnel 

comparativement aux dysgénésies. Ces patients développent un goitre, qui n’est 

pas toujours détecté à la naissance [28, 29, 117]. 

2.1.3.2.3.1. Défauts spécifiques 

Au niveau des troubles de l’hormonosynthèse, plusieurs cas ont été 

rapportés portant sur différents facteurs importants (traités ci-après) pour la 

fonction de la glande thyroïde et la sécrétion de ces hormones. 

2.1.3.2.3.2. TPO 

Le gène TPO (connu aussi sous le nom thyroïde peroxydase) sur le 

chromosome 2p25, constitué de 17 exons pour 933 acides aminés, code pour une 

peroxydase à hème spécifique à la glande thyroïde dont le poids moléculaire est 

d’environ 103 kDa, se fixant à la surface membranaire des cellules folliculaires 

thyroïdiennes, grâce à son domaine transmembranaire C-terminal [118, 119]. La 
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thyroïde peroxydase catalyse l'iodation des résidus tyrosyles dans la 

thyroglobuline et ainsi la formation de liaisons éther entre des paires 

d’iodotyrosines pour générer des iodothyronines, dont les hormones T4 et T3 

[117].  

Le première description de mutations bialléliques inactivant la TPO date du 

début des années 1990 [28, 117, 120]. Depuis,  plusieurs études ont démontré que 

des mutations de ce gène étaient la cause la plus fréquente de dyshormonogénèse 

congénitale et de pratiquement tous les défauts complets d’organification de 

l’iodure [117, 121, 122]. 

2.1.3.2.3.3. TG 

Le gène TG, appelé aussi thyroglobuline, est exclusivement synthétisé dans 

la glande thyroïde et représente une glycoprotéine homodimère hautement 

spécialisée pour la biosynthèse de l'hormone thyroïdienne. Le gène TG se situe sur 

le chromosome 8q24.2–8q24.3 chez l’humain et est constitué de 48 exons [123]. 

La protéine encodée par ce gène est la plus exprimée dans la glande thyroïde, dont 

le poids moléculaire est de 660 kDa [124]. Elle est sécrétée dans la lumière 

folliculaire où elle fonctionne comme une matrice pour la synthèse des hormones, 

en fournissant les groupes tyrosyles, la composante non-iodée de l'hormone 

thyroïdienne [117, 125]. 

La première mutation inactivatrice du gène TG a été rapportée dans le 

début des années 1990 chez trois cas d’une même famille [126]. Les mutations les 

plus fréquemment rencontrées dans ce gène sont p.R277X, p.C1058R, p.C1977S, 
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p.R1511X, p.A2215D et p.R2223H. Comme mentionné précédemment, les 

mutations au sein des gènes causant la dyshormonogénèse sont transmises de 

façon autosomique récessive et les personnes ayant des mutations dans le gène TG 

sont homozygotes ou hétérozygotes composés [125]. 

2.1.3.2.3.4. SLC26A4 

Le gène SLC26A4, un membre de la famille des transporteurs 

multifonctionnels SLC26, code pour un transporteur appelé pendrine, se situe sur 

la membrane apicale des thyrocytes, où son activité d’échangeur d’ion Cl-/I- 

facilite le transport passif d'iodure cellulaire vers la lumière folliculaire [117]. Les 

personnes porteuses de mutations dans ce gène sont atteintes du syndrome de 

Pendred, qui se définit cliniquement par une perte auditive congénitale bilatérale 

neurosensorielle, associé à un goitre diffus ou multinodulaire [127]. Ce syndrome, 

associé à des mutations bialléliques entrainant des pertes de fonction dans la 

protéine pendrine, nuit à la capacité de la glande thyroïde à accumuler l'iodure 

dans la lumière folliculaire, ce qui conduit à une synthèse insuffisante d’hormones 

thyroïdiennes. [128-130]. Une association entre un polymorphisme de SLC26A4 et 

hypoplasie thyroïdienne a été suggérée [131], mais reste peu convaincante sans 

une étude sur un nombre de cas plus grand et avec un groupe contrôle approprié.  

2.1.3.2.3.5. DUOX 

Dans la glande thyroïde, les protéines codées par les gènes DUOX 

(DUOX1 et DUOX2) produisent du peroxyde d'hydrogène, qui est ensuite utilisé 
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dans l'oxydation d'iodure, liée à la thyroperoxydase. Ces deux gènes se situent sur 

le chromosome 15q15.3 et possèdent 83% d’homologie dans la séquence d’ADN.  

La protéine codée par le gène DUOX1 est une glycoprotéine de la famille 

des oxydases NADPH. La synthèse des hormones thyroïdiennes est catalysée par 

un complexe protéique, situé au niveau de la membrane apicale des cellules 

folliculaires de la thyroïde. Ce complexe contient un transporteur d’iodure, la 

thyroperoxydase, et un système fabriquant du peroxyde qui comprend des 

protéines codées par les gènes DUOX1 et DUOX2. Cette protéine est connue 

comme une oxydase double, car elle comprend à la fois un domaine d'homologie 

peroxydase et un domaine gp91phox (phox pour « phagocyte oxidase »). Cette 

protéine génère du peroxyde d'hydrogène (H2O2), substrat de la peroxydase 

thyroïdienne [132, 133]. 

L'enzyme DUOX2 semble jouer un rôle plus critique pour le maintien de la 

fonction thyroïdienne normale, puisque seules les mutations dans les gènes 

DUOX2 et DUOXA2 (activateur de la protéine DUOX2), mais pas DUOX1 ou 

DUOXA1 (activateur de la protéine DUOX1), ont été identifiées comme cause 

d'hypothyroïdie congénitale. Des mutations dans DUOX2 mènent donc à une 

dyshormonogénèse causée par une déficience en H2O2. Initialement, les mutations 

bialléliques ont été associées à une HC permanente et les mutations 

monoalléliques à une HC transitoire mais il est désormais clair que même des 

mutations bialléliques peuvent n’entrainer qu’une HC transitoire [32, 117]. 

2.1.3.3. Hypothyroïdie congénitale transitoire 
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L’hypothyroïdie congénitale transitoire est trouvée avec une incidence plus 

grande en Europe (1:100) comparativement aux Etats-Unis (1:50000) [32, 134]. 

Cette pathologie semble provenir de plusieurs causes, aussi bien environnementale 

comme la carence en iode (plus fréquente en Europe), qu’à l’exposition du fœtus à 

des médicaments antithyroïdiens [29, 32], ou bien génétique, comme les mutations 

bialléliques dans les gènes DUOX2 et DUOXA2 [135, 136]. 

2.2. Hyperthyroïdie 

2.2.1. Maladie de Graves 

Robert Graves a identifié l'association du goitre, des palpitations 

cardiaques et de l’exophtalmie (extrusion des yeux hors de leur orbite) en 1835, 

bien que Caleb Parry avait décrit les détails d'un cas similaire des années plus tôt. 

Il s'agit d'une forme de thyroïdite auto-immune caractérisée par la production 

d'anticorps IgG stimulant la thyroïde. Ces anticorps se lient au récepteur de la TSH 

et stimulent la production d'hormones thyroïdiennes (résultant en un taux élevé 

d’hormones T4 et T3 et un faible taux de TSH), l'hypertrophie de la thyroïde et 

l'hyperplasie des cellules thyroïdiennes. Ces anticorps agissent aussi sur d'autres 

tissus et produisent directement les manifestations extra-thyroïdiennes spécifiques 

à la maladie, au niveau des yeux (ophtalmie de Graves) et de la peau (myxœdème 

prétibial) [137, 138]. 

Enfin, il est intéressant de souligner qu’il existe de rares cas d’hyperthyroïdie 

génétique. Par exemple, une mutation somatique (postzygotique) activatrice de la 

sous-unité alpha de la protéine G (GNAS) stimule constitutivement les récepteurs 

liés aux protéines G, dont le récepteur TSH. Une mutation activatrice de GNAS est 
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la cause du syndrome de McCune-Albright, ce dernier se caractérisant par une 

dysplasie fibreuse des os, des taches « café au lait » cutanées, une puberté précoce 

et une hyperthyroïdie primaire dans 10% des cas (PMID 23006743). Dans de rares 

cas, des mutations activatrices de TSHR provoquent également une hyperthyroïdie 

primaire [139, 140].  

3. Le séquençage exomique 

3.1. Historique 

Les techniques de séquençage de l’ADN ont été inventées dans les années 

1970 avec deux méthodes qui avaient été développées par des groupes différents. 

La première technique fut mise au point aux Etats-Unis par Maxam et Gilbert, 

alors que la deuxième fut mise au point par en Angleterre par Frédérick Sanger, 

toutes les 2 en 1977 [141, 142]. La méthode de Sanger est basée sur la synthèse 

d'un brin d'ADN complémentaire au brin matrice, en présence de 2'-

désoxynucléotides (dNTP), après quoi la séquence est lue directement sur gel 

d’électrophorèse. Cette méthode reste encore aujourd’hui la technique standard la 

plus couramment utilisée, aussi bien pour le séquençage « traditionnel » que pour 

le séquençage de nouvelle génération. Plus tard, au début des années 1980, Kary 

Mullis a élaboré et développé une technique d’amplification d’une séquence 

d’ADN spécifique : la Réaction en Chaine par Polymerase (PCR). La première 

publication expliquant cette technique date de 1986 [143]. Au début des années 

2000, avec les améliorations des technologies, la méthode de séquençage mise au 
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point par Sanger a permis de compléter le premier séquençage du génome humain, 

le « Human Genome Project », projet qui a duré 13 ans [144, 145].   

3.2. Description de la technique 

Le génome est composé de séquences d’ADN, constituées en alternance de 

régions non codantes (les introns) et de régions codant pour des protéines (les 

exons). L’exome correspond à l’ensemble des régions codantes d’un gène, qui 

représente une toute petite partie du génome, soit environ 1% [146]. Il est clair que 

lorsque des changements se produisent dans les régions codantes pour des 

protéines (autres que les mutations silencieuses, i.e. ne modifiant pas la séquence 

en acides aminés), des conséquences différentes peuvent s’ensuivre, soit une 

protéine tronquée (codon stop prématuré ou insertion/délétion causant un 

changement de cadre de lecture) soit un changement d’acide aminé. Le séquençage 

exomique a donc un potentiel intéressant en terme de rendement, compte tenu 

qu’environ 85% des mutations causatives de pathologies se trouvent dans la partie 

codante du génome, l’exome. Pour réaliser ces expériences, différentes 

plateformes ont été développées par plusieurs compagnies, avec leurs 

caractéristiques propres. Le séquençage exomique utilise des bibliothèques 

d'oligonucléotides (ADN ou ARN) afin de pouvoir séquencer tous les exons 

codant pour des protéines (entre 180,000 et 200,000 exons différents selon la 

version de la plateforme utilisée) [147]. 

Afin de pouvoir réaliser le séquençage de nouvelle génération (NGS), plusieurs 

plateformes sont disponibles sur le marché (Agilent et Illumina par exemple), 

permettant de séquencer aussi bien l’ADN (exome ou génome) que l’ARN 
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(RNAseq). Afin de séquencer l’exome d’échantillons par la méthode 

d’hybridation, plusieurs étapes sont nécessaires (Figure 8).  

 

 

Figure 8 : Étapes du séquençage de l'exome avec capture par hybridation (modifié 

de [148]) 

 L’ADN est dans un premier temps fragmenté aléatoirement, suivi d’une 

étape de dénaturation (séparation des doubles brins) afin que des adaptateurs se 

fixent facilitant le séquençage. L’ADN simple brin est ensuite isolé par 

hybridation à une librairie d’ARN marquée à la biotine, grâce à la capture sur des 

billes de streptavidine (liaison biotine-streptavidine). Finalement, le séquençage à 

haut débit peut être réalisé afin de pouvoir par la suite commencer les analyses des 

données.  

L’objectif principal de l'utilisation du séquençage exomique est d’identifier des 

nouveaux gènes liés/causant les maladies pour les pathologies mendéliennes ou 

complexes. L’une des premières difficultés rencontrées est de savoir comment 
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identifier les allèles liés à la maladie parmi l’ensemble des polymorphismes non-

pathogènes, les polymorphismes uniques à l’individu, mais aussi les erreurs de 

séquençage liées aux méthodes utilisées.  

En moyenne, ce type de séquençage identifie environ 20,000 variants dans les 

échantillons d’origine américano-européens. Plus de 95% de ces variants sont déjà 

connus comme des polymorphismes dans la population générale [144]. Chaque 

individu comporte environ 200-400 variants qui lui sont spécifiques. Le recours à 

des bio-informaticiens et généticiens est à ce moment-là très utile. Afin de trouver 

les variants responsables de la pathologie à l’étude, plusieurs méthodes de 

filtration peuvent être considérées. En effet, le mode de transmission (dominant, 

récessif, autosomale, lié à l’X), le pedigree, etc. peuvent aider à orienter l’analyse. 

De plus, la taille de l'échantillon peut apporter une plus grande force à l’analyse 

afin de trouver les allèles en cause. Enfin, différentes études ont permis aussi 

d’obtenir des données servant de contrôle (Thousand Genomes Project, ExAc 

Database du Broad Institute), afin de pouvoir éliminer certains variants non 

spécifiques et ainsi filtrer les données propres à chaque projet [149]. 

Comme le rapporte Gilissen et al., plusieurs stratégies peuvent être utilisées 

suivant le type de pathologie que l’on tente d’élucider [150]. Ces stratégies varient 

selon le type de pathologie (mono ou polygénique), le type de transmission 

(autosomale, dominante ou récessive, lié au chromosome X ou de novo). De plus, 

il faut tenir compte également du nombre d’individus atteints ou encore du nombre 

d’échantillons à disposition, afin de choisir la bonne stratégie pour l’étude (Figure 

9). 
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Stratégie�basée�sur�la�
liaison�génique�

Stratégie�basée�sur�
l’homozygocité�

Stratégie�basée�sur�le�
«�double-hit�»�

Stratégie�basée�sur�le�
chevauchement�

Stratégie�basée�sur�
muta ons�de�novo�

Stratégie�basée�sur�
les�gènes�candidats�  

Figure 9 : Exemples de stratégies à utiliser pour le séquençage d'exome (modifié 

de [150]) 

Pour les pathologies telles que l’HCDT, qui dans la très grande majorité des 

cas est sporadique, plusieurs modèles d’études pourraient être utilisés tels que les 

stratégies « double-hit », « chevauchement » ou « gènes candidats » (figure 8). 

Étant donné que le nombre de cas familiaux d’HCDT est faible, le modèle basé sur 

la liaison génique est peu adéquat. Sachant qu’un nombre restreint de facteurs de 

transcription (e.g. NKX2.1, FOXE1 et PAX8) jouent un rôle dans l’embryologie de 

la thyroïde, mais qu’ils sont également retrouvés comme cause des HCDT, 

l’approche « gènes candidats » est alors justifiée. Pour ce qui est de l’approche 

« chevauchement », celle-ci s’explique par le fait que la majorité des cas sont 

essentiellement sporadiques. Le but par cette stratégie est de rechercher des gènes 
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communs en séquençant des cas ayant des traits cliniques les plus similaires 

possibles. Enfin, ces gènes peuvent également être impliqués dans le modèle 

« double-hits », soit comme variants hérités à l’état homozygote ou de novo. 

3.3. Analyse des données 

Lorsque des échantillons d’ADN sont séquencés pour obtenir leur exome, des 

millions de courtes séquences sont obtenues, ce qui est appelé « des lectures » ou 

plus communément connu sous le nom « reads ». À noter que le pourcentage de 

ces lectures permettra de caractériser le type de mutation (> 80% de lectures avec 

un même nucléotide sera considéré comme une mutation homozygote) [150]. Une 

fois le séquençage terminé et les données obtenues, de nombreuses étapes doivent 

être franchies avant de pouvoir identifier des gènes (et plus particulièrement des 

variants) causant potentiellement la pathologie chez le patient dont le génome ou 

l’exome a été séquencé. À l’aide de logiciels bioinformatiques, ces lectures sont 

alignées à une séquence référence du génome humain. Ces alignements peuvent 

prendre plus ou moins de temps selon que l’on traite des données d’exome ou de 

génome. Pour notre part, nous parlerons que d’exome compte tenu qu’il s’agit de 

la technique principale utilisée au cours de cette thèse.  

Une fois cette étape d’alignement terminée, des milliers de variants (provenant 

de la différence entre la séquence du patient et la séquence de référence) sont 

identifiés. À ce moment-là, l’analyse et l’interprétation des données peuvent enfin 

commencer, grâce à nouveau à des logiciels bioinformatiques. Le plus utilisé, et 

celui avec lequel nous avons travaillé au cours de nos différentes analyses, est 

GATK (Genome Analysis Toolkit). Ce type de logiciel permet de donner plusieurs 
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caractéristiques pour chaque variant, comme le nom du gène dans lequel est situé 

le variant, sa position chromosomique, le genre de variant (synonymes ou ne 

changeant pas l’acide aminé, non-synonymes, frame-shift ou changeant le cadre de 

lecture (insertion/délétion), etc.), le type de mutations (hétérozygotes ou 

homozygotes), la prédiction de la pathogénicité de la mutation (basée sur un score 

obtenu par des logiciels tels que Polyphen2 (Polymorphism Phenotyping v2) ou 

SIFT (Sorting Intolerant From Tolerant) en utilisant des paramètres tels que la 

conservation du nucléotide/acide aminé à travers les espèces ou les effets sur la 

protéine (p. ex. : changement de charge) [151, 152], ou encore la qualité des 

lectures couvrant l’exome (appelé « quality score »), pour ne citer que ceux-là. 

Également, certaines bases de données publiques sont utilisées pour l’analyse des 

projets, telles que les variants déjà référencés dans dbSNP (pour « data base of 

Single Nucleotide Polymorphisms ») ou bien le 1000 Genomes Project [148]. De 

plus, l’utilisation d’une banque de données constituée de plusieurs milliers 

d’exomes d’origine Française-Canadienne (n’ayant aucune pathologie en lien avec 

celle de nos patients) a été utilisée afin d’écarter des variants communs à cette 

population et ne garder que des variants « spécifiques » à nos patients (données du 

Réseau de Médecine Génétique Appliqué, consortium québécois dirigé par Dr Guy 

Rouleau). Une fois que les données ont été triées, il ne reste qu’une liste 

« restreinte » de variants qui doivent être validés par séquençage Sanger. Suite à 

cela, les études plus « fondamentales » (autrement dit, fonctionnelles) portant sur 

les effets de ces mutations validées restent à être réalisées. 
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Pour ce qui est de l’analyse des données, plusieurs filtres bien définis pour 

notre type de projet ont été appliqués successivement à nos exomes (Figure 10) 

afin d’obtenir des variants rares. En appliquant ces filtres, il en résulte une liste 

relativement réduite d’environ 200-300 variants rares par exome séquencé. 

 

Figure 10 : Protocole de filtration des données des exomes 



 

 

Chapitre II : Hypothèses et approches 

expérimentales 

 La présence d’un autre cas dans 2 % des familles et une discordance de 

92% des jumeaux MZ nous amène à émettre l’hypothèse que l’HCDT résulte d’au 

moins deux « hits » génétiques différents de gènes importants pour le 

développement thyroïdien. Le premier hit pourrait être une mutation héréditaire 

rare ou une mutation de novo chez le patient, alors que le second hit pourrait être 

une mutation germinale ou somatique dans un gène différent. Pour tester ces 

hypothèses et essayer d’y répondre au mieux, ce projet sera composé de quatre 

volets distincts. 

Premièrement, le séquençage de l'exome entier dans l’ADN de 3 paires de 

jumeaux MZ pour déterminer si les évènements génétiques post-zygotiques 

peuvent expliquer l’apparition généralement sporadique et la discordance observée 

entre les jumeaux MZ. 

Dans un deuxième temps, une approche « gène-candidat » sera faite sur le 

promoteur d’un gène important pour l’embryologie de la glande thyroïde : FOXE1. 

Ceci permettra peut-être de mettre en évidence de nouvelles mutations impliquées 

dans les dysgénésies, puisqu’il est le seul gène impliqué dans des ectopies chez la 

souris. 
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Troisièmement, le séquençage de l’ADN couplé à celui de l’ARN de tissus 

sains et ectopiques sera réalisé afin d’identifier une expression monoallélique 

pouvant potentiellement expliquer un impact tissu-spécifique. Incidemment, cette 

étude permettra aussi de comparer des pairs d’exomes de thyroïdes ectopiques et 

de leucocytes provenant de même patients. 

Quatrièmement, un séquençage de l’exome sera réalisé sur une cohorte de 

36 cas (34 cas sporadiques et 2 cas issus de la même famille, c.à.d. transmission 

directe mère-enfant) afin de chercher de nouvelles mutations ou des variants rares, 

si possible récurrents. 

Finalement, une évaluation de l'impact des gènes et variants rares 

découverts dans les précédentes parties du projet, sera réalisée en utilisant une 

lignée de cellules thyroïdiennes humaines normales, soumise à des essais 

fonctionnels tels que des essais de rapporteur de gène ou des essais de migration 

cellulaire. 



 

 

Chapitre III : Résultats 

1. Étude génétique de jumeaux monozygotes discordants 

pour la dysgénésie thyroïdienne 

1.1. Situation du sujet 

L'hypothyroïdie congénitale primaire est un trouble fréquent avec une 

prévalence estimée à environ 1:2,500 naissances vivantes. Une dysgénésie 

thyroïdienne en est responsable dans 60% des cas (1:4,000) avec une thyroïde 

principalement ectopique, ce qui est dû à un défaut de migration pendant 

l’embryogénèse. Le taux de discordance chez les jumeaux monozygotes pour 

l'hypothyroïdie congénitale par dysgénésie thyroïdienne est de 92%. Nous avons 

réalisé le séquençage de l'exome de trois paires de jumeaux monozygotes 

discordants pour l'hypothyroïdie congénitale afin de découvrir les causes 

génétiques possibles de cette pathologie. 
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1.2. Article 1 

Publié dans: Horm. Res. Paediatr. 2015;83(2):79-85.  

Contributions :  

J’ai participé à la planification du projet avec les Drs Guy Van Vliet, Mark 

E. Samuels et Johnny Deladoëy. J’ai réalisé l’analyse des données génétiques 

permettant de comparer chacune des paires de jumeaux MZ discordants. De plus, 

j’ai effectué le « design » des amorces, les réactions PCR ainsi que les 

interprétations des résultats de séquençage Sanger afin de valider les variants. 

Roman Serpa a permis de trier les données par méthode bio-informatique en 

proposant différentes combinaisons de filtres à appliquer aux données. Mark E. 

Samuels a supervisé les analyses génétiques de ce projet. Enfin, j’ai rédigé une 

première version de cet article, tandis que Drs Guy Van Vliet, Mark E. Samuels et 

Johnny Deladoëy ont également participé à la rédaction des versions subséquentes 

et finales. 
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Abstract  

Background / Aims: Congenital primary hypothyroidism (CH) is a rare 

pediatric disorder estimated to occur in about 1:2500 live births. Approximately 

half of these cases entail ectopic thyroid tissue, which is believed to result from a 

migration defect during embryogenesis. Approximately 3% of CH cases are 

explained by mutation(s) in known genes, most of which are transcription factors 

implicated in the embryology of the thyroid gland. Surprisingly monozygotic 

twins are usually discordant for CH with thyroid dysgenesis, suggesting that most 

cases are not caused by transmitted genetic variation. One possible explanation is 

somatic mutation in genes involved in thyroid migration occurring after zygotic 

twinning. Such mutations should be observed only in the affected twin.  

Methods: To test the hypothesis of somatic mutation, we performed whole 

exome sequencing of DNA from three pairs of monozygotic twins discordant for 

CH with ectopic glands.  

Results:  We found no somatic mutations exclusive to any of the three 

affected twins, nor in any of the unaffected twins.  

Conclusion: Either somatic mutations are not significant for the etiology of 

CH, or else such mutations lie outside regions of the genome accessible by exome 

sequencing technology. 
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Introduction 

Congenital primary hypothyroidism (CH) is a relatively rare disorder 

estimated to occur in about 1:2500 live births [1]. This pathology is classified 

principally into two groups: first, dysgenesis (85%) defined by an embryologic 

defect in tissue development; and second, dyshormonogenesis (15%) with 

anatomically normal tissue development. Congenital hypothyroidism due to 

thyroid dysgenesis (CHTD) occurs with an incidence of 1:4000 live births, either 

with an observed ectopic thyroid gland (75% of cases) or with complete athyreosis 

(25% of the cases) [2]. Thyroid gland ectopy results from a defect in the migration 

of precursor cells from their origin at the back of the tongue, to their final location 

at the base of neck, while athyreosis (total absence of the thyroid) results from a 

lack of differentiation of the thyroid during the embryogenesis. It is unclear 

whether these two groups are mechanistically related or result from different 

embryogenic mechanisms. CHTD is predominantly non-syndromic and sporadic 

(98% of cases are non-familial) [3], has a female and ethnic predominance [4]. 

Mutation(s) in transcription factors implicated in the morphogenesis of the thyroid 

gland (NKX2.5, NKX2.1, PAX8 and FOXE1) have been found in only 3% of 

CHTD cases, mostly sporadic [1, 3-5]. Linkage studies have excluded these genes 

in the rare examples of multiplex families with CHTD [6]. All these points, 

together with the high discordance rate (92%) between monozygotic (MZ) twins 

[7], argues against inheritance of highly penetrant germline mutations as major 

causal factors. In contrast, somatic mutations of high penetrance arising during 

embryogenesis (after the stage of MZ twinning) are potential explanatory factors.  
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Whole exome sequencing (WES) is a new and powerful tool for identifying 

genetic causes of human diseases. This technique involves sequencing the 

annotated protein coding exons of the genome with nearby flanking intronic 

regions (or splicing sites, defining by intron-exon junctions) [8]. A major 

proportion of known mutations causing high penetrance genetic disorders are 

found in or adjacent to the coding regions, so WES is a good approach to explore 

potential genetic causes of CH. The observed rate of somatic mutation, as assayed 

by whole genome sequencing of DNA from multiple tissues from the same 

individual, is extremely low [9, 10]. Indeed, two recent studies have failed to 

detect genetic or epigenetic differences between MZ twins discordant for different 

pathologies [11, 12]. Nonetheless, somatic mutations remain of interest as possible 

causal factors for rare non-Mendelian disorders.  

This study aims to identify potential genetics causes for CHTD, under the 

hypothesis that high penetrance somatic mutations in protein coding regions of the 

genome are responsible for the disorder. To test this hypothesis, we performed 

whole exome sequencing in three pairs of monozygotic twins discordant for 

CHTD. 

 

Patients & Methods 

Patients 

Three MZ twin pairs (two females and one male, see Figure 1) discordant 

for congenital hypothyroidism with thyroid dysgenesis were ascertained. 
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Peripheral blood was obtained by venipuncture, and DNA was prepared from 

peripheral leukocytes using standard methods. This study was approved by the 

Ethics Committee of the CHU Sainte-Justine. All the parents and participants 

provided written informed consent. 

Exome and Sanger Sequencing 

 Whole exome sequencing (WES) was performed using the Agilent 

50Mb SureSelect exon capture library, followed by 2x100nt paired-end 

sequencing on the Illumina HiSeq 2000 instrument. Sequencing was performed at 

the genomic platform of the McGill University and Genome Quebec Innovation 

Centre. Primary data in the form of fastq files of raw sequence plus quality scores 

were processed by the bioinformatics team of the Réseau de médecine génétique 

appliqué (RMGA). The analysis pipeline for short read alignment to the human 

consensus genome assembly (v19), variant calling and functional annotation 

included GATK (Genome Analysis Toolkit), SAMTools and ANNOVAR, using 

the Integrative Genome Viewer (IGV) to visualize results. Raw sequences were 

independently analysed using NextGene (SoftGenetics, Inc.).  

The output from bioinformatics analysis provided data for more than 50 

variables for each individual, including mutation location, read coverage of wild 

type and variant alleles in the exome samples, allele frequencies in public 

databases (1000 Genome, NHLBI Exome Variant Server), functional predictions 

of pathogenicity for amino acid missense variants, and the genotype quality (GQ) 

score generated by the GATK Unified Genotyper algorithm [13]. We sought to 
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define stringency levels for various quantitative metrics to optimize false positive 

versus false negative genotype calls, to control for both common variants (with 

high minor allele frequencies) and to exclude likely exome-generated technical 

artifacts. We reduced this complexity through hierarchization in order to generate 

a testable number (n) of variables (GQ, exonic+splicing annotation, 1000 Genome 

minor allele frequency, control exome minor allele frequency, variant zygosity in 

project exome samples, variant read coverage, variant read percentage, gene 

families known to be prone to exomic artefacts (mucins, HLAs, MAGEs, NBPFs, 

PRAMEs), etc.) A key component was anonymized access to results from more 

than 1000 local control exomes of individuals either healthy or with pathologies 

unrelated to thyroid function, generated using the same sequencing 

instrumentation technology and bioinformatics analysis pipeline. We generated all 

possible combinations of the reduced set of these n variables taken k at a time, 

with each variable combination yielding a set of a candidate variants and genes. 

Based on the reduction of number of variants and the overlapping results, we 

chose five variables that generated the best set of candidate rare variants in or near 

protein-coding regions: Genotype Quality score (GQ), exonic or adjacent intronic 

location, minor allele frequency less than or equal to 1% in 1000 Genome data, 

variant present in 5 or fewer local control exomes (maf 0.5%), and variant present 

in only one member of each twin pair (Figure 2). Only somatic variants specific to 

the affected twin were of biological relevance, but we looked for variants specific 

to the unaffected twin in each pair as well, to help define the total amount of 

somatic mutation. 
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Candidate variants were re-tested by PCR-based Sanger sequencing. PCR 

amplicon primers were designed with Primer3Plus 

(http://www.bioinformatics.nl/cgi-bin/primer3plus/primer3plus.cgi/). Sanger 

fluorescent sequencing with capillary electrophoresis was performed at the 

MUGQIC using standard procedures, and sequence chromatograms were analyzed 

using MutationSurveyor (Soft Genetics, Inc.) 

 

Results 

Clinical characteristics of patients and twins 

The clinical characteristics of the 3 pairs of twins are reported in Table 1. 

Of note and consistent with previous reports [7]: (i) all affected twins have a 

relatively modest increase of TSH levels at screening when compared the 

confirmatory TSH values at diagnosis, evidence of fetal blood mixing between the 

healthy (T4 “donor”) and affected (T4 “receiver”) twins; (ii) on average, the birth 

weight of the affected twin is similar to that of their healthy sib, another argument 

against environmental fetal distress as a risk for CHTD [2]. 

WES analysis 

For whole exome sequencing, we typically obtain 100-120 fold median coverage 

of targeted exonic regions using the Agilent SureSelect plus Illumina HiSeq 

technologies. Following short read alignment, variant calling and gene annotation 

by our bioinformatics analysis pipeline, each exome typically yields more than 

100,000 candidate variants, of which approximately 25,000 are either in or 
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immediately adjacent to coding exons. By direct comparison of exonic variants 

without additional filtering, our twin exomes contained approximately 400 

candidate variants specific to one or the other twin. As this is far larger than 

reasonably expected based on known somatic mutation rates [9], it was clear that a 

substantial proportion of these represented technical artefacts, either due to the 

exome sequencing itself, or introduced during the multiple cycles of PCR during 

exome library prep, or due to incorrect read alignments to the genome consensus 

(for example in segmental duplicate regions or in genes with processed or 

unprocessed pseudogenes). Therefore we included additional restrictive filters to 

obtain a manageable number of candidate somatic variants for verification by 

PCR-based Sanger sequencing. Based on a comprehensive comparison of potential 

filters and quantitative metrics we required a minimum genotype quality score 

(GQ, generated by the GATK Unified Genotyper algorithm) metric of 90 for all 

genotype calls. This reduced the number of candidate variants different between 

twins to fewer than 50. We used our set of in-house control exomes to further 

eliminate arising recurrently through technical artefacts especially misalignments 

(and at the same time, to eliminate common variants potentially arising through 

recurrent mutation at hypermutable sites, such variants being of unlikely biological 

relevance). Restricting to variants occuring in fewer than 5 such control exomes, 

there were fewer than 10 potential somatic variants in each twin. The short read 

genomic alignments for these were each visually inspected with IGV, to remove 

additional likely artifacts, such as variants arising uniquely at the 3’-most position 

in all variant-containing reads, and variants seen in genomic neighbourhoods with 
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multiple nearby rare variants (indicative of problematic short read alignment). 

After applying all of these filters, each twin (both the affected and the unaffected) 

had typically fewer than 5 candidate somatic variants. These variants were re-

tested by PCR-based Sanger sequencing. None of the tested variants in the three 

twins pairs were validated by this resequencing. All candidate variants were found 

to be artefacts, either false positive (no variant seen in either twin member) or false 

negative (variant seen in both twins) (Tables 2-3, Supplemental 1-3). False 

positives of high genotype quality were presumed due to PCR-induced mutations 

during the exome library prep; false negatives were presumed due to stochastic 

sampling bias in the twin exome lacking the variant. 

Discussion 

To our knowledge, this study is the first analysis to search for genetic 

variants in monozygotic twins discordant for CHTD. However, our study shows 

no genetic difference between such discordant monozygotic twins. Our results are 

not unexpected given that no genetic differences were reported between MZ twins 

in other similar studies, either healthy or discordant for different medical 

conditions (i.e., multiple sclerosis, VACTERL association-type congenital 

malformations, renal agenesis) [10, 11, 14].  

At least three possible explanations may account for our finding. First, 

WES covers only 1-2% of the genome, and does not assess variation in non-coding 

gene regulatory elements except when these are immediately adjacent to coding 

exons, nor in most of 5’ or 3’ non-translated mRNA sequences. Moreover a small 
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fraction of bona fide protein-coding exons are refractory to either hybrid capture or 

next-generation sequencing with current technologies. Somatic mutations 

discordant in our twins, and accounting for CHTD might be found in regions 

outside the accessible coding sequences of the genome. Second, epigenetic 

differences have been shown between MZ twins [15], which could account for 

CHTD [16]. Indeed, identical twins show differences in their patterns of DNA 

methylation and an increased acetylation of histones during their lives, while they 

are genetically identical [15, 16]. However, our previous studies did not reveal any 

epigenetic differences in CpG islands of promoter regions between normal eutopic 

and dysgenetic ectopic thyroid tissues [17, 18]. The next logical step is therefore to 

analyze the epigenetic profile outside promoter regions and CpG islands. 

Finally, MZ twins might share the same variants in the heterozygous state, 

the difference lying in the possible random monoallelic expression of these 

variants in thyroid tissues of the affected twin [19]. Monoallelic expression of 

TPO gene has been reported in congenital hypothyroidism due to 

dyshormonogenesis [20]. This hypothesis is difficult to test because it requires 

normal and ectopic tissues from MZ twin pairs to look for biased allelic 

expression, whereas obtaining thyroid biopsies from healthy individuals is 

problematic. 

In conclusion, we have shown that MZ twins discordant for CHTD have an 

identical protein-coding genome as assessed by whole exome sequencing. This 

implies that molecular causes of CHTD might be either due to genomic changes 

outside the accessible regions of the genome or might be due to yet unidentified 
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epigenetic differences. Consistent with our findings, it has been recently shown 

that the rate of mutation across the whole genome is very low between healthy 

monozygotic twins [21]. It raises also the possibility that biased somatic 

monoallelic expression of heterozygous variants might explain phenotypic 

discordance in otherwise genetically identical MZ twins. This latter hypothesis 

would also be consistent with the occurrence of familial cases in 2% of CHTD [3] 

and would imply that the rate of random monoallelic expression in thyroid tissue is 

also about 3 to 5%. Given that CHTD incidence is about 1:4,000 live births [2], it 

implies that rare heterozygous variants in gene involved in thyroid development 

occurs in 1:1,000 live births; then, if we postulate that each gene in our genome 

has equal chances to be mutated, it would suggest that a pool of at least 20 genes 

are susceptibility markers for CHTD. This new stochastic hypothesis of the cause 

of CHTD is consistent with the polygenic hypothesis derived from animal models 

[22] and is also in keeping with the mainly sporadic occurrence of CHTD and the 

discordance rate of 92% observed in MZ twins. Finally, given that Caucasians 

have concentrated lethal variants in their genome [23], the stochastic hypothesis 

might also account for the enrichment of CHTD cases in Caucasians population 

when compared to African populations [4]; however this hypothesis, as many 

others, does not provide any obvious explanation for the observed female 

predominance observed in CHTD. Nevertheless and even with its limitations, this 

stochastic monoallelic expression hypothesis provides a new model in which the 

load of heterozygous variants within a functional genomic module should be 
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considered as potentially disease-causing [24] as long as proper functional studies 

validate impact of these variants on thyroid morphogenesis.  
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Figure Legend 

Figure 1: Pedigrees of the three pairs of twins.  

 

Squares are males, circles are females. Filled symbols denote affected 

individuals, while open symbols denote unaffected individuals. 
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Figure 2: Breakdown of the experimental protocol including bioinformatics 

pipeline and filtering of whole-exome sequencing data. 
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Table 1: Clinical characteristics of the affected and healthy MZ twins. 

  

At neonatal 

screening 
At scintigraphy 

 

Twins Sex 

Birth 

Weight 

(g) 

TSH 

(mU/L) 

Total T4 

(nmol/L) 

TSH 

(mU/L) 

Free T4 

(pmol/L) 

Tg     

(ug/L) Dx 

< 15 120-350 0,4-11 11-23 < 20 

J1 F 2080 38 120 257.75 4.38 1.9 Athyreosis1 

J2 F 2140 0 180 NA2 NA2 NA2 Healthy 

J3 M 2783 22 71 >324 3.42 34.5 
Apparent 

athyreosis1 

J4 M 2500 0 143 1.35 15.8 57.90 Healthy1 

J7 F 2460 28 74 338.98 2.44 NA 
Thyroid 

ectopy 

J8 F 2020 <2 NA NA3 NA3 NA3 Healthy 

 

1 also confirmed by thyroid echography  

2 normal thyroid function at 2 months of age (TSH 2.20 mU/L and free T4 12.32 

pmol/L) 

3 normal thyroid function at 6 months of age (TSH 2.47 mU/L and free T4 12.43 

pmol/L) 
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1.3. Discussion et perspectives 

La littérature traitant de l’hypothyroïdie congénitale montre clairement qu’il y 

a un taux de discordance très élevé entre les jumeaux MZ. Dans le but d’identifier 

des mutations somatiques responsables de cette discordance, l’utilisation des 

nouvelles technologies de séquençage à haut débit a été utilisée. Au sein de notre 

banque d’échantillons, nous disposions de 3 paires de jumeaux MZ discordants 

dont l’ADN leucocytaire a été utilisé pour le séquençage.  

Aucun variant spécifique à l’un des jumeaux (atteints ou sains) n’a été 

validé. De ce fait, aucune cause génétique dans des régions du génome codant 

pour des protéines n’a pu être montré. D’autres études devront être réalisées afin 

de tenter de trouver une explication concrète à cette discordance, laissant supposer 

plusieurs hypothèses possibles, comme des différences de méthylation, des 

mutations touchant des zones non-couvertes par le WES (promoteurs et introns) ou 

bien de l’expression monoallélique (ce que nous discuterons dans un des prochains 

chapitres de cette thèse) au niveau de la thyroïde du jumeau atteint. 
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2. Étude d’une région promotrice de FOXE1, gène 

impliqué dans l’embryologie de la glande thyroïde 

2.1. Situation du sujet 

FOXE1 est connu pour jouer un rôle essentiel dans l’embryologie de la 

glande thyroïde. Grâce à des études chez le modèle murin,  il a été montré que ce 

gène contrôle la migration de la thyroïde, avec une ectopie retrouvée dans 50% des 

souris (-/-) pour Foxe1, faisant de lui le seul gène impliqué dans l’ectopie 

thyroïdienne. 

Nous avons récemment découvert qu’une région du promoteur FOXE1 est 

différentiellement méthylée suivant le tissu (leucocytes – thyroïdes) [153]. La 

méthylation de deux dinucléotides CpG consécutifs de cette région est inversement 

associée à l’expression de FOXE1 tant in vivo qu’in vitro [153]. Cette région 

différentiellement méthylée (RDM) définit une zone cruciale de contrôle de 

l’expression de FOXE1 et des mutations / variants géniques dans cette RDM ont 

de forte chance d’avoir un impact sur l’expression de FOXE1. Dans ce contexte, 

afin de trouver si des polymorphismes dans cette région sont associés à l’HCDT, 

nous avons séquencé, au total et dans deux cohortes différentes : 134 cas HCDT 

sporadiques, 119 témoins Caucasiens et aussi 53 témoins d’origine africaine. Les 

échantillons Caucasiens sont constitués d’individus Canadiens français et Français. 

L’HCDT étant très rare dans la population d’origine africaine, on s’attend donc à 

retrouver des variants significativement différents dans des régions du génome 

associées à l’HCDT. 
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2.2. Article 2 

En préparation pour être soumis à l’American Journal of Human Genetics (AJHG) 

Contributions :  

J’ai participé, sous la supervision du Dr Deladoëy, à l’élaboration du projet. 

J’ai mis au point le protocole d’amplification de la région promotrice étudiée. De 

plus, j’ai analysé les résultats de ce génotypage dans les différentes cohortes 

utilisées (cas, témoins canadiens-français, témoins d’origine africaine) et j’ai 

découvert des haplotypes composés associés à HCDT mais aussi des haplotypes 

« protecteurs » dans la population d’origine africaine. J’ai ensuite réalisé toutes les 

études fonctionnelles afin : (i) de valider l’impact biologique de ces haplotypes sur 

l’expression de FOXE1 et (ii) de démontrer qu’une diminution de 50% 

d’expression de FOXE1 diminue la capacité de migration des cellules 

thyroïdiennes humaines (construction des différents plasmides, essais luciférase, 

essais de migration ainsi que l’immunofluorescence et les immunobuvardages). 

Stéphanie Larrivée-Vanier a réalisé l’infection des cellules Nthy-ori avec les 

shRNA. Michel Polak a fourni les échantillons de la cohorte caucasienne-

française, tandis qu’Aurore Carré a réalisé l’amplification et l’analyse des 

chromatogrammes des cas et contrôles français (données que j’ai également 

analysées à la demande d’Aurore Carré). Luis B. Barreiro a fourni les échantillons 

de la cohorte Afro-Américaine. Enfin, j’ai rédigé, avec Dr Deladoëy, une première 

version de cet article, puis Rasha Abu-Khudir, Guy Van Vliet, Mark E. Samuels, 
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Michel Polak et Johnny Deladoëy ont également participé à la rédaction et à la 

révision des versions subséquentes et finales. 
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Abstract 

Background: In rodents, the transcription factor forkhead box E1 (Foxe1) plays an 

essential role in thyroid morphogenesis and migration. We previously identified a 

region in the human FOXE1 promoter that is differentially methylated (DMR) in a 

tissue-dependent manner. Here, we assess (i) whether haplotypes of this DMR of 

the FOXE1 promoter are associated with congenital hypothyroidism due to thyroid 

dysgenesis (CHTD). Given that CHTD is frequent in Caucasians and rare in 

Black-African descents, we also assess whether haplotypes differed by ethnicity. 

 

Methods: This is a haplotype-based association study in two independent cohorts, 

totaling 135 CHTD cases, 119 Caucasian controls and 53 Black-Africans descent 

controls. Gene reporter assays were used to assess the functional impact of the 

discovered variants on FOXE1 expression in the human thyroid cells. Real-time 

cell migration analysis was used to assess the cell migration of stable FOXE1-

knockdown Nthy-ori cells. 

 

Results: One haplotype  (Hap1: ACCCCCCdel1C) is associated with CHTD in 

Caucasians (P=5E-03). A significant reduction of the luciferase activity is 

observed for Hap1 (reduction of 68%, P<0.001) when compared to the wild-type 

FOXE1 promoter. A 50% reduction of the FOXE1 expression in human thyroid 

cells is sufficient to decrease significantly cell migration (reduction of 55%, 

P<0.05). Next, one haplotype (Hap2: ACCCCCCC) is observed less frequently in 

Black-African descents when compared to Caucasians (P=1.7E-03) and Hap2 
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decreases luciferase activity (reduction of 26%, P<0.001). Two distinct haplotypes 

are found frequently Black-African controls. The first haplotype (Hap3: 

GTCCCAAC) is frequent (30.2%) in Black-African controls when compared to 

Caucasian controls (6.3%; P = 2.59 x 10-9) whereas the second haplotype (Hap4: 

GTCCGCAC) is found exclusively in Black-African controls (9.4%) and is absent 

in Caucasian controls (P = 2.59 x 10-6). Hap3 and Hap 4 haplotypes have neutral 

effects on FOXE1.   

   

Conclusion: We found a functional risk haplotype (Hap1) in the DMR of the 

FOXE1 promoter associated with CHTD. In contrast, two distinct neutral 

haplotypes (Hap3 and Hap4) are frequently found in Black-African descents, an 

ethnic group in which CHTD incidence is low. Altogether, these results are 

consistent with a cell-autonomous role of FOXE1 in thyroid migration during 

organogenesis and the known low incidence of CHTD observed in Black-African 

descents. 
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Introduction   

Congenital hypothyroidism from thyroid dysgenesis (CHTD) is a relatively 

common disorder with a prevalence of one in 4,000 live births [1]. CHTD is the 

consequence of a failure of the thyroid precursor cells to migrate from their place 

of origin in the primordial pharynx to their correct final anatomical location (the 

anterior of the neck). This results in either thyroid ectopy (lingual or sub-lingual) 

or in a complete absence of the thyroid (athyreosis). The most common diagnostic 

category is thyroid ectopy, which occurs in up to 80% of CHTD cases. CHTD 

typically results in a significant deficiency of thyroid hormones (hypothyroidism), 

which can lead to severe intellectual disabilities if left untreated. Therefore, 

biochemical screening for CHTD is routinely performed at 2 days of life, enabling 

the initiation of thyroid hormone therapy during the second week of life, if 

required. The majority of CHTD cases have no identified genetic cause, and 

disease incidence is not correlated with any known environmental factors. Even 

with early treatment, developmental delays are still observed (e.g., a mean IQ 

reduction of 10 points compared to children with normal thyroid function) [2]. 

This long-term cognitive deficit does not correlate fully with the biochemical 

severity of the hypothyroidism. Therefore, the discovery of novel molecular 

markers to identify patients with possible susceptibility to intellectual disabilities 

(e.g., genes involved in both neuronal and thyroid migration during development, 

such as NKX2.1) could have an important clinical impact.  

CHTD is predominantly not inherited (98% of cases are sporadic [3]). 

CHTD also has a high discordance rate (92%) between monozygotic (MZ) twins 
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[4], and a female and ethnic (Caucasian) predominance [5]. Germline mutations in 

the thyroid-related transcription factors NKX2.1, NKX2.5, FOXE1, and PAX-8 

have been identified by candidate gene screening in only 3% of patients with 

sporadic CHTD [6]. Moreover, evidence of non-penetrance of mutations in genes 

such as NKX2.5 [7] in close relatives of patients suggests that modifiers, possibly 

additional germline mutations or somatic SNPs or rare variants, may be associated 

with CHTD [8, 9]. 

The transcription factor forkhead box E1 (FOXE1), is a member of the 

forkhead/winged-helix family and plays an essential role in thyroid morphogenesis 

[10, 11]. In humans, FOXE1 mutations have been identified in a few syndromic 

cases of athyreosis associated with spiky hair, cleft palate, sometimes with choanal 

atresia and bifid epiglottis (aka Bamforth-Lazarus syndrome, OMIM #241850) 

[12-14]. Animal studies have also pointed to the critical role of Foxe1 in the 

embryonic migration of the thyroid [11]. We recently discovered a tissue-

dependent differentially methylated region (DMR) in the FOXE1 promoter; this 

DMR interacts with the polycomb repressive complex 2 (PRC2) and acts as 

FOXE1 expression modifier [15].  

In the present case-control study, we assess in two independent cohorts 

whether genetic variants in the DMR of the FOXE1 promoter are associated with 

congenital hypothyroidism due to thyroid ectopy. 

 

Methods 

Subjects, data and DNA collection 
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This study was approved by the ethics committees of the CHU Sainte-Justine and 

the Necker-Enfants-Malades Hospital. All the parents and participants gave 

written informed consent. We recruited 134 Caucasian patients with CHTD (124 

with ectopic thyroid and 10 with athyreosis) and 119 Caucasian controls. 

Additionally, 53 Black-African descents controls were recruited to assess for 

genetic differences in an ethnic group rarely affected by CHTD [5]. Isolation of 

total genomic DNA from peripheral blood leukocytes was available from all 

participants was available and sequenced with primers as follows: sense 5′-

AAGGTGCCTATAATATAATCCAGTT-3′ and antisense 5′-

CCATTCACTGGGAGATCCA-3′. A second pair of primers is used on some 

samples to confirm the previous Sanger results. C-stretch length was also 

confirmed by capillary electrophoresis. Protocols of RT-PCR (FOXE1 and CDH1) 

and capillary electrophoresis are available upon request. 

Haplotype-based association analysis 

Hardy-Weinberg (HW) equilibrium was calculated and haplotypes were phased 

and analysed with Haploview version 5.0 [154]. All SNPs with a HW p-value 

above 1 x 10-5 were considered in HW equilibrium. Then, we performed 

association analysis with individual haplotypes that had frequencies of 0.01 or 

greater (8 for CHTD vs controls; 10 for Caucasians vs Black-Africans). To correct 

for multiple testing, we applied a Bonferroni correction with the alpha set at 0.05 

and considered each haplotypes as an individual test. Consequently, the threshold 

levels were: (i) 0.05/8 = 6.25 x 10-3 for the association analysis between Caucasian 
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CHTD and Caucasian controls and (ii) 0.05/10 = 5 x 10-3 for the association 

analysis between Caucasian controls and Black-African controls. 

 

Luciferase reporter gene assay 

To assess whether the haplotypes have any functional impact on the FOXE1 

expression, we performed luciferase reporter gene assay using different construct 

with haplotypes sequences as promoter in human thyroid Nthy-ori 3-1 cells 

obtained from Sigma (St Louis, MO). Wild type and mutated plasmids (0.5 μg 

DNA) were transfected in Nthy-ori 3-1 cells (0.1x 105 cells/well) using X-

tremeGENE 9 (Roche Diagnostics, Laval, QC, Canada). In each experiment 

(performed in triplicate) the pRL-TK plasmid (0.5 μg) was cotransfected for 

normalization purposes. Luminescence was measured 24 h after transfection using 

the dual-luciferase reporter assay system (Promega, Madison, Wisconsin) by the 

2104 EnVision Multilabel Plate Reader (PerkinElmer, MA, USA). Following 

normalization with Renilla luciferase activity, luciferase activity corresponding to 

each plasmid was obtained relative to pGL3-Basic vector and the mean and 

standard error of the mean (SEM) from triplicate wells were calculated. 

Transfections were repeated in six independent experiments. 

 

Gene depletion in human thyroid cell and migration assay 

To determine whether a 50% reduction of FOXE1 expression hampered human 

thyroid cell migration, we infect N-thy-ori cells with lentiviral vector PLKO.1-

puro-CMV-tGFP with shRNAs targeting FOXE1 (Sigma-Aldrich, Oakville, 
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Ontario). A lentiviral vector with a non-targeting shRNA was used as a control. 

Lentiviral particles were produced in HEK293T cells after co-transfection of 

lentivirus plasmid with third generation packaging plasmids using lipofectamine 

2000 (Life Technologies, Burlington, Ontario). The media containing the lentiviral 

particles was collected and filtered through a 0,45μm filter after 48h of incubation. 

Lentivirus were used immediately for infection or stored at -80 °C. Nthy-Ori cells 

were infected when they reach 80% of confluence with a 1:3 ratio of viral 

suspension and fresh medium containing 8 μg/mL Polybrene. After overnight 

incubation, medium was replaced with DMEM containing 10% FBS and 

antibiotic. Cells were selected with puromycin (3 μg/mL) for 5-6 days. To validate 

the efficiency of the shRNA, RNAs from infected cells are extracted using a 

miniRNeasy kit (Qiagen, Toronto, Canada) and reverse transcribed with random 

primers using the High-Capacity cDNA Reverse Transcription kit (Thermo 

Fisher), as described by the manufacturer. Then, gene expression was determined 

using assays designed with the Universal Probe Library (UPL) from Roche 

(www.universalprobelibrary.com). For each qPCR assay, a standard curve was 

performed to ensure that the efficacy of the assay is between 90% and 110%. 

qPCR reactions were performed using Perfecta QPCR Fastmix II (Quanta), 2 μM 

of each primer and 1 μM of the corresponding UPL probe. The Viia7 qPCR 

instrument (Life Technologies) was used to detect the amplification level of 

FOXE1 and was programmed with an initial step of 20 sec at 95˚C, followed by 40 

cycles of: 1 sec at 95˚C and 20 sec at 60˚C. Relative expression (RQ = 2- CT) 

was calculated using the Expression Suite software (Life Technologies), and 
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normalization was done using both GAPDH and HPRT. Next, we explore cell 

migration using a Real-Time Cell Analyzer (RTCA XCELLigence system, Roche 

Applied Sciences) according to the manufacturer's instructions. For migration 

assays, we used Cell Invasion and Migration (CIM-16) plates which are modified 

Boyden chambers to allow recording of electric impedance of the microporous 

membrane (pore size of 8 μm) when cells move from the upper to the lower 

chambers filled with cell attractant (10% heat-inactivated fetal bovine serum). We 

seeded 0.3 × 105 cells into each upper chamber for all analyzed clones. The 

migration assay was realised at 37°C, 5% CO2 incubator during 30 hours with 

impedance recorded each 10 minutes. Five independent assays were performed for 

each clone. Finally, real-time impedance measurment data are converted in an 

arbitrary units called Cell Index, which is a function of the resistance difference 

over time. To allow the comparison of multiple clones and different experiments, 

Cell Index values were converted in percentage of the positive control values 

(clone infected with non-targeting shRNA) after substraction of random cell 

movements (values of the negative control, clones assayed without cell attractant 

in the lower chamber).  

 

Results 

 Deviation from Hardy-Weinberg equilibrium is important in CHTD cases 

If we compare the results of HW p-values of the three different groups (Caucasian 

CHTD cases, unaffected Caucasians and Afro-American controls), we observed 

that 6 of the 8 genotyped SNPs are in equilibrium in Black-African descents, 
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whereas deviation from HW equilibrium increased in unaffected Caucasians (an 

ethnic group at risk for CHTD) and became extreme in Caucasians CHTD cases 

(Tables 2-4).  

One haplotype (Hap1) is associated with CHTD and has a functional negative 

impact on FOXE1 expression and thyroid cell migration. 

One haplotype  (Hap1: ACCCCCCdel1C) is associated with CHTD in Caucasians 

and survived Bonferoni correction for multiple testing (Table 6). Our Hap1 in 

CHTD cases have severe hypothyroidism associated with thyroid ectopy. To 

determine the effects of the risk alleles on the FOXE1 expression, we conducted 

luciferase assays with various constructs (Figure 1A). Gene reporter assays shows 

a significant 68% reduction of the luciferase activity of the Hap1 (95%CI 64-71%; 

P<0.0001) compared to the wild-type FOXE1 promoter (Figure 1B). The del1C 

alone shows a modest reduction of 14% (95% CI 6-22%; P<0.001). Next, To 

assess whether a decreased FOXE1 expression caused a decreased migration of 

human thyroid cells, we decreased FOXE1 expression by transfecting the Nthy-ori 

cells line with lentiviral vectors containing shRNAs targeting FOXE1 and we 

performed real-time cell migration assays. Cell migration was significantly 

decreased in stable FOXE1-knockdown Nthy-ori cells. Reduction ranged from 

47% to 58% for shFOXE1-71 and 30% to 64% for shFOXE-69 (all P-value <0.01 

after correction for multiple testing) when compared to control shCTRL, which did 

not show reduced FOXE1 expression (Figure 2).  
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One haplotype (Hap2) is less frequent in Black-Africans when compared to 

Caucasians  

The haplotype Hap2 (ACCCCCCC) is observed less frequently in Black-African 

descents when compared to Caucasians (P=1.7 x 10-3, Table 7) and Hap2 shows a 

28% reduction of the luciferase activity (27%, 95%CI 18-35% P<0.0001; Figure 

1B). 

 

Two haplotypes (Hap3 and Hap4) are more frequent in Black-Africans when 

compared to Caucasians and have a neutral impact on FOXE1 expression 

(validation currently in progress).  

The first haplotype (Hap3: GTCCCAAC) is frequent (30.2%) in Black-African 

controls when compared to Caucasian controls (6.3%; P = 2.59 x 10-9) whereas the 

second haplotype (Hap4: GTCCGCAC) is found exclusively in Black-African 

controls (9.4%) and is absent in Caucasian controls (P = 1.52 x 10-6, Table 7). 

 

Discussion 

FOXE1 is already known to be a gene which plays a key role in thyroid 

migration [17]. CHTD has a high discordance rate (92%) between monozygotic 

(MZ) twins [4], and a female and ethnic (Caucasian) predominance [5]. Germline 

mutations in the transcription factors implicated in thyroid embryology have been 

identified in only 3% of patients with sporadic CHTD [6]. Mutations in FOXE1 

gene have been identified in few syndromic cases with athyreosis (Bamforth-

Lazarus syndrome) [12-14]. Variability in length of FOXE1 Alanine stretch has 
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been show to be associated with thyroid dysgenesis (14/14 alanines) [18] and in 

thyroid cancer (> 14 alanines) [19, 20] without modify the FOXE1 expression. On 

the other hand, no somatic FOXE1 mutation in has been found in thyroid ectopies 

[21] (Magne et al, Thyroid, in revision).  

According to our hypothesis that genetic variants in genes involved in 

thyroid development are associated with CHTD, we examined a differentially 

methylated region (DMR) in the FOXE1 promoter which modulates the tissue-

specific FOXE1 expression [15] and we found an enrichment of a functional risk 

haplotype (Hap1) in CHTD cases. In contrast, an enrichment of haplotypes Hap3 

and Hap4 in Black-African descent controls. Hap3 and Hap4 showed neutral effect 

on FOXE1 expression. Given the very low CHTD incidence in this ethnic group 

[5], Hap3 and Hap4 can be defined as neutral (if not protective) haplotypes.  

Our results have showed a significant deviation from Hardy-Weinberg 

equilibrium (DHW) for all SNPs in the Caucasian CHTD cases, which per se 

suggest an association between this promoter region of FOXE1 and CHTD. We 

also observed, to a lesser extent, DHW in unaffected Caucasians, a population 

known to have a higher susceptibility to develop CHTD. Therefore, we selected 

SNPs with conserved HWE in the Black-African descent cohort because this 

population is known to be rarely affected by CHTD [5]. Moreover, it is well 

known that the linkage disequilibrium (LD) is higher in non-African populations 

due to founder effect [22]. In contrast, the decreased genetic variations observed in 

Caucasians have already shown to increase the susceptibility to diseases [23]. Of 

note, deviation form HW equilibrium among affected individuals has been used 
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successfully to fine-scale localization of disease locus [24, 25]. Herein, a gradual 

loss-of-heterozygosity is observed when comparing Black-African descents with 

unaffected Caucasians and with Caucasian CHTD cases; this latter group showed 

an extreme excess of homozygosity. These findings are consistent with the known 

enrichment of CHTD cases observed in Caucasians, which contrasts with the 

extreme rarity of CHTD in Black-African populations [5]. Moreover, the 

variability of variants in region known to be associated with the risk of pathology 

can be population-specific with sometime a protective effect. A recent study has 

associated some SNPs and haplotypes in RET gene to increased risk in 

Hirschprung disease in Czech population [26]. Some of these causative variants 

are found previously in Asian patients. The Hirschprung disease is principally 

sporadic (1:5000), more frequent in male (ratio 4:1) with an ethnic difference 

(more frequent in Asians than Caucasians) [27]. Moreover this study has found a 

variant in haplotype with a protective role (present in Caucasians and absent in 

Chinese), with their presence and frequency may depend on ethnicity [28-30].  

Next, we showed in vitro (i) that the two haplotypes Hap1 and Hap2 

decrease the FOXE1 expression and (ii) that even a 50% of decrease of FOXE1 

expression is sufficient to reduce significantly the migration of human thyroid 

cells, this latter point being consistent with results observed in Foxe1 knock-out 

mice [11]. Indeed, homozygous foxe1-null mice exhibit thyroid ectopy in 50% of 

cases [11] and migration of the thyroid bud requires foxe1 expression in mouse 

embryos [17]. Altogether, this suggests that FOXE1 plays a key role in the 

embryogenesis and migration of the human thyroid, a hypothesis supported by our 
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results showing a reduced migration of the FOXE1 depleted human thyroid cells. 

Moreover, as shown previously by Fernandez et al. [31], we observed an increase 

expression of cadherin 1 (CDH1) in FOXE1 depleted human thyroid cells. Up 

regulation of CDH1 inhibits the invasion and migration of breast cancers [32]. In 

contrast, CDH1 down regulation is associated with progression and metastasis of 

gastric, breast and thyroid cancers [33, 34]. We hypothesize that, during 

organogenesis, the thyroid bud migration is impaired as a consequence of the 

increased CDH1 expression following an even partial FOXE1 loss-of-function. 

 Variable gene expression among genetically identical cells has been 

implicated in processes including determination of cell fates [35, 36] and the 

development of genetic disease [37]. Recently Jones et al. have shown that 

mutations in regulatory DNA (or promoter) can increase gene expression 

variability [38]. In the same line, random fluctuations of NANOG expression 

allow pluripotent stem cells to explore multiple lineage options, modulating their 

probability to change functional state [39]. Therefore, one might hypothesize that 

the level of the FOXE1 expression noise at a crucial time-point of the thyroid 

development modulate the probability of either normal or arrested thyroid cell 

migration. This implies that CHTD is a genetically driven stochastic event, in 

which FOXE1 acts as a chemical morphogenic variable in a system where motion, 

local physical chemoattractant gradient and even local physical constraints might 

interfere, as suggested six decades ago by Turing [40, 41]. 
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In conclusion, this study showed that risk haplotypes of the FOXE1 

promoter cause a decreased FOXE1 expression, the latter being associated with 

decreased thyroid cell migration. Decreased FOXE1 expression increased the 

likelihood of arrested thyroid migration and could explain the ectopic thyroid 

observed in patients with CHTD.  
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Figure 2: FOXE1 down-expression and real-time cell migration assays. (A) 

Down-expression of FOXE1 using shRNA assessed by semi-quantitative RT-PCR 

(with ACTB as control) and confirmed by quantitative RT-PCR (RQ, relative 

quantity as proxy for fold expression compared to the normalized expression of the 

two housekeeping genes GADPH and HPRT). (B) Real-time measurement of cell 

migration: at 5h, 10h and 15h, we observed a significant reduction of thyroid cell 

migration (***p<0.001, *p<0.05, three independent experiments, normalized to 

shCTRL). (C) Real-time measurement of cell migration, example of one assay 

with Nthy-ori cells: the green line represents the shCTRL cells, the red line the 

shFOXE1-69 cells and the blue line represents the shCTRL cells incubated 

without chemoattractants in the lower chambers. (D) Cell proliferation assay of 

Nthy-ori cells: after 15h, a major increase of cell proliferation is a potential 

confounder to assess cell migration and therefore only values between 1 and 15h 

are taken into account. 
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2.3. Discussion et perspectives 

Il est connu que FOXE1 joue un rôle primordial dans l’embryologie de la 

glande thyroïde. Spécifiquement, les études chez la souris ont montré que ce gène 

contrôle la migration de la thyroïde [59]. En contrepartie, aucune mutation de ce 

gène n’a été associée à une ectopie chez l’humain. Cependant une variation de 

longueur du « stretch » de polyalanine est associée à l’HCDT [86]. Les séquences 

de 14 alanines successives sont associées à un risque augmenté pour les HCDT au 

contraire de celles qui en comportent 16 (P-value = 0,0005, 95% IC). 

Dans ce travail, nous avons découvert qu’un haplotype (Hap1 : A-C-C-C-

C-C-C-del1C) est significativement associé à l’HCDT chez les caucasiens. Cet 

haplotype diminue l’expression de FOXE1 et, indirectement, diminue la migration 

des cellules thyroïdiennes. Des corrélations entre cet haplotype risque et le 

« polyalanine stretch » de FOXE1 sont en cours d’évaluation.  

Par ailleurs, deux haplotypes (Hap3 et Hap4) sont statistiquement 

fortement associés aux contrôles d’origine africaine, avec l’haplotype Hap4 

retrouvé uniquement chez les Afro-Américains, laissant supposer qu’ils pourraient 

jouer un rôle protecteur chez cette population connue pour être bien moins touchée 

pour les HCDT que les Caucasiens. Les essais luciférases sont actuellement en 

réalisation. 

De ce fait, ces haplotypes (de risque ou protecteur) sont trouvés dans un 

grand nombre de cas, et pourraient être le « premier hit » soulevé par nos 

hypothèses de travail. Ces haplotypes prédisposeraient les personnes porteuses à 
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l’HCDT. L’utilisation du séquençage de l’exome à haut débit permettra de 

découvrir d’autres « hits » chez les individus atteints, aussi bien dans des gènes 

« connus » (impliqués dans l’embryologie de la thyroïde par exemple) que dans de 

nouveaux gènes. 

En résumé, nous avons découvert, chez plus de 25% des cas d’HCDT 

(ectopies essentiellement), des haplotypes à risque dans le promoteur de FOXE1, 

ces haplotypes ayant tous un impact sur l’expression de FOXE1. De plus, des 

données préliminaires obtenues par immunofluorescence ont pu montrer que ce 

« knockdown » de FOXE1 affectait également la morphologie des cellules 

thyroïdiennes (Figure 11). En effet, nous avons pu constater que FOXE1 est 

correctement localisé au noyau (shCTRL et shFOXE1) mais que la forme des 

cellules a changé (cytosquelette et noyau plus arrondi) dans les cellules shFOXE1. 

 

Figure 11 : Effets du "knockdown" de FOXE1 sur le noyau et le cytosquelette des 

cellules Nthy-ori 
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Cette région du promoteur définit donc une zone de contrôle de 

l’expression de FOXE1 ayant de surcroit une association directe avec la migration 

des cellules thyroïdiennes chez l’humain. 
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3. Les ectopies thyroïdiennes : des tissus soumis à une 

expression monoallélique ? 

3.1. Situation du sujet 

Chez les organismes diploïdes, chaque nouvel individu reçoit une copie de 

chaque gène de ses deux parents. Il est attendu que l’expression de ces gènes est 

similaire pour chaque copie, ce qui est défini comme une expression biallélique. 

Cependant dans certains cas, il n’y a qu’une seule copie qui est exprimée, on parle 

alors d’expression monoallélique. Il existe trois grandes classes de gènes exprimés 

de façon monoallélique: 1) des gènes soumis à l’empreinte (origine parentale: seul 

l’allèle paternel ou maternel est exprimé); 2) des gènes sur le chromosome X, suite 

à l’inactivation aléatoire d’un allèle chez les sujets 46XX; 3) des gènes 

autosomaux soumis à une expression monoallélique aléatoire et différente suivant 

le tissu [155]. L’expression d’un seul allèle peut engendrer certaines pathologies, 

comme par exemple les syndromes endocriniens de Prader-Willi (perte de 

l’expression paternelle des gènes de la région 15q11-13) et Angelman (perte de 

l’expression maternelle des gènes de la région 15q11-13) qui sont des loci soumis 

à l’empreinte [156]. 

Deux articles ont rapporté des cas de dyshormonogénèse avec expression 

monoallélique du gène TPO dans la thyroïde [157, 158]. De plus, comme 

mentionné précédemment, Hermanns et al. ont émis l’hypothèse qu’une 

expression monoallélique de PAX8 dans la thyroïde pourrait expliquer une 

athyréose [105]. Afin de savoir ce qu’il en est dans le tissu thyroïdien (ectopique 
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ou orthotopique), nous avons séquencé l’ADN (séquençage de l’exome) et de 

l’ARN (séquençage RNA haut-débit) de 2 thyroïdes ectopiques ainsi que 5 

contrôles (4 thyroïdes orthotopiques saines et une lignée de cellules humaines 

Nthy-Ori [159]). 
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3.2. Article 3 

Soumis au journal : Thyroid (Révisions mineures soumises le 12 Mars 2016) 

Contributions :  

J’ai participé, avec Dr Deladoëy, à l’élaboration de ce projet. J’ai analysé les 

données génétiques comparatives des séquençages exome et RNA haut-débit des 

différents échantillons. De plus, j’ai validé les variants par séquençage Sanger. 

Bing Ge a réalisé toute la partie bio-informatique pour traiter les données du 

séquençage RNA haut-débit et les comparer à celles des séquençages d’exomes 

correspondants. Dr Tomi Pastinen a apporté son expertise pour le séquençage de 

l’ARN et l’interprétation des données. Enfin, j’ai rédigé une première version de 

cet article, tandis que les Drs Guy Van Vliet, Mark E. Samuels, Tomi Pastinen et 

Johnny Deladoëy ont également participé à la rédaction et à la révision des 

versions ultérieures. 
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Abstract: 

Context: Congenital hypothyroidism due to thyroid dysgenesis (CHTD) is a 

disorder with a prevalence of one in 4,000 live births, the cause of which remains 

unknown. The most common diagnostic category is thyroid ectopy, which occurs 

in up to 80% of CHTD cases. CHTD is predominantly not inherited and has a high 

discordance rate (>92%) between monozygotic (MZ) twins. The sporadic nature of 

CHTD might be explained by somatic events such as autosomal monoallelic 

expression (AME), given that genes expressed in a monoallelic way are more 

vulnerable to otherwise benign heterozygous genetic or epigenetic mutations.  

 

Objective: To search for complete (90%) AME in normal and dysgenetic thyroid 

tissues. 

 

Methods: Aggregated analysis of whole-exome and bulk RNA sequencing 

performed on two ectopic thyroids, four normal thyroids and the human thyroid 

cell line Nthy-ori.  

 

Results: A median of 5,062 (range 2,081-5,270) genes per sample showed 

sufficient numbers of heterozygous SNPs to be informative. The median 

monoallelic expression represented 22 (range 16-32) of the informative genes for 

each thyroid sample. Examples of genes displaying AME are FCGBP, ZNF331, 

USP10, BCLAF1 and some HLA genes; these genes are involved in epithelial-

mesenchymal transition, cell migration, cancer and immunity.  
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Conclusions: AME may account for the high discordance rate observed between 

MZ twins and for the sporadic nature of CHTD. Our findings have also 

implications for other pathologies including cancers and autoimmune disorders of 

the thyroid. 
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Introduction 

Congenital primary hypothyroidism (CH) is a relatively rare disorder 

estimated to occur in around 1:2,500 live births. This condition is classified 

principally in two categories, first, dysgenesis defined as a defect during 

embryologic development, and second, dyshormonogenesis, a functional disorder 

within an anatomically thyroid. Permanent congenital hypothyroidism due to 

thyroid dysgenesis (CHTD) occurs with an incidence of 1:4,000 live births, 

usually with an ectopic thyroid gland (75%) or athyreosis (15%) (1). The ectopic 

thyroid results from an arrest in the migration of the precursor cells to their final 

location at the base of neck, while athyreosis (total absence of thyroid) results 

from a lack of differentiation or disappearance of the thyroid during 

embryogenesis. At most, 3% of the cases of CHTD are explained by a mutation in 

transcription factors implicated in the embryology of the thyroid gland (NKX2.5, 

NKX2.1, PAX8, FOXE1 and GLIS3) (2). Indeed, CHTD is predominantly non-

syndromic and sporadic (i.e. 98% of cases are non-familial) (3), has a female and 

ethnic predominance (4) and has a discordance rate of 92% between monozygotic 

(MZ) twins (5), which implies that somatic epigenetic and/or genetic mutational 

events might account for this discordance. However, we did not observe 

significant somatic methylation profile differences between ectopic and orthotopic 

thyroids (6), nor did we find somatic mutations by exome sequencing of 

lymphocytic DNA from MZ twins discordant for CHTD (7). This said, other 

epigenetic causes might account for differences in the phenotypic expression of 

the disease. Widespread autosomal monoallelic expression with initial non-
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predetermined (“random”) choice between maternal and paternal alleles defines an 

unusual class of disease-causing genes (8, 9). Recently, biased allele-specific 

expression has been observed in at least 3% of the genes expressed in thyroid 

tissue (10), but the exact proportion of genes subject to a complete monoallelic 

expression in human thyroid remains unclear. Genes expressed in a monoallelic 

way show decreased expression (11) and may lead otherwise benign heterozygous 

mutations to cause loss of function in a proportion of cells (12). Consequently, 

differences in autosomal somatic gene expression might account for thyroid 

diseases including dysgenesis (13), cancer and autoimmune disorders. In this 

context, we assessed whether thyroid tissue (ectopic and orthotopic) displays 

genes subject to autosomal monoallelic expression (AME; Figure 1). 

 

Patients & Methods 

Patients and tissue samples 

 We obtained flash-frozen samples of ectopic thyroid tissue removed from 

two girls (aged 10 and 8 yr) due to local symptoms (dysphagia); these two girls 

were treated with L-T4 and had normal thyroid hormones levels before surgery 

(Supplemental Table). For controls, we used healthy thyroid tissue from four 

children (3 girls aged 8, 12 and 16 yr, and 1 boys aged 5 yr who were either 

prophylactically operated (2 RET-mutated individuals of known MEN2 families) 

or operated for papillary thyroid cancer (Supplemental Table). We also examined 

the human Nthy-ori cell line (14). Finally, to assess for somatic mutation in 

ectopic thyroids, whole exome sequencing of leucocyte DNA of cases #1 and #2 
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was performed and compared with matched data from thyroid samples of these 

two cases. This study was approved by our institutional research ethics committee 

and parents gave informed consent. 

 

DNA and RNA extraction from tissue samples 

 DNA was extracted using a pureLink genomic DNA Mini kit (Life 

Technologies, Burlington, Canada). RNA was extracted using a miniRNeasy kit 

(Qiagen, Toronto, Canada).  

 

Whole-Exome and bulk RNA Sequencing 

 Sequencing was performed at the genomic platform of the McGill 

University and Genome Quebec Innovation Centre. Whole exome sequencing 

(WES) was performed using the Agilent 50Mb SureSelect exon capture library, 

followed by 2x100nt paired-end sequencing on the Illumina HiSeq 2000 

instrument as described previously (7, 15). We performed paired-end and strand-

specific RNA-sequencing in five controls and two case samples (see sample 

characterisation in Supplemental Table).  

 

Analysis of bulk RNA sequencing 

Analyses were carried out with aligned RNA-sequencing data, where 

alignment was based on the established TopHat 2 pipeline. To assess allelic 

expression high quality variant calls of exome sequencing data (generated 

separately), we used the variant call files for local genotype imputation/phasing (in 
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RefSeq genes) using IMPUTE2 software with 1000 Genomes reference haplotypes 

(Phase I, vs3) in two main steps: pre-phasing and imputation. We filter out 

variants with an r2 value < 0.8 and phase genotypes using SHAPEIT2 with 1000 

Genome reference haplotypes. In the case of singleton SNPs, we attempted to 

phase based on common heterozygous sites in paired end reads. Allele-specific 

analyses for transcriptome utilized careful realignment process to phased genomes 

coupled with combined tests for allelic abundance of each transcript as recently 

described (van de Geijn, BioRxiv, 2014; http://dx.doi.org/10.1101/011221). To 

assess the thyroid sampling quality, cluster dendrogram were established by 

unsupervised hierarchical clustering of RNA sequencing data using the software 

Clustal W (http://www.clustal.org/clustal2/) (Supplemental Figure). 

 

Combined analysis of WES and bulk RNA sequencing 

To define monoallelic expression, we identified variants heterozygous in 

WES and nominally or seemingly homozygous in RNA sequencing data. To 

generate a list of testable candidate variants, we reduced the number of genes 

using a hierarchization pipeline for each sample (Figure 2). First, to select 

genotypes from the exome data, we used the software SAMtools (16) and the 

variants were filtered through the following criteria: artefacts outside the exome 

were filtered out, number of reads in exome data (10 or more), genotype quality 

score (QUAL <50). Only good quality variant calls (genotypes) were used in the 

latter analysis. Second, to assess which genes showed complete AME, we filtered 

RNA-sequencing data of the informative genes through the following criteria: 
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percentage of reads in RNA (either <10% or >90% of the altered or reference 

reads, respectively), inclusion of genes with two or more variants (to eliminate 

false positives) and exclusion of imprinted genes (as listed in 

http://www.geneimprint.org). Candidate variants were re-tested by PCR-based 

Sanger sequencing of copy and genomic DNA. PCR amplicon primers were 

designed with Primer3Plus (http://www.bioinformatics.nl/cgi-

bin/primer3plus/primer3plus.cgi/). 

 

Comparison of WES data from matched DNA leukocytes and ectopic thyroids 

For whole exome sequencing, we typically obtained 100-120 fold median 

coverage of targeted exonic regions using the Agilent SureSelect plus Illumina 

HiSeq technologies. Following read alignment, variant calling and gene annotation 

by our bioinformatics analysis pipeline, each exome typically yielded more than 

100,000 candidate variants, of which approximately 25,000 are either in or 

immediately adjacent to coding exons. To assess for somatic mutation in ectopic 

thyroids, we verified the genotype of all variants called in the RNA sequencing 

data (after filtrations) by comparing the number (and percentage) of reads between 

thyroids and leukocytes. 

 

Results 

Gene expression clustering of thyroid tissues 

To assess the quality of our thyroid tissue samples with respect to 

contamination with other tissue types, we performed an unsupervised hierarchical 
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clustering of our RNA sequencing data. As compared to other human cells 

(fibroblasts, monocytes, B- and T-lymphocytes), the gene expression profiles 

derived from all thyroid tissues clustered together and were distinct from other 

human cells in a cluster dendrogram (Supplemental Figure, left side branch). 

These results indicated that our thyroid RNA samples were clean. 

 

Exome sequencing, RNA sequencing and autosomal monoallelic expression (AME) 

in thyroid tissue 

To determine whether thyroid tissue shows AME, we performed RNA-

sequencing combined with exome sequencing on seven different thyroid samples: 

9,078 genes with good quality exonic SNPs were covered by whole-exome 

sequencing. To exclude non-informative variants (homozygous variants) and false 

positive variants we used a hierarchization pipeline for each sample (Figure 2). 

First, a median of 5,062 (range of 2,081 to 5,270) genes per sample showed 

sufficient numbers of heterozygous SNPs to be informative. Then, the median 

complete AME represented 22 (range of 16 to 32) of the informative genes for 

each thyroid sample and AME represented a small fraction of the informative 

genes (0.46%; range 0.31 to 0.96%).  Numbers of specific (non-recurrent) genes in 

ectopic thyroids are comparable to that of control tissues. Next, validation with 

Sanger sequencing was performed on cDNA of each sample and confirmed AME 

for the following genes: ZNF331, CTSF, ADRB2, USP10, BCLAF1 and FCGBP 

(Figure 3). Finally, thirty genes (e.g some HLA region genes) were recurrently (in 

two or more samples) subject to AME and seven of these genes are located on 
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chromosome 6 (Table). Only few genes belong to same pathways (assessed in 

KEGG pathway database; url: http://www.genome.jp/kegg/pathway.html): 

MAP2K3 of the MAPK pathway showed AME in all samples; DTX2 (AME in 

control 1) and CTBP2 (AME in cases 1 and 2) belong to the Wnt and Notch 

pathways. Of note, given that only two ectopic thyroids are available for analysis, 

we did not perform any formal statistics to compare gene occurrence by ontology 

group and/or pathways. 

 

Absence of somatic mutations in the two ectopic thyroid samples 

 To assess whether an early post-zygotic mutation was observed in ectopic 

thyroids, we sequenced and compared the exome of the matched leukocytes and 

the thyroid of cases 1 and 2 (leukocytes and thyroid compared for each case 

separately). Although these exome comparisons initially yielded a large number of 

candidate somatic variants, after bioinformatics quality filtering and Sanger-

resequencing of some candidates, we observed no thyroid-specific mutations, 

particularly there were no tissue-specific variants in any of the genes currently 

known to be involved in thyroid development and/or associated with thyroid 

dysgenesis. As expected, all genes showing AME were found to be heterozygous 

in both leukocytes and thyroids from the same patient. 

 

Discussion 

In humans, genes are generally biallelically expressed, with each parental 

homologous gene contributing to mRNA. However in some cases only one copy is 
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expressed, which defines monoallelic expression. There are three known general 

mechanisms causing monoallelic expression: 1) imprinting, in which imprinted 

genes are expressed preferentially or exclusively from either the paternal or 

maternal allele (sometimes with tissue specificity); 2) random but clonally 

inherited X-chromosome inactivation in female cells; and 3) non-predetermined 

(“random”) autosomal monoallelic expression (AME).  

In fact, the first genes discovered to be subject to AME were those 

encoding immunoglobulins and T-cells receptors, by yet a different mechanism 

involving DNA rearrangement (17, 18). However this mechanism is specific to 

these gene families so far as is known. In 1994, AME was reported in olfactory 

receptors genes (a family of more than 1000 genes) which suggested that 

autosomal AME might affect additional autosomal genes (19). Eventually, in 

2007, a genome-wide survey analyzing clonal human blood cell lines revealed a 

widespread AME across the autosomes (8). Over the last years, two forms of 

autosomal AME have been defined (20). On one hand, fixed AME implies that the 

allele-specific expression is conserved in daughter cells after division. Thus fixed 

AME is mitotically conserved and can be studied in cell lines and tissues (or 

subtissue sections). On the other hand, dynamic AME is observed only during a 

window of time, is not mitotically transmitted and can be studied only at the 

single-cell level. In the present study, we therefore have assessed fixed autosomal 

AME in thyroid tissues and in a thyroid cell line. Of note, given that (i) some class 

of genes seem to be more prone to AME (8, 12, 21) and (ii) we observed herein a 

recurrence of AME for a median of 15 genes per thyroid sample, AME probably 
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reflects a yet unknown tissue-specific genetic and epigenetic phenomenon (22) but 

is unlikely to be a completely ‘random’ event. The somatic interplay between 

genetic and epigenetic mechanisms that control establishment and maintenance of 

widespread AME remain to be discovered (9). 

In thyroid tissue, monoallelic expression of TPO has been shown in cases 

of thyroid dyshormonogenesis (23, 24) and it has been hypothesized that PAX8 

monoallelic expression in the thyroid could explain a family case of congenital 

hypothyroidism due to athyreosis (25). Moreover, RNA sequencing analysis 

recently showed a widespread biased allele-specific expression (an attenuated 

form of AME) in thyroid tissue (10). This prompted us to search for autosomal 

genes displaying AME in thyroid tissues by using paired exome and RNA 

sequencing of seven different thyroid tissues. 

We showed AME for a median of 22 genes per sample in ectopic and 

orthotopic thyroid glands as well as in the Nthy-ori cell line. These findings 

confirmed that thyroid tissues are subject to AME. The number of autosomal 

genes subject to AME per tissue was relatively modest. This can be explained by 

the design of our study and by some technical limitations. First, we selected only 

genes with an almost exclusive monoallelic expression: the expressed allele is the 

almost exclusively transcriptionally active (>90% of reads in RNA sequencing) 

while the other is transcriptionally silent; next, a significant expression level in the 

thyroid (a minimum of 10 reads) was required to be called a gene subject to AME 

(Figure 2). Therefore, our results may represent only the extreme end of a 

continuum, beginning with allele-biased expression (or allelic specific expression 
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(10)) and ending with high-confidence genes subject to complete monoallelic 

expression (20); given that, the median of 0.46% of genes subject to AME was 

consistent with the 0.7% of AME observed in neural progenitor cells (26). Second, 

the number of informative genes was relatively low but was expected because 

most of SNPs are present in non-coding regions of the genome, which are not 

covered by exome and bulk RNA sequencing. For example, our median number of 

5,062 informative genes per sample was consistent with the genome-wide study of 

AME conducted in B-cells by Gimelbrant et al., which showed about 3900 

informative genes per sample (8). 

Congenital hypothyroidism due to thyroid dysgenesis (CHTD) is 

predominantly a sporadic (random) event and ectopic thyroid, the main form of 

CHTD, results from an arrest in the migration of the precursor cells. By exome 

sequencing, we previously showed that monozygotic twins discordant for thyroid 

dysgenesis do not differ in their blood DNA (7), making early post-zygotic 

somatic mutations a less likely cause of CHTD. Similarly, we did not observe any 

somatic epimutations in the ectopic thyroids (6). The absence of any validated 

thyroid-specific somatic mutations in the present study is consistent with all these 

previous findings. Together these results imply that early post-zygotic coding 

region mutations, or altered epigenetic markings, are unlikely in CHTD. In 

contrast, the extensive AME observed in all thyroid samples assessed in the 

present study, might well account for the discordance between MZ twins and the 

sporadicity observed in CHTD. Indeed, genes subject to AME might contribute to 
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cellular (clonal) diversity (8) and are more vulnerable to otherwise benign 

heterozygous genetic or epigenetic mutations (27). 

Only three recurrent genes are common to the two ectopic glands (CDC27, 

CTBP2 and MST1L) and they do not belong to similar cellular pathways (assessed 

in KEGG pathway database; url: http://www.genome.jp/kegg/pathway.html). Of 

note, AME genes found in other studies are enriched for transmembrane receptors 

(8) and glycoproteins which are essential to cell adhesion and organ development 

(12). Similar examples of genes displaying AME in our ectopic thyroid tissues are 

ZNF331 and FCGBP; both are involved in cell division and cell migration (28, 

29). ZNF331 encodes a zinc finger protein containing a KRAB (Kruppel-

associated box) domain found in transcriptional repressors. Recently, it has been 

shown that ZNF331 expression was reduced in human oesophageal cancer by 

methylation of the promoter and that cell migration is suppressed by ZNF331 

expression (28). FCGBP (Fc fragment of IgG binding protein) is a surface protein 

involved in the epithelial-mesenchymal transition and in tumour progression in 

gallbladder cancer (29). FCGBP expression is reduced in papillary and follicular 

thyroid cancer, which might suggest a role in thyroid cell division and migration 

(30). Oddly, we found that seven genes recurrently subject to AME in thyroid 

were located on chromosome 6 (HLA-A, B, C; DRB1; BCLAF1; PRIM2 and 

CCHCR1), consistent with long range asynchronous replication and monoallelic 

expression under the control of a cis-acting gene named Asynchronous replication 

and Autosomal RNA on chromosome 6, or ASAR6 (31). Indeed, Donley et al. 

(31) showed that the asynchronous replication of ASAR6 was coordinated in cis 
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with two loci on the short arm of the chromosome 6, the HLA locus and an 

olfactory gene cluster. However, we acknowledge that the highly polymorphic 

nature of MHC Class I and II genes may impact alignment efficiency of RNA-seq 

reads and lead to spurious allelic imbalances (32). Consequently, the frequent 

monoallelic events in these genes require additional validation. This suggests that 

even if the choice of the monoallelically expressed allele is a stochastic (non-

predetermined) event, the location of the genes subject to AME is probably 

determined by genetic and/or epigenetic marks across the genome (9). 

Stochastic variable gene expression among genetically identical cells has 

been implicated in processes including determination of cell fates (33, 34) and 

development of genetic diseases (11). Reduction of the stochastic expression 

noise, either by haploinsufficiency or by AME, increases the likelihood of 

impaired gene function and disease (11). A dynamic AME and transcription 

dynamic has been recently uncovered in embryonic cells (35). It is therefore likely 

that stochastic dynamic AME has even more fundamental implications for 

penetrance and severity of congenital disorders including CHTD (35). Somatic 

variation in the proportion of cells with normal biallelic expression compared to 

cell with AME of a pool of genes (9) might also lead to the broad range of 

phenotype observed in CHTD, ranging from athyreosis, to thyroid ectopy and 

thyroid hemiagenesis. 

In conclusion, our study is the first to show clearly that complete AME is 

observed for groups of genes in ectopic and orthotopic thyroids. Our findings, 

together with the reported tendency of surface proteins to be AME-prone, suggest 
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that a pathogenic variant expressed monoallelically in ectopic thyroid might 

account for the almost universal discordance between MZ twins for this 

malformation. This latter point remains speculative as our study is limited by the 

low number of ectopic thyroids given that patients with thyroid ectopy almost 

never require surgery to remove the ectopic gland. This would imply that CHTD is 

a genetically driven stochastic event, in which morphogenic genes might interfere 

with cell motion, local physical chemoattractant gradient and even local physical 

constraints, as suggested six decades ago by Turing (36, 37). It is likely that the 

role of AME in sporadic congenital disorders is greater than currently appreciated 

(27). 
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Figure Legend 

Figure 1: Schematic representation of the autosomal monoallelic expression 

assessed by whole-exome and bulk RNA sequencing. 
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Figure 2: Breakdown of the experimental protocol including bioinformatics 

pipeline and filtering of whole-exome and bulk RNA sequencing data. 
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Figure 3: Monoallelic expression in autosomal genes: confirmation by Sanger 

sequencing of monoallelic expression in (A) normal eutopic tissues and Nthy-ori 

and (B) ectopic tissue. 

A) 

 
B) 
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Supplemental Table  

Characteristic of the thyroid tissues used for combined RNA and exome 

sequencing. Ectopic thyroid tissues: case 1 and case 2. Eutopic (normal) 

thyroid tissues: controls 1 to 5. All normal eutopic tissues come from the healthy 

part of thyroids removed either prophylactically in patients with MEN2A (RET+ 

patients at risk to develop medullary thyroid cancer – MTC) or in patients with 

well encapsulated papillary thyroid cancer (PTC). 

 

 



 

 134 

Supplemental Figure : 

 

Cluster dendrogram established by unsupervised hierarchical clustering of RNA 

sequencing data. All thyroid tissues and thyroid derived cell lines cluster together 

and are distinct from other human tissues in a left-side branch of the cluster 

dendrogram. 
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Discussion et perspectives 

Il a déjà été mis en évidence que certains cas d’hypothyroïdie congénitale 

par dyshormonogénèse peuvent être causés par de l’expression monoallélique dans 

le gène TPO. Dans le but d’identifier si la glande thyroïde (orthotopique mais 

également ectopique) soit soumise également à de l’expression monoallélique, 

nous avons réalisé le séquençage de l’exome et de l’ARN haut-débit de quatre 

thyroïdes normales, d’une lignée de cellules thyroïdiennes normales humaines 

(Nthy-ori) et de deux thyroïdes ectopiques.  

Au cours de cette étude, nous avons pu mettre en évidence pour la première 

fois que les tissus thyroïdiens sont soumis à de l’expression monoallélique 

aléatoire. Ayant déjà montré que la discordance des jumeaux monozygotes atteints 

d’HCDT n’était pas de cause génétique et à la vue de la faible incidence de cette 

pathologie, une des hypothèses seraient que de l’expression monoallélique 

aléatoire en soit la cause. En effet, il suffirait qu’un gène connu pour être impliqué 

dans l’embryologie de la glande thyroïde ou bien un autre gène impliqué dans la 

migration par exemple, affecte de façon thyroïde-spécifique un individu pour qu’il 

soit atteint d’HCDT. De plus, nous avons mis en évidence pour la première fois 

que la lignée Nthy-ori a un profil similaire aux tissus thyroïdiens normaux, ce qui 

en fait un excellent outil pour les validations d’études fonctionnelles 

comparativement à d’autres lignées cellulaires thyroïdiennes, qui semblent avoir 

perdu au cours du temps, partiellement leur profil type [160]. 
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4. À la découverte de nouveaux gènes causant 

l’hypothyroïdie congénitale par dysgénésie 

thyroïdienne 

4.1. Situation du sujet 

Compte tenu que tout au plus 3% des cas de dysgénésies sont expliqués par 

une mutation germinale des facteurs de transcription impliqués dans l’embryologie 

de la glande thyroïde, beaucoup d’autres facteurs impliqués dans cette pathologie 

sont à découvrir. La découverte de nouveaux marqueurs moléculaires est 

particulièrement importante pour identifier les patients atteints d’HCDT, qui, 

même avec un dépistage biochimique au 2ème jour de vie et un traitement précoce, 

ont un risque plus élevé de déficience intellectuelle. Ces patients pourraient ainsi 

bénéficier d’une intervention plus précoce afin de stimuler leur développement 

neurocognitif. Dans ce but, nous avons utilisé le séquençage de nouvelle 

génération, en réalisant le séquençage de l'exome de 34 cas sporadiques et de 2 cas 

issus de la même famille (transmission mère-enfant) atteints d'hypothyroïdie 

congénitale afin de découvrir les causes génétiques pouvant expliquer cette 

pathologie. 
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4.2. Article 4 

Projet en cours, données non-publiées  

Contributions :  

Dr Deladoëy et Dr Samuels ont élaboré ce projet. J’ai réalisé l’analyse des 

données génétiques (36 exomes) permettant d’identifier les différents gènes testés. 

De plus, j’ai validé les variants sélectionnés par séquençage Sanger. J’ai ensuite 

réalisé toutes les études fonctionnelles sur les gènes sélectionnés (SSPO, TNXB, 

RYR3 et IKBKE) et effectuer les expérimentations suivantes : (i) détermination des 

niveaux des transcrits et des protéines dans les cellules thyroïdiennes humaines 

(Nthy-ori) par RT-PCR quantitative et immunobuvardage ; (ii) essais de migration 

sur les clones déplétés du gène d’intérêt par technique de small-harpin RNA 

(shRNA), et (iii) immunofluorescence. Stéphanie Larrivée-Vanier a réalisé 

l’infection des cellules Nthy-ori avec les shRNA et les lignées zebrafish (+/- et -/-) 

des gènes d’intérêts. Mark E. Samuels a supervisé les analyses génétiques de ce 

projet.  
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4.3. Résultats préliminaires et conclusions 

Introduction 

L'hypothyroïdie congénitale par dysgénésie thyroïdienne (HCDT, ectopie 

dans plus de 80 %) a une prévalence de 1 cas sur 4000 naissances vivantes. Les 

HCDT sont principalement non-syndromiques (soit 98% des cas sont non-

familiale), ont un taux de discordance de 92% chez les jumeaux monozygotes, et 

ont une prédominance féminine et ethnique (i.e., Caucasienne). La majorité des 

cas d’HCDT n’a pas de cause connue, mais est associée à un déficit sévère en 

hormones thyroïdiennes (hypothyroïdie). Compte tenu que tout au plus 3% des cas 

de dysgénésies sont expliqués par une mutation germinale des facteurs de 

transcription impliqués dans l’embryologie de la glande thyroïde, beaucoup 

d’autres facteurs impliqués dans cette pathologie sont à découvrir.  

Après avoir réalisé le séquençage de 36 exomes de patients atteints 

d’HCDT, nous avons pu montrer de rares variants récurrents dans au moins 4 

gènes (SSPO, TNXB, RYR3 et IKBKE). Des études fonctionnelles préliminaires ont 

permis de mettre en évidence le rôle de SSPO et IKBKE dans la migration 

cellulaire dans la lignée de cellules thyroïdiennes normales (Nthy-ori).  

Matériel et Méthodes 

Patients 

Trente-quatre cas sporadiques et un cas familial (transmission mère-

enfants) avec hypothyroïdie congénitale par dysgénésie thyroïdienne ont été 

recrutés. L’ADN a été préparé à partir de lymphocytes périphériques obtenus par 
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ponction veineuse après avoir obtenu le consentement éclairé des patients (ou 

familles) pour le séquençage de l’exome et le séquençage Sanger.  

Séquençage de l’exome  

Le séquençage de l'exome entier (WES) a été réalisée en utilisant la 

bibliothèque de capture Agilent 50Mb SureSelect, suivie d'un séquençage sur 

l'instrument Illumina HiSeq 2000. Le séquençage a été réalisé à la plate-forme 

génomique de l'Université McGill et du Centre d'innovation Génome Québec. Les 

données primaires (séquences sous fichiers fastq) ont été traitées par l'équipe de 

bioinformatique du Réseau de Médecine Génétique Appliqué (RMGA). Le 

pipeline d'analyse pour l'alignement des courtes séquences à la séquence 

consensus du génome humain (v19), l’appel des variants et les annotations 

fonctionnelles ont été réalisés en utilisant GATK (Genome Analysis Toolkit), 

samtools et ANNOVAR. Les variants ont ensuite été triés en utilisant plusieurs 

filtres (bases de données dbSNP, 1000 génome et notre propre base de données de 

1000 exomes contrôles provenant d’individus sains ou atteints de pathologies non 

liées à la fonction thyroïdienne). Les familles de gènes connus pour générer des 

artefacts d’exome (MUC; PRAMEF; NBPF, etc.) ont été exclus.  

Sélection des gènes candidats et validation 

Le choix des gènes candidats a été réalisé suite à une étude minutieuse des 

données de séquençage filtrées grâce au pipeline du RMGA (l’utilisation de ce 

pipeline est expliquée dans le Chapitre I - 3.1). Une fois filtrés, les gènes 

présentant des variants rares (variants présents dans ≤ 10 exomes contrôles) dans 
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un grand nombre d’échantillons (≥ 3) et ayant un intérêt biologique ont été 

sélectionnés.  

Les variants candidats ont été validés par séquençage Sanger basée sur 

l’amplification de la région d’intérêt par PCR. Les amorces PCR pour les variants 

d’intérêts ont été conçues avec Primer3Plus (http://www.bioinformatics.nl/cgi-

bin/primer3plus/primer3plus.cgi). 

Études fonctionnelles  

Des lignées shRNA des gènes sélectionnés (utilisation de la lignée 

cellulaire Nthy-ori (thyroïde normale humaine)) afin d’évaluer l’effet sur la 

migration cellulaire (xCelligence de Roche) ont été réalisées. L’efficacité de 

chacune des lignées shRNA a été déterminée par RT-qPCR à partir de leur ARN. 

L’évaluation des gènes jugés pertinents à partir des expériences de migration par 

l’établissement de lignées KO de ces gènes sur modèle zebrafish est en cours de 

réalisation. 

Résultats 

Sur les 36 cas séquencés, nous avons trouvé et validé des variants rares 

récurrents dans au moins 4 gènes différents (SSPO, TNXB, RYR3 et IKBKE) qui 

sont significativement enrichis chez les patients avec HCDT (Tableau 9). 

 

Tableau 9 : Liste des variants rares validés dans la cohorte de 36 exomes 

Gènes Variants Nombre d'individus 
atteints d'HCDT  Individus ID  

SSPO 
p.P4593L 1 HC6-01 

p.R3968C 1 HC54-01 
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p.L295fs 2 HC14-01 et HC22-01 

p.S4632fs 1 HC14-01 

p.W1759C 1 HC177-01 

p.P3929L 1 71-15 

p.C3892W 1 71-15 

p.C4345Y 1 HC167-01 

RYR3 

p.N898S 1 HC6-01 

p.A2284T 2 HC17-01 et 71-15 

p.S2334N 2 HC168-01 et HC168-02 

p.R1798Q 1 HC178-01 

TNXB 

p.V1108M 1 HC59-01 

p.R1064H 1 HC59-01 

p.F1806L 1 HC54-01 

p.R1749C 1 HC2-01 

p.V211M 1 HC22-01 

IKBKE 
p.R187Q 2 64-8 et HC59-01 

p.R47W 1 76-4 

 

Six cas ont un variant rare dans le gène SSPO (tous sont hérités d'un parent 

non-affecté, mais des mutations bialléliques ont été trouvées dans 2 cas 

hétérozygotes composés), 6 cas ont un variant rare dans le gène TNXB, 6 cas ont 

un variant rare dans le gène RYR3 et 3 cas ont un variant rare dans le gène IKBKE. 
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En plus de nos 36 exomes, 2 autres cas d’HCDT syndromique présentent une large 

délétion de la région chromosomique 7q36.1, région englobant le gène SSPO 

(collaboration avec Children’s Hospital de Vancouver). Il est fort intéressant de 

noter que 25% (9/36) de ces patients séquencés ont des variants multiples, ce qui 

laisse sous entendre l'idée d'une hypothèse polygénique de l’hypothyroïdie 

congénitale par dysgénésie thyroïdienne (Figure 12). 

 

Figure 12 : Exemple de pédigrées de cas HCDT de cause polygénique 

 

Afin de renforcer statistiquement les variants obtenus suite à l’analyse des 

données par le pipeline du RMGA, nous avons utilisé la base de données ExAc 

(http://exac.broadinstitute.org) comprenant > 61 000 exomes, afin de déterminer la 

« rareté » des variants dans nos 4 gènes d’intérêts (tableau 10). Cette analyse 

préliminaire (« gene burden analysis »), complémentaire à celle du RMGA, est 

actuellement en train d’être  raffinée, afin d’être statistiquement plus solide. 
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Tableau 10 : Analyse statistique « préliminaire » des 36 exomes HCDT avec 

variants validés dans les gènes sélectionnés 

 

*, En addition des 6 cas de notre cohorte, 2 cas d’HCDT syndromique présentent 

une large délétion de la région chromosomique 7q36.1, région englobant le gène 

SSPO 

 

Des essais fonctionnels afin d’évaluer l’impact de ces gènes sur la glande 

thyroïde. Dans un premier temps, j’ai validé l’expression de ces 4 gènes dans la 

lignée Nthy-ori (lignée cellules thyroïdiennes humaines normales, Figure 13).  

 

Figure 13 : Validation de l'expression dans les Nthy-ori des gènes d'intérêts 

 

Ensuite, des lignées affectées d’une diminution de l’expression des gènes 

(shRNA) ont été réalisées. Les « knockdown » de ces gènes ont été évalués par 
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RT-qPCR et les valeurs rapportées au shCtrl (Tableau 11). Il est important de 

souligner que pour le gène RYR3, bien que son expression apparaisse de façon très 

faible dans les Nthy-ori (Figure 13), il n’a pas été en mesure de pouvoir réaliser 

une lignée shRYR3.  

Tableau 11 : Résultats de l'effet des shRNA ciblant les gènes d'intérêts 

Nom de l’échantillon RQ Knockdown expression (%) 
SSPO sh20B 0,162 83,80 
IKBKE_sh19A 0,416 58,40 
IKBKE_sh19C 0,220 78,00 
IKBKE_sh19D 0,228 77,20 
IKBKE_sh19B 0,378 62,20 
TNXB_sh95A 0,143 85,70 
TNXB_sh95B 0,554 44,60 
TNXB_sh95C 0,146 85,40 
TNXB_sh95D 0,145 85,50 
sh21-Ctrl 1,000 

 

Certaines de ces lignées (SSPO-sh20B, IKBKE-sh19B, IKBKE-sh19C, 

TNXB-sh95B et TNXB-sh95C) ont été utilisées dans un premier temps afin de 

réaliser des essais de migration. Les résultats préliminaires (Figure 14) montrent 

que certaines lignées (shSSPO et shIKBKE) affectent fortement la migration 

cellulaire (SSPO-sh20B diminue de 61% à 5h et de 40% à 15h, tandis que IKBKE-

sh19B et IKBKE-sh19C diminuent de 71% et 67% à 5h et de 50% et 41% à 15h, 

respectivement) et que les lignées shTNXB n’ont quasiment aucun effet sur la 

migration (TNXB-sh95C diminue de 37% à 5h et n’a plus d’effet à 15h). 
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Figure 14 : Essais de migration cellulaire en temps réel des gènes d’intérêts 

(***p<0.0005, **p<0.005, *p<0.05, 4 expériences indépendantes, normalisées au 

sh21-CTRL) 

En ce qui concerne le gène RYR3, que nous n’avons pas pu valider au 

niveau fonctionnel (niveau d’expression du gène trop faible pour pouvoir réaliser 

une lignée shRNA), il se peut que ce gène ne soit pas directement impliqué dans la 

thyroïde, mais plutôt dans le tissu mésenchymateux avoisinant, tel qu’il a été déjà 

montré pour le gène NTN1 [53]. Pour cela, l’utilisation du modèle du poisson-

zèbre devrait permettre éventuellement de valider un rôle de ce gène dans les 

dysgénésies thyroïdiennes (étude actuellement en cours).  

Discussion 

Le gêne SSPO (ou SCO-spondin) code pour une large glycoprotéine de la 

famille des thrombospondine, est situé sur le chromosome 7q36.1 et contient 103 

exons. Des études ont montré que cette protéine, sécrétée par les cellules 

épendymaires de l’organe subcommissural (au niveau du cerveau) dès les 

premières étapes de développement, est détectée chez l’humain dès la sixième 

semaine de gestation. De plus, elle est essentielle pour le développement 
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embryonnaire et permet de réguler l’équilibre entre la prolifération et la 

différenciation neuroépithéliale [161, 162]. Montecinos et al. ont montré que 

l’organe subcommissural synthétise les transthyrétines, une protéine impliquée 

dans le transport des hormones thyroïdiennes dans le sang et le fluide 

cérébrospinal [163].  

Le gène IKBKE (inhibitor of nuclear factor kappa-B kinase subunit epsilon) 

code pour un membre de la famille des kinases IkB, est situé sur le chromosome 

1q32.1 et contient 22 exons. Ce gène serait un oncogène pour le cancer du sein 

surexprimé dans plus de 30% des carcinomes du sein [164]. 

Le gène RyR3, situé sur le chromosome 15q13.3 et constitué 105 exons, 

code pour un membre des récepteurs ryanodine (trois isoformes existent chez les 

mammifères) [165]. Ce récepteur est localisé dans la membrane du réticulum 

endoplasmique et est impliqué dans la relâche du calcium intracellulaire. 

L’isoforme RyR1 est principalement exprimé au niveau des muscles squelettiques, 

tandis que l’isoforme RyR2 est principalement exprimé au niveau du muscle 

cardiaque. En ce qui concerne l’isoforme RyR3, qui est le moins étudié des 3 

isoformes, il est exprimé dans plusieurs organes (neurones hippocampaux, 

thalamus, poumons, reins, iléum) sans avoir d’organe prédominant. Des mutations 

dans l’isoforme RyR1 sont impliquées entre autre dans l’hyperthermie maligne 

[166], alors que celles dans RyR2 sont impliquées par exemple dans la tachycardie 

ventriculaire polymorphe catécholergique [167]. En contre partie, peu est connu 

sur la fonction de RyR3, mais une étude récente suggère qu’il jouerait un rôle dans 

la maladie d’Alzheimer [168]. 
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Le gène TNXB (tenascin XB) code pour un membre des glycoprotéines de 

la matrice extracellulaire de la famille des tenascines, est situé sur le chromosome 

6p21.3 et contient 44 exons. Des mutations dans ce gène sont impliquées dans le 

syndrome d’Ehlers-Danlos, se caractérisant par une hyper-extensibilité de la peau, 

hyper-mobilité articulaire et fragilité des tissus, dus à une synthèse anormale du 

collagène [169]. Cependant, l’hypothyroïdie primaire n’est pas observée chez les 

patients souffrant du syndrome d’Ehlers-Danlos. Par conséquent, son rôle 

pathophysiologique apparait peu important. 

Finalement, ces gènes sont fonctionnellement pertinents pour la migration 

cellulaire, l'adhérence cellule-cellule et de l'interaction [170-172].  

À la vue de ces résultats préliminaires, nous pouvons conclure que deux de 

ces nouveaux gènes (SSPO et IKBKE) semblent très importants dans l’HCDT 

puisque nous avons montré leur implication dans la migration des cellules 

thyroïdiennes (qui est la principale cause des ectopies). Les prochaines 

expériences à partir de cellules (immunobuvardage et immunofluorescence) mais 

également sur le modèle du poisson-zèbre (lignée transgénique permettant de 

visualiser la thyroïde par l’expression de protéine thyroglobuline (tg) fluorescente 

spécifique à la thyroïde) afin de confirmer ce que nous venons de montrer sur ces 

deux gènes, en mettant davantage l’accent sur la morphologie de la glande 

thyroïde, mais également permettra d’apporter les réponses manquantes pour le 

rôle du gène RYR3 dans l’embryologie de la glande thyroïde. 

 



 

Chapitre IV : Discussion 

Nous avons étudié les causes pouvant expliquer l’hypothyroïdie 

congénitale par dysgénésie thyroïdienne (HCDT), pathologie possiblement 

polygénique mais dont la cause n’est connue que dans tout au mieux 3% des cas. 

Pour cela, les technologies de séquençage, traditionnelle et de nouvelle génération, 

ont été utilisées à large échelle.  

Dans un premier temps, nous avons mis en évidence que la discordance des 

jumeaux monozygotes discordants n’était pas due à une différence génétique 

touchant les régions codantes du génome (Chapitre III.1, Magne et al. 2015), 

laissant supposer que plusieurs causes pouvaient expliquer cette différence. Parmi 

celles-ci, nous pouvons citer les différences dans le génome ne se situant pas dans 

les régions codantes, mais également des différences de méthylation ou bien une 

expression tissulaire spécifique (expression monoallélique dans la thyroïde). 

Dans ce contexte, nous avons montré que les tissus thyroïdiens 

(orthotopiques et ectopiques) présentaient une expression monoallélique 

autosomale (environ 1,7% des gènes) (Chapitre III.2, Magne et al. 2016, accepté). 

Ce profil tissu spécifique, déjà associé à d’autres pathologies thyroïdiennes telles 

que les dyshormonogénèses [157, 158], pourrait bien expliquer les cas de 

dysgénésies thyroïdiennes, dans la mesure où des gènes impliqués dans 

l’embryologie de la glande thyroïde ou des gènes jouant un rôle dans la migration 

cellulaire (cas d’ectopies par exemple) seraient exprimés de façon monoallélique. 

Par contre, une des difficultés de cette hypothèse est de pouvoir réaliser le 
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séquençage de cas de dysgénésies. En effet, dans les cas d’athyréoses, il est 

impossible de valider cette hypothèse vu l’absence de tissu thyroïdien. En ce qui 

concerne les patients avec ectopies, il est généralement impossible de réaliser cette 

expérience car le tissu thyroïdien n’est que très rarement enlevé chirurgicalement. 

Le point fort de nos projets est d’ailleurs d’avoir pu analyser les rares échantillons 

disponibles de thyroïdes ectopiques.  

Les paires de jumeaux monozygotes (MZ) sont essentiellement 

discordantes pour l’HCDT. Les jumeaux MZ étant identiques génétiquement 

(Chapitre III.1, Magne et al. 2015), des différences épigénétiques, comme le profil 

de méthylation, pourraient être impliquées dans la pathogenèse de l’HCDT. En 

analysant le profil de méthylation des promoteurs des gènes impliqués directement 

dans le développement thyroïdien (NKX2.1, FOXE1 et PAX8), nous avons mis en 

évidence des différences de méthylation tissu spécifique dans une région du 

promoteur de FOXE1 [153]. En travaillant davantage sur cette région promotrice, 

nous avons découvert des haplotypes « risques » présents dans plus de 25% des 

cas atteints d’HCDT (Chapitre III.3, Magne et al. 2016, en préparation) et ayant 

des impacts fonctionnels importants (expression, migration et morphologie 

cellulaire). Ces haplotypes, aussi présents dans la population contrôle, peuvent être 

considéré comme des facteurs de prédisposition nécessaires mais non suffisants à 

l’apparition de l’HCDT; ceci implique que d’autres facteurs génétiques sont requis 

et suggèrent que l’HCDT est une condition polygénique, au même titre qu’une 

autre condition endocrinienne congénitale : le syndrome de Kallmann [116]. La 

découverte de ces haplotypes de risque soulève aussi d’intéressantes questions de 
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recherche. En effet, il est intéressant de noter que dans l’haplotype 1 (Hap1: A-C-

C-C-C-C-C-Del1C) à risque, l’apparition du C crée un nouveau dinucléotide CG, 

et ce dans une région connue pour être méthylée dans le tissu thyroïdien [153]. Il 

serait intéressant d’évaluer si la méthylation de ce nouveau CpG majore l’effet 

pathogénique en diminuant encore plus l’expression de FOXE1.  

D’autre part, nous avons aussi découvert, dans la même région du 

promoteur FOXE1, des haplotypes de « protection » (Hap3 et Hap4) dans une 

cohorte de contrôles d’origine africaine. Cette observation est compatible avec la 

très faible incidence d’HCDT chez les individus de descendance africaine [31]. De 

plus, ces haplotypes démontrent des changements nucléotidiques dans la répétition 

de 12 cytosines, créant de ce fait des interruptions dans les 12 cytosines 

successives. Or, des interruptions dans des répétitions de nucléotides 

(microsatellites) peuvent les stabiliser [173], et plus particulièrement, la fréquence 

des mutations « frameshift » (changement de cadre de lecture) est diminuée par 

des interruptions de séquences [174]. Des interruptions dans des microsatellites 

causant une pathologie agissent comme modificateur de la maladie [175]. À 

l’inverse, il a été montré qu’un SNP population-spécifique dans le gène APC 

changeant un microsatellite interrompu en un microsatellite sans interruption (8 A 

consécutifs), entraine une augmentation du risque de mutation somatique dans ce 

gène et le cancer colorectal chez les juifs ashkénazes [176].  

Finalement, puisque qu’il y a peu d’argument en faveur d’une origine 

monogénique de l’HCDT (moins de 3% des cas possèdent une mutation dans des 

facteurs importants pour l’embryologie de la glande thyroïde), nous avons montré 
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en séquençant une cohorte de 36 cas atteints d’HCDT, la présence de mutations 

récurrentes dans 4 gènes (RYR3, SSPO, IKBKE et TNXB), n’ayant jamais été 

identifiés comme jouant un rôle dans l’embryologie ou la fonction de la glande 

thyroïde (Chapitre III.4). Ce projet est en cours, les données préliminaires 

montrent clairement que 2 de ces gènes (SSPO et IKBKE) ont un impact important 

sur la migration de la cellule thyroïdienne. Ce genre de projet a permis de montrer 

l’intérêt de l’approche par séquençage d’exome pour l’HCDT, mais a permis 

également de souligner la limite de ce type d’analyse. En effet, bien que nous 

ayons montré que plusieurs individus atteints d’HCDT avaient des variants dans le 

gène TNXB, gène impliqué dans le syndrome d’Ehlers-Danlos [177], les études 

fonctionnelles ont cependant montré qu’il ne jouait pas de rôle dans la migration 

cellulaire thyroïdienne. Ces données corroborent l’absence d’hypothyroïdie chez 

les individus présentant le syndrome d’Ehlers-Danlos. Ceci souligne l’importance 

d’une caractérisation fonctionnelle exhaustive afin de s’assurer du lien entre 

nouveaux gènes et notre pathologie, surtout avec l’utilisation d’une méthode très 

sensible (et peu spécifique) comme l’est le séquençage d’exomes sur des cohortes 

cas et témoins. 

Dans cette logique, des études sur le modèle du poisson-zèbre sont 

actuellement en cours afin d’observer un éventuel impact (direct ou indirect) de 

ces 3 gènes (SSPO, IKBKE et RYR3) sur l’embryologie de la glande thyroïde lors 

du développement de ce modèle animal. L’utilisation de cette approche permettrait 

de caractériser embryologiquement ces 3 gènes, en visualisant la glande thyroïde à 



 

 152 

différents stades de sa formation, comme cela a été montré pour le gène netrin 

[53]. 



 

Chapitre V : Conclusion 
 

Ces différentes études ont permis de mettre en évidence de nouveaux éléments 

qui semblent fort prometteurs. En effet, l’utilisation de différentes techniques de 

séquençage (Sanger et séquençage haut-débit) a pu apporter de nouvelles réponses 

aux mécanismes moléculaires des dysgénésies thyroïdiennes.  

Cependant, bien que nous ayons montré avec l’utilisation de la technologie du 

séquençage d’exome que de nouveaux gènes semblent être impliqués, nous avons 

mis en évidence les limites d’utilisation de cette méthode. Premièrement, une 

limite « interne » à la technologie en démontrant qu’un allèle-risque est présent 

dans le promoteur d’un gène connu pour jouer un rôle clé dans l’embryologie de la 

glande thyroïde, puisque cette partie n’était pas couverte par le séquençage 

d’exome (région ne couvrant que ce qui est codant dans le génome). 

Deuxièmement, une limite « externe » avec la découverte de variants dans des 

gènes connus pour être impliqués dans des pathologies n’ayant aucun lien avec 

l’HCDT. 

Par contre, le séquençage d’exome représente un outil privilégié permettant 

d’apporter un certain nombre de réponses à bas coût, pouvant être très utile pour 

les diagnostics cliniques ou bien pour la découverte de mutations dans des 

pathologies sans cause connue. Cependant, il est évident que le séquençage du 

génome entier permettra de parer à l’éventualité de manquer des éléments pouvant 

jouer un rôle primordial dans des pathologies n’ayant pu être élucidées par 
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l’exome ou bien comme dans notre cas (HCDT) d’y apporter de nouvelles 

réponses. 
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Annexe I : Bioinactive ACTH Causing 

Glucocorticoid Deficiency 
 

 

Publié dans : J Clin Endocrinol Metab. 2013 Feb;98(2):736-42.  

 

Contributions :  

J’ai réalisé les expériences de dosage de l’ACTH par deux techniques : 

essais immunoradiométriques (IRMA) et essais immunométriques par 

chimioluminescence. Dr Mark E. Samuels a effectué les analyses du séquençage 

des exomes. Les mesures de l’AMPc et les essais de liaison ont été réalisés 

respectivement par Sandra Pinard et Patricia René. Les Drs Michel Bouvier, Guy 

Van Vliet, Mark E. Samuels, Cheri L. Deal, Nicole Gallo-Payet et Johnny 

Deladoëy ont participé à la rédaction et à la révision des versions ultérieures.
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Context: A 4-year-old girl and a 4-month-old boy presented with hypoglycemia, normal electro-
lytes, low cortisol, and high ACTH. A diagnosis of primary adrenal insufficiency was made and initial
treatment was with glucocorticoids and mineralocorticoids. The genes known to cause ACTH
resistance were normal. Whole exome sequencing revealed that the girl was compound heterozy-
gous for POMC mutations: one previously described null allele and one novel p.R8C mutation in the
sequence encoding ACTH and �-MSH. The boy was homozygous for the p.R8C mutation.

Hypothesis: The p.R8C ACTH mutant is immunoreactive, but the mutant peptides, ACTH-R8C and
�-MSH-R8C, are bioinactive.

Methods: Methods included whole exome sequencing, Sanger sequencing, peptide synthesis,
ACTH immunoradiometric assay, hormone binding, and activation assays in cells expressing mela-
nocortin receptors.

Results: ACTH-R8C was immunoreactive but failed to bind and activate cAMP production in mela-
nocortin-2 receptor (MC2R)-expressing cells, and �-MSH-R8C failed to bind and stimulate cAMP
production in MC1R- and MC4R-expressing cells.

Conclusion: These are the first documented cases of glucocorticoid deficiency due to the secretion
of an ACTH molecule that lacks biological bioactivity but conserves immunoreactivity. POMC mu-
tations should thus be considered in patients presenting with apparent ACTH resistance. Our
findings also highlight a limitation to immunoassay-based diagnostics and demonstrate the value
of genetic analysis. Establishing the molecular etiology of the disorder in our patients allowed
cessation of the unnecessary mineralocorticoids. Finally, discovery of this mutation indicates that
in humans, the amino acid sequence His6Phe7Arg8Trp9 is important not only for cAMP activation
but also for ACTH binding to MC2R. (J Clin Endocrinol Metab 98: 736–742, 2013)
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The adrenocorticotropic hormone ACTH is the major
stimulus of adrenal steroidogenesis and of growth

and development of the adrenal cortex (1–3). The effects
of ACTH are primarily mediated through the melanocor-
tin-2 receptor (MC2R) (4), which requires the presence of
the MC2R accessory protein (MRAP) for its functional
expression (5–7).

Familial glucocorticoid deficiency is an autosomal re-
cessive disorder defined by ACTH-resistant isolated cor-
tisol deficiency (MIM [202200]). It can be caused by mu-
tations in genes encoding MC2R (MIM [607397]), MRAP
(MIM [699196]), and rarely steroid acute regulatory pro-
tein (StAR, MIM [600617]) (8). Recently, mutations in the
genes encoding minichromosome maintenance-deficient 4
(MCM4, MIM [602638]) and nicotinamide nucleotide
transhydrogenase (NNT, MIM [607878]) have also been
reported to cause familial glucocorticoid deficiency (9–
11). In all these situations, plasma ACTH is high. By con-
trast, all reported cases of glucocorticoid deficiency due to
mutations in the gene encoding proopiomelanocortin
(POMC), the precursor protein from which ACTH is de-
rived, had low or undetectable plasma ACTH (12–14).
Fragment 1–13 of ACTH generates �-MSH, which binds
to the other members of the melanocortin receptor family
(15, 16). Among these, MC4R is involved in energy ho-
meostasis and MC1R in skin pigmentation. All melano-
cortin receptors use mainly cAMP as second messenger
(17, 18). We report glucocorticoid deficiency in two un-
related patients with apparent ACTH resistance due to an
unusual mutation in POMC, localized in the sequence
known in rodents to be essential for cAMP activation by
melanocortins through their cognate receptors (17, 18),
resulting in immunoreactive but bioinactive ACTH. To
confirm pathogenicity, wild-type and mutant ACTH and
�-MSH peptides were studied in functional tests of recep-
tor binding and cAMP production.

Patients and Methods

Participants
Patient 1 is the first and only child of healthy, unrelated

French-Canadian parents. Family history was negative, and
mother’s and father’s body mass indices (weight in kilograms
divided by height in meters squared) were 27.5 and 21.0, respec-
tively. At 4.3 years, she presented in coma; blood glucose was 1.8
mmol/L, and there were abundant urine ketones. Serum sodium
was 133 mmol/L (normal range 130–142 mmol/L), and potas-
sium was 4.7 mmol/L (normal range 3.6–6.2 mmol/L). Serum
cortisol was low (37 nmol/L; normal range 185–624 nmol/L)
and plasma ACTH high (379 pmol/L; normal range 2–11 pmol/
L). The patient was also obese (Supplemental Figure 1, published
on The Endocrine Society’s Journals Online web site at http://
jcem.endojournals.org). The skin and mucosae were not hyper-

pigmented. The external genitalia were those of a normal
prepubertal female. Treatment with glucocorticoids and miner-
alocorticoids was initiated and continued until results of this
study were obtained. Sequencing of the genes known to cause
ACTH resistance at the time, MC2R (8) and MRAP (5), gave
normal results. On an ultrasound performed at age 6 years, the
adrenals could not be visualized. Thelarche occurred at 9.2 years
and menarche at 14.0 years, but there was no axillary or pubic
hair development. The patient had red hair (like her mother,
Figure 1A), a hallmark of POMC deficiency (12); POMC mu-
tations were considered unlikely because of the high measured
ACTH. However, after we established the molecular diagnosis of
POMC deficiency, mineralocorticoid treatment was stopped.
Electrolyte and renin levels have remained normal with gluco-
corticoid replacement alone.

Patient 2 is the first and only child of healthy, unrelated
French-Canadian parents. Family history was negative, and
mother’s and father’s body mass indices were 24.2 and 27.4,
respectively. At 4 months, he presented a generalized seizure.
Blood glucose was 0.7 mmol/L, serum sodium 130 mmol/L, and
potassium 5.9 mmol/L. Serum cortisol was low (19 nmol/L), and
plasma ACTH was high (195 pmol/L). A computerized tomo-
graphic scan showed normal adrenals. Treatment with gluco-
corticoids and mineralocorticoids was started. As in patient 1,
obesity developed early (Supplemental Figure 1). The patient had
red hair (Figure 1A). At 3 years, acute lymphocytic leukemia was
diagnosed and treated with complete remission over the ensuing
14 years. Sequencing of MC2R and MRAP was normal (see
Supplemental Methods).

Whole exome and Sanger sequencing
The study was approved by the Ste-Justine Research Ethics

Board, and informed consents for exome and Sanger sequencing
were obtained from patients and their parents. Blood collection
and extraction were performed using standard methods. Whole
exome sequencing was performed using the Agilent 50Mb Sure-
Select library, followed by sequencing on the Illumina HiSeq
2000 instrument. Variants were identified and annotated using
two different pipelines, either NextGene (SoftGenetics, Inc, State
College, Pennsylvania) or via a custom toolkit including BWA,
Picard, Samtools, and Annovar. Variants were filtered using
dbSNP and data from the 1000 Genomes project, and potential
false positives were removed by comparison with a dataset of
variants from exomes of other unrelated projects analyzed with
our internal pipeline. Validation by classical Sanger sequencing
was performed to confirm the mutation in patient 1 and her
parents (see Supplemental Figure 2). Patient 2 and his parents
were assessed by Sanger sequencing (see Supplemental Meth-
ods). Sanger sequences were analyzed using MutationSurveyor
(SoftGenetics, Inc).

Functional assays

Cell culture
Four cell types were used. HEK293-human MC2R (hMC2R)

and MRAP�-transfected cells were generated as previously de-
scribed (19, 20), using human MC2R cDNA kindly given by Dr
Roger D. Cone (Vanderbilt University, Nashville, Tennessee).
The Y1 mouse adrenocortical tumor cell line, which expresses
only MC2R, was a gift of Dr Bernard Schimmer (Banting and
Best Department of Medical Research and Department of Phar-
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macology, University of Toronto, Toronto,
Ontario, Canada). The M3 Cloudman cells
(M3 cells), which express only MC1R, were
purchased from American Type Culture
Collection (Manassas, Virginia) and cul-
tured as previously described (21). The
wild-type (WT) hMC4R-expressing
HEK293T stable cell line was generated as
described previously (22) (see Supplemental
Methods).

Peptides
Synthetic ACTH and �-MSH were ob-

tained from GenScript (Piscataway, New
Jersey) with either the WT sequence or the
p.R8C variant (Supplemental Figures 3 and
4). For the �-MSH synthesis (either wild-
type or mutant), the amino terminus was
acetylated and carboxy terminus was ami-
dated according to the in vivo biologically
active forms of the �-MSH peptide (23, 24).

cAMP measurements and binding
assays

Measurement of intracellular cAMP ac-
cumulation (for human and endogenous
MC2R, MC1R, and MC4R) and binding
(for human MC2R) was performed as de-
scribed previously (19). For human MC4R
and human MC1R, radioligand binding
scintillation proximity assays were per-
formed using membrane preparations from
cell lines stably expressing hMC4R or mem-
brane preparations from CHO-K1 cell lines
expressing hMC1R (from PerkinElmer,
Woodbridge, Ontario, Canada) with com-
peting ligands at various concentrations
(see Supplemental Methods).

ACTH immunoradiometric assay
WT and mutant synthetic p.R8C ACTH

peptides were assayed using two different
immunoassays. The first assay was an im-
munoradiometric assay (IRMA) employed
by our clinical diagnostic laboratory (Cis-
Bio International, Gif-sur-Yvette, France).
The second automated immunoassay (Im-
mulite 2000 ACTH; Siemens, Erlangen,
Germany) was a solid-phase, two-site se-
quential chemiluminescent immunometric
assay. These two assays were used to allow
multiple measurements and to exclude as-
say-dependent interferences. Peptides were
diluted in pooled heat-inactivated plasma
(with undetectable ACTH concentration)
to mimic physiological conditions. The di-
luted samples had theoretical concentra-
tions ranging from 6.25 to 200 pmol/L to fit
in the detection range of the Immulite 2000
ACTH assay (5–278 pmol/L), considering
that the detection range of the Cis-Bio assay

Figure 1. Phenotype and genotype description. A, Pictures show the red hair of the
patients. B, Pedigree with the clinical phenotype (adrenal insufficiency, red; obesity, blue;
and red hair, green) and the genotypes for the two POMC mutation sites; chromatograms
are of the POMC sequence for each mutation found in the patients. Each parent carried
one of the mutations only (not shown). Nucleotide positions are based on the NCBI
reference sequence number NG_008997. C, Localization in the POMC protein and its
various peptide cleavage products, of the missense mutation c.7239C�T, which
corresponds to POMC p.R145C and to ACTH p.R8C. The yellow bands correspond to the
amino acid sequences His6Phe7Arg8Trp9 and Lys15Lys16Arg17Arg18Pro19. His6Phe7Arg8Trp9

is important for binding and signal transduction of �-MSH. On the other hand, the
His6Phe7Arg8Trp9 sequence is important for ACTH signal transduction and, as our study
suggests, for ACTH binding to MC2R. The Lys15Lys16Arg17Arg18Pro19 is also important for
ACTH binding to MC2R.
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was wider (4.2–450 pmol/L). The diluted samples were mea-
sured in duplicate (Cis-Bio) or in quadruplicate (Immulite), ac-
cording to the manufacturers’ instructions. The normal concen-
tration curve was calibrated with the WT ACTH peptide (see
Figure 4).

Statistical analyses
For the cAMP measurements and binding assays, the results

are presented as mean � SEM unless stated otherwise. GraphPad
Prism version 5.0 (GraphPad Software, San Diego, California)
was used for establishing all nonlinear regressions for the deter-
mination of EC50, SEM, and 95% confidence intervals (given as
mean [lower limit, higher limit]) (see Supplemental Tables 1
and 2). For the immunoassays, the statistics program R was
used for data analysis and graphics production (http://
www.R-project.org). In Supplemental Table 3, results are pre-
sented as mean � SD.

Results

Molecular diagnosis
Patient 1 was previously screened in a clinical context

for mutations in the known ACTH-resistance genes
MC2R and MRAP, and both were negative for detectable
pathogenic variants. After whole exome sequencing of
DNA from patient 1, a novel heterozygous variant was
observed in the coding region of the POMC gene. This
missense mutation, encoding p.R145C in the full-length
POMC protein (Figure 1, B and C), corresponds to p.R8C
in the 39-amino-acid coding region of ACTH and in the
13-amino-acid �-MSH subfragment of ACTH (Figure
1C). We also noted a second heterozygous variant in
POMC, in the 5� untranslated region, 11 base pairs up-
stream of the open reading frame and out of frame with the
presumptive initiating methionine codon (Figure 1B). Use
of this new initiating codon would lead to production of
a 73-amino-acid protein with no obvious similarity to any
proteins encoded in the human genome. This same 5� un-
translated region mutation has been reported in a homozy-
gous patient with ACTH deficiency, obesity, red hair, and
undetectable plasma ACTH (12), implying that the alter-
native translation start site is active and that this corre-
sponds to a functional null POMC allele. Both POMC
mutations were verified by Sanger sequencing (Figure 1B),
which also showed that each parent was heterozygous for
one of the mutations (Figure 1B). Thus, the patient is a
compound heterozygote. Given the similar clinical pre-
sentation and ethnic background, patient 2 was as-
sessed directly by Sanger sequencing for the 2 mutations
seen in patient 1. Patient 2 was homozygous for the
missense mutation encoding p.R145C in the POMC
protein, and his parents were both heterozygous for this
mutation (Figure 1B).

Functional assays
Because the p.R145C missense mutation was included

in a sequence common to ACTH and �-MSH and because
the patients, in addition to having adrenal insufficiency,
were obese and had red hair, we tested the functional ef-
fects of the mutation not only on MC2R but also on
MC4R and on MC1R signaling using WT or mutant syn-
thetic peptides. ACTH-induced cAMP production and li-
gand binding was first assessed in HEK293 cells stably
expressing functional hMC2R (19). As shown in Figure
2A, WT ACTH (ACTH 1–39) induced a dose-dependent
increase in cAMP accumulation, which plateaued at the
concentration of 100nM, with an EC50 value of 1.22
[0.96, 1.55] nM for ACTH (1–39) (Supplemental Table
1). In sharp contrast, the mutant peptide, ACTH-R8C,
induced only a small increase over control with an EC50

value higher than 1�M (Figure 2A). Similar dose-re-
sponses curves were obtained in the Y1 cell line expressing
endogenous MC2R (Figure 2B). Binding studies con-
firmed that unlabeled ACTH (1–39) competed for
[125I]ACTH binding to MC2R in a dose-dependent man-
ner, with 50% inhibition (IC50) obtained at 5.71 [4.31,
7.57] nM, whereas the mutant peptide ACTH-R8C com-
peted very poorly, with an IC50 greater than 10�M (Figure
3A and Supplemental Table 2).

The same experiments were conducted in MC1R-ex-
pressing cells (M3 Cloudman cells) and in hMC4R-ex-
pressing cells. In MC1R-expressing cells, the potent ago-
nist, NDP (Nle4, D-Phe7)-MSH and �-MSH-WT induced
the expected increase in cAMP, whereas the mutant pep-
tide �-MSH-R8C had virtually no effect on cAMP pro-
duction (Figure 2C and Supplemental Table 1). Binding
studies on CHO-K1 membrane cell lines expressing
hMC1R revealed, for both mutant peptides ACTH-R8C
and �-MSH-R8C, a reduction in binding to hMC1R of
97-fold and 3.8-fold, respectively, compared with WT
peptides (Figure 3B and Supplemental Table 2). In the
hMC4R-expressing cells, both mutant peptides �-MSH-
R8C and ACTH-R8C also failed to increase cAMP pro-
duction through hMC4R in comparison with �-MSH-WT
and ACTH-WT (Figure 2D and Supplemental Table 1).
This impairment in their capacity to activate hMC4R is
due to their low binding to the receptor, the R8C mutation
leading to a 909-fold reduction in binding relative to
ACTH-WT (IC50 � 1500nM vs IC50 � 1.65nM, respec-
tively) and an 86-fold reduction in binding relative to
�-MSH-WT (IC50 � 3000nM vs IC50 � 35nM, respec-
tively) (Figure 3C and Supplemental Table 2).

Immunoreactivity
Mutant ACTH peptide was tested directly using the

same test kit employed by our clinical diagnostic labora-
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tory (Cis-Bio IRMA) as well as a second commercial kit
(Immulite 2000 ACTH chemiluminescent immunometric
assay). Both kits showed that the mutant peptide is im-
munoreactive, although response curves are nonlinear at
higher peptide concentrations. The Cis-Bio IRMA gives
similar concentrations for WT and mutant ACTH at 6.25
pmol/L, whereas measurements obtained by the Immulite
2000 ACTH chemiluminescent immunometric assay at
6.25 pmol/L (for WT and mutant ACTH) are too close to
the detection limit of 5 pmol/L to be interpretable. At
higher concentrations, and in the range measured in the
patients’ serum (at 12.5 pmol/L and above), the R8C-
ACTH gradually lost its immunoreactivity when com-
pared with WT ACTH but remained detectable by both
immunoassays. The difference between mutant and WT
ACTH increased from 20% at 12.5 pmol/L to more than
50% at 200 pmol/L; this gradually increasing difference
was observed with the two different immunoassays used
herein and was therefore not due to assay-specific inter-
ferences (Figure 4 and Supplemental Table 3).

Together, these results strongly indicate that the two
mutations in POMC are the cause of the patients’ clinical
presentation of glucocorticoid deficiency with high con-
centrations of immunoreactive ACTH.

Discussion

Including the 3 cases initially described in
1998 (12), only 10 patients with the POMC
deficiency syndrome have been reported, all
with low or undetectable plasma ACTH (see
Hung et al [14] and references therein). To
our knowledge, our cases are thus the first
with high serum ACTH due to the secretion
of an immunoreactive but bioinactive
ACTH molecule. In total, 28 POMC variants
are annotated by the Human Gene Mutation
Database (http://www.hgmd.cf.ac.uk) (12,
13). They include missense and truncating
mutations, insertion-deletions, and several
regulatory variants including the �11 vari-
ant seen in our patient and, in the homozy-
gous state, in one of the patients described
by Krude et al (12).

By contrast, the other mutation we de-
tected in our two unrelated cases (POMC
p.R145C, equivalent to ACTH p.R8C and
�-MSH p.R8C) is novel. It lies in the amino
acid sequence HFRW (His6Phe7Arg8Trp9),
which is essential for all melanocortins (in-
cluding ACTH and �-MSH) to activate
their receptors’ signaling (15–17). There are
two reported mutations in the sequence en-
coding ACTH; both are heterozygous mis-

sense mutations in the adjacent POMC residues (POMC
p.F144L [13] and POMC p.H143Q [25]), and both were
found in the heterozygous state in probands with obesity
but without adrenal insufficiency. The effect of these mu-
tations engineered into ACTH was not tested. By contrast,
our extensive characterization of the p.R8C mutant
ACTH indicates that the amino acid at position p.8 is
essential for ACTH and �-MSH binding as well as cAMP
induction with all receptors studied. Our experimental
findings are consistent with the phenotype observed, ie,
red hair, obesity, and glucocorticoid deficiency without
adrenal hyperplasia (26).

Despite the absence of overt symptoms of mineralocor-
ticoid deficiency, our patients had been receiving both glu-
cocorticoids and mineralocorticoids since the initial diag-
nosis of primary adrenal insufficiency. This is common
practice given that patients with glucocorticoid deficiency
often develop mineralocorticoid deficiency, with poten-
tially life-threatening consequences. However, with the
identification of likely causal mutations in POMC, such
progression was considered unlikely and mineralocorti-
coid treatment was discontinued with close follow-up in
patient 1 (the same is planned for patient 2). Patient 1 has

Figure 2. In vitro cAMP-production assays. A–D, Comparative effects of ACTH-WT and
�-MSH-WT and of the mutant peptides ACTH-R8C and �-MSH-R8C on cAMP production in
MC2R-expressing cells (A and B), in MC1R-expressing cells (C), and in MC4R-expressing cells
(D). Cells were incubated with increasing concentrations of peptides and cAMP was
measured as described in Patients and Methods. The data are presented as percentage of
intracellular cAMP accumulation over intracellular ATP (y-axis), which is determined by
measuring the conversion of tritiated ATP into tritiated cAMP in the presence of increasing
concentrations of tested peptides (x-axis). Results represent the mean � SEM of at least four
experiments, each performed in duplicate or triplicate.
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remained well on her simplified therapeutic regimen and
has maintained normal electrolytes and renin levels.

Although in our assays the p.R8C mutant ACTH pep-
tide was immunoreactive, the response curves were highly
nonlinear at higher peptide concentrations. This appears
intrinsic to the peptide given similar results with two dif-
ferent test kits. Conceivably, the mutant peptide aggre-
gates at high concentration. This suggests that the high
ACTH concentration measured by our assay in the pa-
tients’ plasma may in fact be even higher. The lack of
recognition of the mutant ACTH at high concentrations
could also suggest that the synthetic mutant peptide was
misfolded; however, it is more likely that the N-terminal
antibody in both assays binds to the site affected by the
mutation.

Several studies, performed in rodents in the 1980s, con-
cluded that the sequence HFRW is essential for binding
and signaling by �-MSH. In the case of ACTH, this se-
quence is essential for signaling only, whereas binding is
dependent on another amino acid sequence, KKRRP
(Lys15Lys16Arg17Arg18Pro19) (15–17). By contrast, our
results clearly indicate that, in humans, the mutation at p.8
abrogates both ACTH binding to MC2R and signaling.
This underlines the importance of fully characterizing the
consequences of human mutations as reported here and of
not relying on analogies with animal models (27, 28). Fi-
nally, our findings also highlight a problem with immu-
noassay-based diagnostics and demonstrate the value of
genetic analysis.
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THYROID ECONOMY

Conserved Telomere Length in Human Ectopic Thyroids:
An Argument Against Premature Differentiation

Causing Arrested Migration

Stéphanie Larrivée-Vanier,1,2 Fabien Magne,1,2 Natalie Patey,3 Jean-Pierre Chanoine,4

Jean-Marc Vuissoz,5 Guy Van Vliet,1,2 and Johnny Deladoëy1,2

Background: In humans, the cause of arrested migration of the median thyroid anlage resulting in an ectopic
sublingual gland is unknown. These ectopic glands have a normal follicular architecture but their thyrotropin-
induced growth is insufficient, leading to congenital hypothyroidism in the vast majority of affected subjects.
We hypothesized that arrested migration is due to premature differentiation [reflected by decreased telomere
length (TL)], as observed in neural tube defects in mice.
Methods: Absolute TL and telomerase reverse transcriptase (hTERT) expression was measured in four ectopic
and six orthotopic thyroids. TL was measured by quantitative polymerase chain reaction of genomic DNA,
whereas hTERT expression was measured by quantitative polymerase chain reaction of total RNA.
Results: The mean– standard deviation TL (in kilobases per diploid genome) was 140.45– 40.07 in ectopic and
97.50– 30.48 in orthotopic thyroids ( p= 0.12). Expression of hTERT was quiescent in both ectopic and or-
thotopic thyroids.
Conclusions: Compared with orthotopic thyroids, TL shortening is not observed in ectopic thyroid tissues and,
consequently, no compensatory hTERT expression was measured. This makes premature differentiation an
unlikely cause of arrested migration and it suggests, indirectly, that ectopic thyroids are not at higher risk of
cancer than orthotopic thyroids.

Introduction

Congenital hypothyroidism (CH) affects one new-
born in 2,500 (1,2) and is due to defects in the embryonic

development of the thyroid (thyroid dysgenesis, TD) in the
vast majority of cases. Among these defects, a round, oval, or
dumbbell-shaped ectopic sublingual thyroid lacking lateral
lobes is the most common (accounting for 50% of the chil-
dren with CH in our jurisdiction), and in these cases, there is
no thyroid in the normal position (3). The thyroid originates
from two distinct anlagen: a median and a lateral anlage. The
median anlage initially differentiates at the back of the ton-
gue, at the level of the foramen cæcum, and then dissociates
from the pharyngeal floor. This process occurs between the
fifth and the seventh week in the human embryo. The lateral
anlagen originate from the fourth pharyngeal pouches before

fusing with the median anlage. It is generally assumed that
ectopic sublingual thyroids result from arrested downward
migration of the median anlage. Histologically, these ectopic
thyroids have a normal follicular architecture and the CH,
which is almost always associated, is thought to be due to a
limitation to thyrotropin-stimulated growth of the smaller
amount of tissue present (4).

The molecular causes of CH due to TD (CHTD) remain
unclear. Germline mutation(s) in transcription factors im-
plicated in the morphogenesis of the thyroid gland (NKX2.1,
PAX8, FOXE1, and GLIS3) have been found in a small per-
centage of patients with CHTD and are mostly associated
with other malformations (5–9). Furthermore, linkage stud-
ies have excluded these genes in some multiplex families
with CHTD (10). This low prevalence of germlinemutations,
together with the high discordance rate (92%) between

1Endocrinology Service and Research Center and Departments of 2Pediatrics and 3Pathology, Centre Hospitalier Universitaire Sainte-
Justine, University of Montreal, Montreal, Canada.
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monozygotic (MZ) twins (11), underline the importance
of looking for somatic alterations in the dysgenetic thyroid
tissue itself.

Telomeres are specialized functional complexes that pro-
tect the ends of eukaryotic chromosomes from chromosomal
fusion; hence, telomeres maintain genomic stability and cell
replicative capacity (12). In somatic cells, telomere length is
primarily maintained by telomerase, a ribonucleoprotein
consisting of telomerase reverse transcriptase (TERT) and
telomerase RNA (13). Immature undifferentiated cells show
telomerase activity, which is lost upon differentiation into a
mature specialized cell type (14). TERT overexpression ex-
tends the proliferative life span of normal human cells (15).
Conversely, telomerase inhibition promotes an initial dif-
ferentiation step of primate embryonic stem cells (16). Mice
genetically deficient for the telomerase RNA (mTR - /-)
present with telomeres shortening and neural tube defects
(17). Cells derived from these mice show increased apoptosis
and decreased viability (17). These observations support the
concept that decreased telomere length (TL) below a given
threshold might impair cell viability during organogenesis.
TERT remains active in proliferating spermatocytes, re-
flecting the importance of maintaining telomere length in the
germline (18). In normally differentiating tissues, it decreases
rapidly after a peak at the blastocyst stage (19) to become
quiescent in most healthy noncancerous somatic tissues.
Consequently, TL is at its maximum early in life and shows a
progressive decrease with ageing in human somatic tissues
(20). Only cancerous cells express TERT to reestablish a TL
sufficient to escape senescence and apoptosis (21).

Ectopic thyroids are well-differentiated tissues with nor-
mal follicular architecture (4,22) and express all key enzymes
required for thyroid hormonogenesis (23). Therefore, the
hypothyroidism of patients with ectopic thyroids is likely due
to limited thyrotropin-stimulated growth of the smaller
amount of tissue present (4). We hypothesized that acceler-
ated differentiation could induce a premature arrest in mi-
gration and that this would be reflected in shorter telomere
length (TL). We further investigated whether a compensatory
increase of TERT expression is observed in ectopic thyroids,
as in cancerous tissues which thereby escape senescence (21).

Patients and Methods

Patients and tissue samples

We obtained flash-frozen samples of ectopic thyroid tissue
removed from four girls (aged 8, 10, 14, and 15 years) to
alleviate local symptoms (i.e., dysphagia) or for cosmetic
reasons. For controls, we used healthy thyroid tissue from
three girls (aged 8, 12, and 16 years) and three boys (aged 5,
5, and 9 years) who were either operated on prophylactically
(four RET-mutated individuals of known MEN2 families) or
for papillary thyroid cancer (Table 1). This study was ap-
proved by the Sainte Justine Ethics committee.

DNA and RNA extraction from tissue samples

DNA was extracted using a pureLink genomic DNA Mini
kit (Life Technologies). RNA was extracted using a mini-
RNeasy kit (Qiagen). RNA fromHCT116 cells (human colon
cancer cells) was used as positive control for human TERT
(hTERT) transcript quantification.

Measurement of TL by quantitative polymerase
chain reaction

Quantitative polymerase chain reaction (qPCR) was per-
formed with 30 ng/lL genomic DNA using the ViiA 7 Real-
Time PCR System (Life Technologies) as previously de-
scribed (24–26). Briefly, telomere repeat copy number is
determined relative to a single-copy number in all samples
using standard curves. This ratio is proportional to the telo-
mere length. The 36B4 gene, encoding acidic ribosomal
phosphoprotein P0, has been used as a reference single-copy
gene. Primers, conditions, and standard curves are provided
in references (24–26).

Measurement of hTERT mRNA by reverse
transcription quantitative PCR

Total RNA was treated with DNAse then reverse tran-
scribed with random primers using the Maxima First
Strand cDNA synthesis (Thermo Fisher), as described by the
manufacturer. Before use, RT samples were diluted 1:5.
Gene expression was determined using assays designed
with the Universal Probe Library from Roche (www
.universalprobelibrary.com). For each qPCR assay, a stan-
dard curve was established to ensure an assay efficacy be-
tween 90% and 110%. Quantitative PCR reactions were
performed using TaqMan Advanced Fast Universal PCR
Master Mix (Life Technologies), 2 lM of each primer, and
1 lM of the corresponding UPL probe. The Viia7 qPCR in-
strument (Life Technologies) was used to detect the ampli-
fication level and was programmed with an initial step of 20
seconds at 95�C, followed by 40 cycles of 1 second at 95�C
and 20 seconds at 60�C. Relative expression (RQ=2-DDCT) was
calculated using the Expression Suite software (Life Technol-
ogies), and normalization was done using ACTB. Primer se-
quences include the following: for hTERT (NM_198253),
TERT-Forward Primer: 5¢-GCCTTCAAGAGCCACGTC-
3¢ and TERT-Reverse Primer: 5¢-CCACGAACTGTCGC

Table 1. Patients Characterization
and Tissue Provenance

Patient/
tissue Diagnostica

Age
(years) Sexb

TL
(kb)c RQd

Ectopy 1 CH 10 F 102.5 0.024
Ectopy 2 CH 8 F 133.1 0.004
Ectopy 3 CH 15 F 129.2 0
Ectopy 4 CH 14 F 197.0 ND
Control 1 MTC 9 M 67.2 0
Control 2 MTC 5 M 116.0 ND
Control 3 MTC 8 F 66.1 0.007
Control 4 MTC 5 M 108.2 0.006
Control 5 PTC 12 F 84.1 0
Control 6 PTC 16 F 143.4 0.026

aCH, congenital hypothyroidism due to thyroid ectopy; MTC,
medullary thyroid cancer: healthy thyroid tissue obtained from
prophylactic thyroidectomy in RET–positive patients; PTC, papil-
lary thyroid cancer: healthy contralateral thyroid tissue obtained
from near total thyroidectomy.

bF, female; M, male.
cTL (kb), telomere length in kilobases per diploid genome.
dRQ, relative expression of human telomerase reverse transcrip-

tase (hTERT). The hTERT expression in HCT116 colon cells serves
as reference (set point of 1.0).
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ATGT-3¢; for ACTB (NM_001101.3), ACTB-Forward Pri-
mer: 5¢- ATTGGCAATGAGCGGTTC-3¢ andACTB-Reverse
Primer: 5¢-TGAAGGTAGTTTCGTGGATGC-3¢. To allow a
more direct inspection of these results on a 1.5% agarose gel,
we also performed standard reverse transcription polymerase
chain reaction (RT-PCR) with the same primers and amplifi-
cation procedure except that only 37 cycles were performed
instead of 40.

Statistical analysis

The data were first analyzed for normal distribution
(Kolmogorov-Smirnov test) and homogeneity of variances
(Bartlett’s test), and group means were then analyzed using
bilateral two sample t-test with Welch correction. Statistical
analyses and graphs were performed using the software
package R 3.1.2 (R Core Team) and the GraphPad Prism
version 6.00 (GraphPad Software). Post hoc power analysis
was performed with the G power software (27). To allow for

more detection of differences with a reasonable power, dif-
ferences were considered significant at p< 0.1.

Results

TL is not shorter in ectopic thyroids

Themean TL (mean kilobases per diploid genome– standard
deviation) of ectopic thyroids was 140.45– 40.07, actually
even longer than that of orthotopic thyroids (97.50 –
30.48), although the difference did not reach significance
( p = 0.12; [95%CI -16.7 to 102.6]; two-tailed Welch’s t-test)
(Table 1 and Fig. 1). Given the hypothesis that TL is shorter
in ectopic thyroids when compared with orthotopic thyroid,
the analysis using one-tailed two sample t-test with Welch
correction showed a consistent nonsignificant result
( p = 0.98; [95%CI -89 toN]). A linear model showed no
significant effect of age on TL for all samples combined, and
no significant interactions of age, sex, and diagnosis (ectopic
thyroids vs. orthotopic controls) were observed.

Transcription of hTERT is absent in ectopic
and orthotopic thyroids

Human TERT transcripts were not detectable in ectopic and
orthotopic thyroids using standard (Fig. 2) and quantitative
RT-PCR methods (Table 1; all RQs are less than 0.025), but
hTERT transcripts were clearly detectable in HCT116 colon
cancer cells (positive controls, Fig. 2) and served as reference
(value of 1) for the RQ calculation (Table 1).

Discussion

Telomere shortening can lead to dysfunctional telomeres,
chromosomal instability and apoptosis (28). Apoptosis is a
physiological process that starts early during development. In
animal models, congenital neural tube defects are linked to
reduced telomerase activity and decreased TL (17). TL is
tissue-specific even if a high correlation exists between tis-
sues of individuals matched for age and shows a continuous
decrease with age (20). Amarked synchrony exists in average
TL between embryonic human tissues, but this synchrony is
lost during extrauterine life, probably as a result of different
proliferative programs (28,29). Therefore, to assess the bio-
logically plausible association between reduced telomere
length (TL) and congenital malformations, we used ectopic
and orthotopic thyroids obtained from children of similar age.

Herein, we show that in both ectopic and orthotopic control
thyroids (i) TL is similar and even tends to be longer in

FIG. 1. Telomere length (TL) in orthotopic and ectopic
thyroid tissues. TL (reported in kilobases per diploid genome
on the y-axis) in four ectopic thyroids (left) represented by a
full square and in six orthotopic thyroids as control (right)
represented by a full circle. The bar in the middle represents
the mean, and the two adjacent upper and lower bars depict
the standard deviations. The mean TL (mean – standard de-
viation) of ectopic thyroids was 140.45 – 40.07, actually
longer than that of orthotopic thyroids (97.50 – 30.48), al-
though the difference did not reach significance ( p = 0.12
[95%CI -16.7 to 102.6]; two-tailed Welch’s t-test).

FIG. 2. Lack of human telomerase reverse transcriptase (hTERT) transcripts in orthotopic and ectopic thyroid tissues.
Absent signal of hTERT transcripts with the standard semiquantitative RT-PCR method (1.5% agarose gel, upper panel) are
consistent with the results of the quantitative RT-PCR method, which are expressed in relative expression (RQ) to the
control (in HCT116 colon cells); RQ values are listed in the last column of Table 1. ACTB, actin beta.
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ectopic thyroids, and (ii) hTERT expression is quiescent. Of
note, all control tissues were healthy thyroid tissue (pro-
phylactic thyroidectomy for MTC and healthy contralateral
tissue of unilateral PTC). These findings extend those of our
previous study (23) and are consistent with the histological
aspect of ectopic thyroids, which shows a well-differentiated
tissue with normal follicular architecture (4). Telomerase
inhibition promotes the initial steps of cell differentiation of
primate embryonic stem cells (16) and, conversely, the in-
duced differentiation of immortal cells inhibits telomerase
activity (14). Consequently, quiescent hTERT expression is
expected in differentiated non-proliferative tissue. Specifi-
cally, in papillary thyroid cancer, hTERT is expressed (30)
and TL is decreased. These results suggest that ectopic
thyroids are not more prone to malignant transformation
compared with orthotopic thyroids, but the following points
hamper any firm conclusion: (i) there is an obvious report
bias of cancers in ectopic thyroids because of their ‘‘curi-
osity value’’ (with the risk of overestimating the risk) (31);
(ii) the majority of reports refers to ectopic thyroid tissues in
the thyroglossal duct with the presence of normal thyroid
gland in situ (32), which is different from thyroid cancer
arising in a congenital ectopic thyroid; and unfortunately,
(iii)the recent US epidemiological survey of thyroid cancer
(33) does not contain information about the anatomic lo-
cation of the cancerous glands (Louise Davies, personal
communication).

TL is influenced by environmental cues (34,35) and a
conserved TL is also an additional argument against envi-
ronmental causes of CHTD, consistent with the lack of a
seasonal impact on the occurrence of ectopic thyroids (1). TL
in blood DNA is more similar in MZ than in DZ twins (36),
which is a further argument for a somatic event accounting
for discordance of MZ twins for CHTD (11).

This study has some limitations. First, TL and hTERT
expression profiles in tissue collected and analyzed postna-
tally may not reflect the dynamics of embryonic expression.
Second, the sample number is small, but this is inherent to the
exceedingly exceptional indication for surgically removing
ectopic and orthotopic thyroid tissue in children. Therefore,
our study does not have enough power to reach a firm con-
clusion, and the fact that zero is contained in the wide 95%CI
of the difference between the means indicates that we cannot
rule out the possibility that there is no difference (37), but we
can at least conclude that it would be unlikely that TL in
ectopic thyroids is shorter than in orthotopic thyroids.

Conclusion

TL shortening—the hallmark of accelerated cell senes-
cence and differentiation—is not observed in ectopic com-
pared with orthotopic thyroid, and hTERT is not expressed in
either tissue. Ectopic thyroids have a molecular profile
comparable to that of normal non-tumoral thyroids (38),
which differs from that seen in thyroid cancer. Our findings
suggest that TL shortening is unlikely to cause arrested mi-
gration and, indirectly, that ectopic thyroids are not at higher
risk for thyroid cancer than orthotopic thyroids (30,39).
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3175 Côte Sainte-Catherine
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