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Le rôle de la rigidité du substrat et des contraintes
géométriques dans l’auto-organisation des cellules de
l’épithélium intestinal

Résumé

La morphogenèse et le renouvellement des tissus résultent d’une interaction complexe

entre les programmes de régulation génétique et les processus d’auto-organisation

cellulaire. Ces processus sont en partie contrôlés par des paramètres physiques tels

que la mécanique cellulaire et tissulaire. Cependant, l’impact de la mécanique sur le

renouvellement des tissus et le maintien de la niche des cellules souches reste mal

compris. Dans ce travail, nous abordons ces questions en utilisant comme système

modèle l’épithélium intestinal cultivé sur des surfaces planes. L’épithélium intestinal

comprend différents types de cellules issues d’une même lignée dont la distribution

spatiale suit l’axe crypte-villosité. Les cellules souches qui permettent un renouvelle-

ment rapide de l’épithélium sont localisées dans la niche. Les cellules engagées dans

la différenciation sortent de la niche pour proliférer dans la zone d’amplification

transitoire. Ensuite, elles quittent cette zone. Puis, parallèlement au processus de

différenciation, les cellules migrent activement le long de la villosité. Afin d’examiner

le rôle des contraintes mécaniques sur l’auto-organisation et le maintien de la crypte

intestinal et la niche des cellules souches, nous avons cultivé des cellules d’organoïdes

intestinaux de souris sur des gels de polyacrylamide plans de rigidité contrôlée re-
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couverts de Matrigel. Nous avons observé l’émergence de domaines de type crypte

contenant des cellules de Paneth et des cellules souches LGR5+, comparables aux do-

maines de crypte trouvés dans les organoïdes intestinaux en trois dimensions in vitro

ainsi qu’in vivo. Les cryptes sont caractérisées par une très forte densité cellulaire et

des cellules plus columnaires que les cellules différenciées environnantes. La hauteur,

la densité et la prolifération des cellules des cryptes diminuent avec l’augmentation

de la rigidité du substrat. Les cryptes sont entourées de cellules très allongées alignées

tangentiellement aux domaines prolifératifs formant une frontière entre les deux do-

maines. Cette limite est caractérisée par des câbles supra-cellulaires d’acto-myosine

alignés. En plaçant des cellules entièrement dissociées, nous avons également montré

que les cryptes émergent en deux à trois jours à partir d’une monocouche initialement

homogène et riche en cellules souches LGR5+. Au cours de ce processus, la proliféra-

tion est maintenue et la densité cellulaire augmente dans les domaines prolifératifs ;

tandis que la densité et la prolifération des cellules souches LGR5+ diminue dans

la zone périphérique peuplée de cellules différenciées, rappelant le scénario observé

au cours du développement de l’épithélium intestinal in vivo. Une augmentation de

la rigidité du substrat freine ce processus, en raison d’une réduction drastique de la

prolifération des cellules non-différenciées. De plus, le knock-out de la myosine IIA

altère fortement la prolifération des cellules non-différenciées et le maintien des do-

maines de crypte. Ces résultats suggèrent donc que les cryptes peuvent être formées

et maintenues sans courbure de l’épithélium par une contribution conjointe de la

pression de prolifération et de la formation d’une frontière entre les domaines des

cellules prolifératives et différenciées. Par ailleurs, cette frontière dépend de l’activité

de la myosine II A. En conclusion, ces travaux contribuent à une meilleure compré-

hension des mécanismes cellulaires liés au développement et au renouvellement de

l’épithélium intestinal.
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Mots-clés : organoïdes intestinaux, cellules souches, destin cellulaire, auto-organisation,

mécanobiologie.
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Role of mechanical constraints on self-organization
of intestinal épithelium

Abstract

Morphogenesis and tissue homeostatic renewal result from a complex crosstalk bet-

ween genetic regulation programs, and cellular self-organization processes which are

in part controlled by physical parameters such as cell and tissue mechanics. Howe-

ver, the impact of mechanics on homeostatic tissue renewal and tissue stem cell niche

maintenance remains poorly understood. Here we addressed this question using the

intestinal epithelium cultured on 2D surfaces as a model system. The single layered

intestinal epithelium comprises different cell types issued from a single lineage whose

spatial distribution follows the crypt/villus axis in function of their birth date and

differentiation status. Stem cells which allow a rapid renewal of the epithelium are

located in the crypts. Cells committed to differentiate exit the crypt to proliferate

in the transitory amplifying zone from where they further migrate actively along

the villus as differentiated cells. To question the role of mechanical constraints on

the self-organization and maintenance of intestinal crypts, the niche of stem cells,

we cultured mouse intestinal organoid cells on 2D Matrigel-coated polyacrylamide

gels of controlled stiffness. We observed the emergence of crypt-like domains contai-

ning Paneth cells and LGR5+ stem cells, comparable to the crypt domains found

in intestinal organoids in three dimensions in vitro as well as in vivo. Crypts were
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characterized by a very high density of cells that are more columnar than the surroun-

ding differentiated cells. The height, density and proliferation of crypt cells decrease

with increasing substrate stiffness. The crypts are surrounded by highly elongated

cells aligned tangentially to the crypt-like domain forming a boundary between the

latter and the differenciated cells. This boundary is characterized by tangentially ali-

gned supra-cellular acto-myosin cables. By seeding fully dissociated cells, we further

showed that crypts emerge in two to three days out of an initially homogeneous cell

monolayer enriched in LGR5+ cells. During this process, proliferation was maintai-

ned and cell density increased in the crypt-like domains ; while LGR5+ cells density

and proliferation decreased in area around populated of differentiated cells, recalling

the scenario observed during the development of the intestinal epithelium in vivo.

An increased substrate rigidity impaired this process, due to a drastic reduction of

precursor cell proliferation. In addition, the knock-out of myosin IIA strongly impai-

red both precursor cell proliferation and crypt-domain maintenance. These results

therefore suggest that crypts can be formed and maintained without curvature of

the epithelium by a joint contribution of proliferation pressure and the formation

of a myosin IIA-dependent boundary between the proliferative and differentiated

cell domains. Altogether, they contribute to a better understanding of the cellular

mechanisms related to the development and homeostatic renewal of the intestinal

epithelium.

Keywords : intestinal organoids, stem cell, stem cell fate, self-organization, me-

chanobiology.
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Chapitre I

Introduction

Au cours de l’embryogenèse, une seule cellule, la cellule-oeuf, engendre des mil-

liards de cellules qui se structurent en un embryon. La morphogenèse correspond à

l’ensemble des modifications subies par un embryon jusqu’à l’acquisition de sa forme

finale. La très grande reproductibilité des formes observées pendant l’embryogenèse

suggère la présence d’informations de natures diverses qui seraient produites, lues et

interprétées par les cellules à des temps et des positions spécifiques.

Comme le suggère l’article de C. Collinet et T. Lecuit, il existe deux principales

structures de ce flux d’informations dans l’espace et le temps [24]. La première est

une structure programmatique. Elle induit des règles déterminées et un flux d’in-

formations hiérarchisées et inscrites dans un réseau complexe avec des ramifications

abondantes. La seconde est une structure qui suit les principes de l’auto-organisation.

Contrairement à la première qui est déterministe, celle-ci tient compte de phéno-

mènes aléatoires. Les formes complexes émergent d’interactions locales et directes.

De plus, dans l’auto-organisation, les informations ne sont pas hiérarchisées ; il existe

un échange réciproque entre la biochimie, la géométrie et la mécanique. Par exemple,

l’expression génétique influence la mécanique des tissus et vice-versa. Mon travail de
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thèse exposé ici s’intéressera plus particulièrement à l’auto-organisation.

Dans ce premier chapitre, nous nous attacherons à décrire l’état de la recherche

concernant l’influence de l’environnement sur le développement, et en particulier sur

l’épithélium intestinal. Nous verrons ainsi dans un premier temps comment l’environ-

nement mécanique peut influencer l’auto-organisation des tissus et la différenciation

des cellules souches. Dans un deuxième temps, nous nous concentrerons sur la des-

cription de notre modèle biologique : l’épithélium intestinal. Enfin, dans un troisième

temps, nous examinerons les outils récemment développés qui ont permis d’étudier

l’influence de d’environnement mécanique sur le comportement des cellules de l’épi-

thélium intestinal.

I.1 L’environnement influence l’auto-organisation et

la différenciation des cellules souches

La présente section portera sur la perception par les cellules de leur environne-

ment et leur réponse face à ces stimuli. Ainsi, elle traitera dans un premier temps des

instabilités chimiques et plus particulièrement du modèle de réaction-diffusion déve-

loppé par A.M. Turing. Ensuite, nous verrons une explication de l’auto-organisation

basée sur des instabilités mécaniques. Par la suite, nous aborderons la façon dont

les propriétés de l’environnement mécanique peuvent diriger la différenciation cellu-

laire. Enfin, nous parlerons des éléments cellulaires impliqués dans la détection et la

transmission intercellulaire des propriétés mécaniques.
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I.1.1 Les instabilités chimiques : le modèle de réaction diffu-

sion

Lors de l’embryogenèse, à partir d’un système assez homogène, des formes émergent

de faibles fluctuation autour de l’équilibre. On sait que de nombreux signaux chi-

miques diffusifs influencent le déroulement de la morphogenèse. En effet, l’histoire de

la biologie développementale est traversée par la mise en évidence de ces signaux chi-

miques diffusifs jouant un rôle clef à certaines étapes de l’embryogenèse. On compte

parmi eux des grandes familles de molécules telles que : BMP (Bone Morphogenetic

Protein), Hedgehog, FGF (Fibroblast Growth Factors) ou encore Wnt [95].

Il existe différents modèles qui expliquent l’émergence spontanée de motifs et de rup-

ture de symétrie à travers des voies biochimiques de signalisation. Un des modèles

incontournables est celui dit de réaction-diffusion de Turing [160]. Nous développe-

rons ainsi dans cette partie ce modèle et l’illustrerons grâce à un exemple tiré de la

biologie du développement.

Comme l’expliquent F. Schweisguth et F. Corson , dans le modèle de Turing, les

unités de base du modèle, nommées ici cellules, interagissent entre elles par la dif-

fusion d’espèces chimiques [141]. Ces cellules sont statiques et les espèces chimiques

peuvent diffuser à des distances supérieures à la taille d’une cellule. L’interaction de

ces espèces chimiques est décrite par des équations aux dérivées partielles avec des

variations continues de concentration. Dans un modèle simple de réaction-diffusion,

un activateur va stimuler sa propre production ainsi que la production d’un inhibi-

teur. En modulant les vitesses de diffusion de l’activateur et de l’inhibiteur, on peut

obtenir des motifs divers, stables ou non dans le temps. Par exemple, si la vitesse

de diffusion de l’activateur est inférieure à celle de l’inhibiteur, on obtient des motifs

stables dans le temps avec un milieu initial uniforme (fig I.1 ). Ce modèle simple,

en deux dimensions, peut faire émerger des motifs semblables au pelage de certains
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animaux [80].

Figure I.1 – Schéma d’un modèle simple de réaction-diffusion à une dimension

Adapté de [141].

Un des exemples d’auto-organisation suivant un modèle de Turing in vivo est la

formation des autopodes chez les tétrapodes. Ainsi, d’après J. Raspopovic et col-

lègues, la structure de l’extrémité des membres chiridiens est auto-organisée selon

un modèle de réaction-diffusion [125]. Ce modèle compte trois espèces biochimiques :

Sox9 (un facteur de transcription) et deux signaux diffusifs BMP et Wnt. Comme

présentée en une dimension dans la figure I.2, l’expression de Sox9 (qui induit les

domaines de formation des doigts) est activée par BMP2 mais inhibée par Wnt. Le

modèle BMP-Sox9-Wnt simulé en 2D (deux dimensions) produit des stries d’expres-

sion de Sox9 orientées de façon aléatoire. Il est donc nécessaire d’implémenter au

modèle deux conditions pour retrouver le motif spatial d’expression de Sox9. La pre-

mière condition est l’expression de Hoxd13 qui limite des instabilités de Turing à

la région distale des membres et entraîne une orientation proximo-distale des stries.

La deuxième condition est l’association de l’expression de Hoxd13 avec celle de FGF

afin de contrôler le nombre de doigts et d’éviter les fourches au bout des doigts. Par

ailleurs, une inhibition des signaux BMP et Wnt entraîne des membres mal formés.
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L’inhibition de BMP annule la formation des doigts. Quant à l’inhibition de Wnt,

elle annule la formation d’espaces inter-digitaux [125]. Cet exemple nous permet de

constater que la différence de vitesse de diffusion d’espèces chimiques explique l’ap-

parition de motifs d’expression de gènes impliqués dans la morphogenèse.

Figure I.2 – Schéma du modèle de réaction-diffusion dans la formation de l’extré-
mité des membres chez les tétrapodes

(A)Expression du facteur de transcription Sox 9 dans les membres.(B)Modèle de
réaction-diffusion proposé pour la formation des membres. (C)Simulation en une

dimension de la présence de Wnt et BMP et de l’expression de Sox9. Adapté de [141].

Une explication de la formation d’organes ou de membres uniquement par la diffu-

sion d’espèces chimiques peut sembler un peu limitée. Et Turing lui-même admettait

que la diffusion de composés chimiques n’est qu’une seule manière parmi d’autres

pour les cellules de communiquer. La communication intercellulaire peut aussi pas-

ser par un contact direct entre les cellules sans diffusion. Par exemple, la voie de

signalisation Notch est enclenchée par la contact direct entre des cellules présentant

Notch à leur membrane et les cellules présentant des récepteurs transmembranaires

de Notch [89]). La communication cellulaire peut aussi passer par des forces méca-

niques par exemple. Nous verrons donc ensuite l’auto-organisation induite par des

instabilités mécaniques.
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I.1.2 Les instabilités mécaniques provoquent l’émergence de

formes

Nous avons vu dans la partie précédente que l’auto-organisation des cellules dans

un organisme pouvait résulter d’une instabilité chimique avec en particulier le mo-

dèle de Turing. Seulement, la diffusion de signaux chimiques n’est pas le seul moyen

de communication des cellules entre elles. Nous verrons donc dans cette partie com-

ment les instabilités mécaniques peuvent aussi engendrer de l’auto-organisation des

follicules de plume chez le poulet.

Dans cette étude présentée par A.E. Shayer et collègues, les auteurs étudient la

formation de follicules de plume chez le poulet [143]. Avant la formation des folli-

cules, la peau embryonnaire est composée d’un feuillet de cellules épithéliales qui re-

posent sur une matrice extra-cellulaire dans laquelle des cellules mésenchymateuses

se meuvent. Les deux types cellulaires sont séparés par une membrane basale. La

peau initialement homogène présente au bout de deux jours des agrégats de cel-

lules mésenchymateuses espacés périodiquement. Ces agrégats s’auto-organisent en

en exerçant des forces de traction à l’intérieur de la matrice extra-cellulaire. Ces

agrégats poussent les cellules épithéliales adjacentes. Cette pression provoque dans

les cellules épithéliales la translocation de la β-caténine dans le noyau. Ainsi par

cette translocation, les cellules épithéliales situées au dessus des amas de cellules

mésenchymateuses expriment des gènes de follicules précoces de plume.

Ensuite, les auteurs ont évalué l’influence de la rigidité du substrat sur la formation

des follicules. Pour ce faire, des explants de peau sont cultivés sur des gels de po-

lyacrylamide couverts de fibronectine. Les auteurs font varier la rigidité du gel et

observent que l’espacement et la taille des agrégats changent avec la la rigidité. La

diminution de la rigidité réduit l’espacement, mais augmente la taille des agrégats
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Figure I.3 – Formation des follicules de plume par auto-organisation

(A)Influence de la rigidité du substrat dans l’auto-organisation. La surface de l’échantillon
de peau diminue avec la rigidité. Ensuite, le nombre de follicules diminue si l’on s’éloigne
de la rigidité physiologique. Enfin, leur taille augmente avec la diminution de la rigidité

tandis que la distance entre les follicules diminue avec la rigidité. (B)Influence de la
contractilité cellulaire dans l’auto-organisation. Plus on augmente la contractilité

cellulaire plus l’échantillon de peau diminue. En outre, plus on inhibe ou augmente la
contractilité cellulaire moins on observe de follicules se former. Enfin, plus on augmente la
contractilité, plus les follicules sont petits et éloignés. (C)Schéma du modèle : les cellules

contractiles du derme forment des agrégats si elles sont exposées à une résistance
suffisante et si elle sont capables d’exercer une traction physiologique. Adapté de [143]
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(fig I.3). Par ailleurs, les auteurs mesurent l’impact des forces de traction exercées

par les cellules sur le substrat dans la formation des follicules. Pour cela, la contracti-

lité cellulaire est augmentée ou diminuée (à l’aide de calyculine A et de blebbistatine

respectivement). Les auteurs notent qu’une très grande diminution, tout comme une

très grande augmentation, de la contractilité inhibe la formation des follicules. De

plus, la perturbation de la contractilité mène à une modification de la taille et de

l’espacement des follicules (fig I.3 ).

En conclusion, les auteurs suggèrent que les cellules mésenchymateuses du derme

forment des agrégats agencés de façon périodique. Ces agrégats compressent les cel-

lules de l’épiderme adjacentes. Ces forces compressives représentent une informations

qui va influencer le destin des cellules épithéliales. Elles vont en effet sous l’influence

des forces de compression se diriger vers une voie de différenciation de follicule de

plume (fig I.3). Cette étude montre que des instabilités mécaniques peuvent être à

l’origine de l’auto-organisation des cellules et la morphogenèse des tissus.

I.1.3 L’environnement mécanique influence la morphogenèse

Nous avons vu plus haut que les cellules peuvent utiliser la transmission de l’in-

formation par des moyens mécaniques pour s’auto-organiser. Nous allons donc voir

maintenant comment les paramètres mécaniques de l’environnement peuvent diriger

la différenciation des cellules souches.

I.1.3.1 Les contraintes géométriques dirigent l’organisation des cellules

souches embryonnaires

Ces dernières années, de nombreuses techniques ont été développées afin de

contraindre de façon géométrique les monocouches cellulaires. Une des méthodes uti-
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lisées est d’imprimer des protéines selon les motifs désirés à la surface d’un substrat

de culture. Ainsi les cellules adhèrent uniquement dans les zones voulues et adoptent

les formes souhaitées [161]. Ces outils ont permis de mettre en évidence l’effet des

contraintes géométriques sur le comportement collectif des cellules, comme la proli-

fération ou la migration.

Il a par exemple été montré que les contraintes géométriques influencent des com-

portements collectifs de migration cellulaire. Par exemple, K. Doxzen et collègues

confinent des cellules épithéliales (MDCK) dans des disques de différentes tailles et

observent que toute la population cellulaire a un mouvement de rotation dans le

même sens uniquement sur des îlots ayant au maximum un diamètre de 200 µm [33].

Pour des îlots cellulaires supérieur à 200 µm, l’ensemble des cellules de l’îlot ne vont

pas synchroniser leur mouvement. On verra des mouvements cellulaires coordonnées

uniquement dans des sous-parties de l’îlot.

De la même manière, il a été montré que la contrainte mécanique se répartit dans un

îlot cellulaire différemment selon les contraintes géométriques appliquées à celui-ci. C.

M. Nelson et collègues utilisent des cellules endothéliales (des cellules endothéliales

d’artère pulmonaire de bovin) et des cellules épithéliales (des cellules épithéliales de

rein de rat). Les auteurs montrent par modélisation qu’en contraignant géométri-

quement ces cellules, on obtient une répartition inhomogène de la contrainte [109].

Les zones de plus grande contrainte sont aussi des zones de plus grande prolifération

cellulaire. De plus, lorsque les auteurs perturbent la contractilité cellulaire (avec de

la blebbistatine) ou l’adhésion intercellulaire cellulaire (par les cadhérines), les motifs

de prolifération disparaissent.

Ces observations concernant l’effet de la répartition de la contrainte sur le com-

portement collectif des cellules ont amené plusieurs équipes de recherche à examiner
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Figure I.4 – Différenciation des cellules souches embryonnaires humaines
contraintes géométriquement

(A) Niveau de fluorescence des marqueurs de différenciation. (B) Quantification des
niveaux de fluorescence. (C) Schéma de répartition des feuillets embryonnaires. Barre

d’échelle : 100 µm. Adapté de [169]

plus particulièrement l’effet sur la différenciation des cellules souches [175, 129] . Par

exemple, B. Sorre et collègues étudient l’influence du confinement de cellules souches

embryonnaires humaines [169]. Les auteurs confinent donc les cellules sur des micro-

motifs de tailles différentes recouverts de protéines adhérantes (de la laminine-521 ou

du Matrigel). Les auteurs montrent que la forme en disque avec l’ajout de le protéine

morphogénétique osseuse 4 (ou BMP4) suffit à induire la formation et la disposition
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de feuillets embryonnaires. Les auteurs observent la formation d’un anneau extérieur

de trophectoderme, un disque d’ectoderme au centre et un anneau de mesendoderme

entre les deux feuillets (fig I.4). Cependant, une étude récente montre que les ré-

cepteurs de la protéine BMP dans les cellules souches embryonnaires humaines ne

sont pas répartis de façon homogène sur l’axe apico-basal des membranes [186]. En

effet, les auteurs expliquent que les récepteurs à la protéine BMP se trouvent en

dessous des jonction serrées. Or les jonctions serrées sont des complexes d’adhérence

qui contrôlent la perméabilité entre les cellules. On les trouve dans les cellules épithé-

liales et endothéliales [188]. Dans ce cas-ci, la répartition des feuillets embryonnaire

est très certainement liée à un accès différencié à la BMP par leurs récepteurs en

fonction de la localisation des cellules : si elles se trouvent au bord ou non de l’îlot

cellulaire.

Une autre étude s’est penchée sur l’effet de la géométrie sur la différenciation

de cellules souches humaines pluripotentes induites. Q. Smith et collègues déposent

ces cellules sur des substrats présentant différents motifs d’adhésion (des disques,

des triangles et des étoiles de tailles variables). Ils montrent que lorsque les cel-

lules sont déposées sur ces motifs, une couche de cellules Brachyury-positives se

forme en périphérie ( fig I.5). Les cellules Brachyury-positives sont des cellules qui

vont suivre une voie de différenciation vers des cellules endothéliales. Les auteurs

montrent dans ce cas-là que la réduction de la tension du cytosquelette va perturber

cette auto-organisation. Les auteurs expliquent qu’une tension élevée à des temps

précoces amène les cellules vers la voie de différenciation endothéliale [144]. Ils dé-

montrent dans ce cas-là que la différenciation dirigée par une géométrie contrôlée

n’est pas due à des espèces chimiques solubles mais bien à l’effet de la tension en-

gendrée par l’activité du cytosquelette.
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Figure I.5 – Différenciation des cellules souches humaines pluripotentes induites
contraintes géométriquement

Après 48h de culture sur des motifs de taille et de forme différentes, les cellules souches
humaines pluripotentes induites s’auto-organisent. Les cellules Brachyury positives se

positionnent en périphérie des ilôts cellulaires, indépendamment des signaux chimiques.
Adapté de [144]

En conclusion, les contraintes géométriques ont un effet sur le comportement col-

lectif des cellules. Cependant, il faut comprendre que ces effets sont reçus par les

cellules à plusieurs niveaux, par exemple une certaine répartition de la contrainte

et/ou un accès inhomogène à des ligands. Tous ces effets vont participer à une orga-

nisation et une différenciation de cellules souches dirigées par la géométrie de l’îlot

cellulaire.
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I.1.3.2 L’élasticité du substrat dirige la différenciation des cellules souches

mésenchymateuses

Nous avons vu dans la section précédente que la contrainte géométrique répartit

de façon inhomogène la tensions au sein des îlots de cellules souches humaines pluri-

potentes induites. La tension élevée à des temps précoces dirige le destin cellulaire.

Cependant les cellules dans l’organisme sont exposées à différents environnements

mécaniques et la contrainte géométrique n’est qu’un seul des paramètres de cet en-

vironnement. En effet, un autre paramètre mécanique de l’environnement cellulaire

qui peut être étudié est la rigidité du substrat sur lequel elles sont accrochées.

Le travail de A.J. Engler et collègues traite de l’influence de la rigidité sur des

cellules souches mésenchymateuses isolées [43]. Dans cette étude, des cellules souches

mésenchymateuses sont cultivées sur des gels de polyacrlylamide couverts de colla-

gène I. Le collagène I permet l’adhésion des cellules sur les gels. Les auteurs utilisent

des gels de polyacrylamide car ce sont des hydrogels dont la rigidité est modifiable

en ajustant la concentration d’agent réticulant (le bis-acrylamide) [115]. Les cellules

sont toutes cultivées dans le même milieu. Les auteurs observent que la seule modi-

fication de la rigidité du substrat amène les cellules vers des voies de différenciation

distinctes. Ainsi les cellules souches mésenchymateuses cultivées sur des substrats

mous (entre 0,1 et 1 kPa) vont présenter des caractéristiques de neurones, tandis

que les cellules mésenchymateuses cultivées sur des substrats rigides (ici entre 25 et

40 kPa) vont présenter des caractéristiques d’ostéoblastes (fig I.6). Par ailleurs, ces

rigidités correspondent à l’ordre de grandeur des modules élastiques mesurés dans les

tissus correspondants aux voies de différenciation des cellules. Le cerveau a une rigi-

dité d’environ 1 kPa, alors que la matrice collagénique des os a une rigidité d’environ

100 kPa. De plus, les auteurs montrent que le fait d’inhiber la contractilité cellulaire
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Figure I.6 – Élasticité des tissus et différenciation des cellules souches mésenchy-
mateuses

(A) Élasticité mesurée de l’environnement cellulaire. (B) Les cellules souches
mésenchymateuses cultivées sur des substrats de rigidités différentes présentent des

caractéristiques de cellules différenciées distinctes selon la rigidité. Barre d’échelle : 20 µm.
Adapté de [43]

avec de la blebbistatine bloque la différenciation.

En conclusion, les propriétés mécaniques de l’environnement cellulaire, en particulier

la rigidité du substrat, influencent le destin cellulaire.

33



I.1.3.3 Le temps de relaxation du substrat joue aussi un rôle dans la

différenciation cellulaire

Nous avons vu plus haut que la variation de l’élasticité du substrat pouvait avoir

un effet sur la différenciation des cellules souches mésenchymateuses. Néanmoins les

tissus vivants ne se comportent pas comme des objets purement élastiques. En effet,

certains tissus mettent du temps à retrouver leur forme initiale après une déforma-

tion. On le voit de manière macroscopique sur la peau ou les tissus adipeux par

exemple : après déformation, la peau va retrouver sa forme initiale au bout d’un cer-

tain temps, pas de manière immédiate. De la même manière, lorsque les tendons sont

étirés lentement, ils ont la capacité à s’allonger puis retrouvent leur taille et forme

d’origine. En revanche, lorsque ceux-ci sont étirés rapidement, ils se rigidifient sous

la contrainte et peuvent se sectionner [166]. Les tissus vivants ne sont donc pas des

objets purement élastiques. Les cellules sont immergées dans un environnement vis-

coélastique dont elles vont pouvoir sentir les propriétés et adapter leur comportement.

Ainsi des études se sont penchées sur l’influence de la réponse visqueuse, et non

seulement la réponse élastique de l’environnement, sur le comportement cellulaire et

plus particulièrement sur la différenciation des cellules. Notamment, O. Chaudhuri

et collègues se sont intéressés à l’influence de la variation du temps de relaxation des

hydrogels, sans modifier la part élastique des gels, sur la différenciation des cellules

souches mésenchymateuses [20]. Pour ce faire, les auteurs utilisent un gel d’alginate

qui leur permet de découpler la viscosité du module élastique. Les auteurs montrent

qu’en diminuant le poids moléculaire de l’alginate et en augmentant l’espacement

stérique par l’ajout de polyethylene glycol, ils peuvent modifier le temps de relaxa-

tion du gel sans changer son élasticité (fig I.7). Par la suite, les auteurs cultivent des

cellules souches mésenchymateuses insérées dans ces gels. Les auteurs notent d’une
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Figure I.7 – Influence de la variation viscoélastique de l’environnement dans la
différenciation des cellules souches mésenchymateuses

(A) Méthode de modification du temps de relaxation des gels d’alginate. (B) τ1/2 temps
pour lequel la contrainte est relâchée de moitié. (C) Le module élastique mesuré

initialement ne change pas significativement avec la diminution de τ1/2. (D) Images
représentatives de cryosections contenant un marquage alkaline phosphatase (en bleu).
L’alkaline phosphatase est un marqueur précoce de la différenciation ostéogénique. (E)

Quantification de l’activité d’alkaline phosphatase dans des lysat de cellules cultivées dans
des gels de d’alginate. Adapté de [20]

part que la diminution du temps de relaxation provoque l’étalement et le proliféra-

tion cellulaire. D’autre part, les auteurs observent qu’une relaxation plus rapide du

gel engendre une différenciation ostéogénique (fig I.7).

En conclusion, les cellules se trouvent dans un environnement dont les propriétés

mécaniques varient. Nous avons vu dans cette partie que la modification de ces pro-

priétés a un effet sur le comportement des cellules, et en particulier sur la différen-

ciation des cellules souches. Les cellules sont donc capables de détecter les propriétés
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mécaniques du substrat. De plus, elles peuvent se transmettre des information afin

de s’organiser collectivement en fonction des caractéristiques mécaniques détestées.

Ainsi nous verrons par la suite comment les cellules sont sensibles aux propriétés mé-

caniques de leur environnement et par quels moyens ces informations sont transmises

entre les cellules.

I.1.4 Détection et transmission des signaux mécaniques de

l’environnement

Nous avons vu plus haut que les cellules pouvaient sentir des variations méca-

niques de l’environnement. De plus, les études exposées montrent que l’inhibition

de la contractilité cellulaire, en particulier de la myosine II, amenait à une perte de

la détection des propriétés mécaniques de l’environnement. Nous verrons donc dans

cette partie quelles sont les protéines mises en jeu dans la détection mécanique de

l’environnement, comment cette détection se produit et comment ces informations

sont transmises d’une cellule à l’autre.

I.1.4.1 Les adhésions focales : senseurs des propriétés mécaniques du

substrat

Les cellules peuvent adhérer au substrat de deux manières : via les adhésions

focales ou via les hémidesmosomes. Les hémidesmosomes font le lien entre la matrice

extra-cellulaire et les filaments intermédiaires, tandis que les adhésions focales lient

la matrice extra-cellulaire au cytosquelette d’acto-myosine. L’adhésion focale est le

type d’adhésion le mieux décrit dans la littérature. De plus, elles sont connues pour

être un des sièges de la perception mécanique du substrat par les cellules [130]. Nous

nous concentrerons donc dans cette partie sur les adhésions focales.

Les intégrines sont les protéines centrales des adhésions focales. Ces protéines trans-
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Figure I.8 – Schéma de maturation des adhésions focales

Les adhésions focales sous tension traversent un processus de maturation. Les adhésions
grossissent au cours du temps. Les protéines à l’intérieur des adhésomes subissent des
réarrangements, des réorganisations et des changements de conformations. D’autres
protéines vont être recrutées, dont l’actine. L’augmentation de la présence d’actine

augmente la tension exercée sur l’adhésion focale. A l’inverse, la diminution de tension
entraîne une une diminution de taille de l’adhesion. Adapté de [86]

membranaires sont des hétérodimères composés d’une sous-unité α et d’une sous-

unité β. Chez les mammifères, on compte 24 hétérodimères différents, composés de

18 sous unités α et 8 sous-unités β. Les divers assemblages possibles des deux sous-

unités permettent aux intégrines de reconnaître les différents composés de la matrice

extra-cellulaire [73, 5, 72]. Cette grande diversité d’hétérodimères permet de recon-

naître entre autres les différents isoformes de fibronectine, de collagène ou de laminine

[72]. Ainsi les intégrines vont interagir dans leur partie extra-celulaire avec des pro-

téines du substrat et dans leur partie intra-cellulaire avec un ensemble de protéines

elles-mêmes connectées au cytosquelette d’actine. L’ensemble des molécules impli-
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quées dans la structure et l’activité de signalisation des adhésions focales est appelé

adhésome d’intégrine [172]. L’adhésome est un ensemble moléculaire complexe et on

estime à 180 le nombre de molécules impliquées dans les adhésions focales [184, 183].

Les adhésions focales se forment avec la liaison à leur ligand [68]. Ensuite les adhé-

sions focales s’agrandissent. Ce processus s’appelle le processus de maturation [69]. A

la suite ce processus, les adhésions focales vont soit se stabiliser, soit commencer à se

défaire [86]. Les divers états de maturation correspondent à des tailles différentes des

adhésions ainsi que des compositions et conformations protéiques différentes. Ces

différents états sont déterminés par des forces mécaniques locales [139, 87]. Ainsi,

certaines protéines des adhésions subissent des réarrangements dans leur structure

ou bien des modifications enzymatiques en réponse à une force mécanique. Ces chan-

gements de conformation modifient les affinités protéiques à l’intérieur des adhésions

focales (fig I.8). Par exemple, la taline joue le rôle de senseur "gradué" des forces. En

effet, lorsque le taline est sous tension, elle va changer de conformation et exposer

des sites de liaison à la vinculine. Plus la tension est forte, plus la taline se déplie

et plus il y a de sites exposés à la vinculine [127, 70, 100, 179, 178]. La vinculine

quant à elle permet le recrutement de l’actine aux adhésions focales. Une fois l’actine

recrutée, la tension augmente davantage.

A la suite de ces observations, A. Elosegui-Artola et collègues proposent un modèle

d’embrayage pour expliquer la réponse des cellules à une augmentation de la rigidité

du substrat [41]. Au départ, il existe un flux rétrograde de l’actine polymérisée. Les

filaments sont tirés par un nombre nm de moteurs de myosine qui exercent chacun

une force Fm. Si l’actine polymérisée n’est pas liée aux adhésions focales, elle pos-

sède une vitesse va. Cette vitesse correspond à la vitesse d’un moteur de myosine sans

charge. Le filament d’actine peut embrayé sur le complexe intégrine-taline (modélisé

par une constante de raideur kc) et se lier à une nombre de molécules de fibronectine
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nf . La fibronectine est elle-même liée au substrat (modélisé par une constante de

raideur ksub). Cette constante de raideur ksub représente la rigidité du substrat.

A chaque pas de temps, la simulation calcule les différentes constantes de liaison et

temps de liaison entre les sous-parties du modèle. Ainsi, au niveau du substrat, Le

fibronectine peut s’attacher aux intégrines avec le taux de liaison suivant :

kon = kont · dint

où kont est le taux de liaison "réelle" et din la densité d’intégrine.

De la même manière, les intégrines peuvent se détacher du substrat avec un taux de

détachement koff qui dépend de la force exercée dessus, suivant un modèle de "catch

bound". Plus la force exercée est élevée, plus koff est élevée. A la fin de chaque pas

de temps de la simulation, l’actine progresse vers l’intérieur de la cellule et tire sur

les intégrines fixées au substrat. Elle exerce ainsi une force sur chaque intégrine et

sur le substrat. La force totale F exercée sur le substrat est calculée en tenant en

compte de l’équilibre des forces. Et de la vitesse de l’actine est recalculée.

La vitesse de l’actine recalculée dépend linéairement de la force appliquée sur le

substrat. Elle est comprise entre va, la vitesse de l’actine sans lien avec les adhésions

focales comme expliquée plus haut, et 0. La vitesse de l’actine est égale à 0 lorsque

la force maximale est atteinte, soit :

F = nm · Fm

où nm est le nombre de moteurs de myosine qui exercent chacun une force Fm.

La simulation commence alors un nouveau cycle de détachement.

Dans ce modèle est ajouté un nouvel élément : le dépliement et le repliement de

la taline. Pour chaque pas de temps et pour chaque complexe intégrine-taline, les
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talines peuvent se détacher de la vinculine avec un taux kofft et se déplient selon un

taux kunft. kofft est calculé selon la force f appliquée sur la taline et suit un modèle

de "catch bound". De la même manière que pour la détachement des intégrines, kofft

augmente avec l’augmentation de f. kunft est calculé selon la force f apliquée sur la

taline et suit un modèle de "slip bound". Plus la force exercée sur la taline est élevée,

plus kunft est élevé.

Ensuite, les temps de dépliement tunft et de détachement tofft sont calculés aléa-

toirement selon kunft et kofft respectivement. Ainsi si tunft<tofft, la taline se déplie

et peut soit s’attacher à la vinculine avec un taux kvin, soit elle se replie selon un taux

kfoldt. kfoldt est calculé avec les données recueillies. Si la vinculine s’attache, alors la

densité d’intégrine din augmente (fig I.9). Au contraire, si le temps de détachement

des intégrines est inférieur au temps de dépliement de la taline, tunft>toffi, la den-

sité d’intégrine din diminue. Dans ce cas-là, les intégrines se détachent avant que la

taline ne se déplie. De la même manière, si le temps de détachement des vinculines

est inférieur au temps de dépliement de la taline, tunft>toffv, la densité d’intégrine

din diminue aussi. Dans ce cas-ci la taline se replie avant que la vinculine n’ait pu

s’attacher. On voit alors que la taille des adhésions focales diminue avec la force

exercée sur celles-ci.

En conclusion, les adhésions focales sont un des lieux de la perception de l’environ-

nement mécanique par les cellules. Elles font le lien entre le cytosquelette d’acto-

myosine et la matrice extra-cellulaire. Nous verrons dans la partie suivante les lieux

de la transmission intercellulaire des informations mécaniques.
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Figure I.9 – Schéma du modèle d’embrayage

Le flux rétrograde d’actine embraye les intégrines. Si le substrat est mou, le temps de
liaison des intégrines au substrat est plus court que le temps de transmission de la force à
la taline. L’information n’est pas transmise à la taline. Elle ne change pas de conformation

pas et ne recrute pas la vinculine. En revanche, si le substrat est plus dur, le temps de
transmission de l’information de l’intégrine à la taline est plus court que le temps de

liaison des intégrines au substrat. L’information peut être transmise à la taline. La taline
change de conformation et recrute la vinculine qui elle-même recrute l’actine. L’adhésion

est renforcée et entre dans un processus de maturation. Adapté de [151]
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I.1.4.2 Les cellules peuvent se transmettre les informations mécaniques

via les jonctions adhérentes

Dans les épithéliums, la cohésion du tissu est assurée par des complexes protéiques

que l’on appelle des jonctions inter-cellulaires. Il existe trois types de jonctions in-

tercellulaires : les jonctions gaps, les jonctions serrées et les jonctions d’ancrages

qui comprennent les desmosomes et les jonctions adhérentes. Les jonctions d’an-

crage ainsi que les jonctions serrées sont les jonctions confèrent à l’épithélium la

plus grande partie de sa résistance et sa stabilité mécanique. Les jonctions serrées

sont composées de protéines transmembranaires : les claudines, occludines. Le do-

maine cytoplasmique de ces protéines est liée au cytosquelette d’acto-myosine via les

protéines ZO (Zonula occludens). ZO-1 peut subir des changements de conformation

selon la force exercée sur celle-ci [3]. dans les jonctions d’ancrage, les desmosomes sont

liés à l’intérieur de la cellule aux filaments intermédiaires, tandis que les jonctions

adhérentes se lient au cytosquelette d’actine. Les jonctions adhérentes sont mieux dé-

crites et connues pour jouer un rôle majeur dans la transmission des forces entre les

cellules. Nous nous concentrerons donc dans cette partie sur les jonctions adhérentes.

Les cadhérines sont des protéines transmembranaires, calcium dépendantes, qui

jouent un rôle central dans les jonctions adhérentes. Les jonctions adhérentes se

forment à partir de l’intéraction homophile entre les cadhérines, en présence de cal-

cium [60]. Il existe deux types d’interactions entre les cadhérines : les intéractions cis

(entre les cadhérines d’une même cellule) et les intéractions trans (entre les cadhérines

de cellules adjacentes) [42, 16]. On observe différents types de cadhérines que l’on re-

trouve en quantités différentes selon les types celluaires, notamment la E-cadhérine,

la P-cadhérine, la N-cadhérine, etc. Au cours du dévelopement, on observe aussi une

expression différenciée des cadhérines dans l’espace et le temps [153].Dans les cellules
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Figure I.10 – Schéma du processus de maturation de la E-cadhérine

Lorsque le contact est initié, d’autres E-cadhérines diffusent et sont piégées dans la zone
de contact. On voit alors des amas de E-cadhérines se former. Le processus de maturation

est influencé par les forces mécaniques exercées sur les jonctions. Adapté de [103].

épithéliales, on retrouve très majoritairement de la E-cadhérine.

Avant le contact inter-cellulaire, on trouve des cadhérines diffusives réparties à la

surface des cellules. Une fois le contact initié entre des cellules voisines, les cadhérines

diffusent et viennent se piéger dans la zone de contact [1]. De la même manière que

les adhésions focales, les jonctions adhérentes vont croître pendant le processus de

maturation et former des oligomères de E-cadhérines (fig I.10). Néanmoins, autour

de ces amas se forme un réseau d’actine qui les empêche de fusionner [173]. La matu-

ration des jonctions adhérentes se traduit aussi par une réorganisation des protéines

liées aux cadhérines à l’intérieur de la cellule. La β-caténine va elle-même recruter

l’α-caténine [63, 11]. Or l’α-caténine possède deux conformations différentes : une ou-

verte et une fermée. Cette conformation dépend de la force appliquée sur la protéine.

Ainsi, si la force est supérieure à 5 pN, l’α-caténine sera en conformation ouverte,

sinon elle restera fermée. Tout comme la taline, lorsque l’α-caténine se trouve en

conformation ouverte, elle va se lier à la vinculine [17, 177]. La vinculine peut sta-

biliser les jonctions en recrutant ensuite des filaments d’actine qui augmenteront la
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tension à la jonction (fig I.11) [181]. De la même manière que pour les adhésions

focales, la vinculine peut être un marqueur de l’intensité de la tension exercée sur les

jonctions adhérentes.

Figure I.11 – Schéma du processus de liaison de la vinculine à l’α-caténine

Lorsque la tension exercée sur l’α-caténine est assez forte, la protéine s’ouvre. En
conformation ouverte, l’α-caténine recrute la vinculine. La recrutement de la vinculine

entraîne le recrutement de l’actine et augmente ainsi la tension à la jonction. Adapté de
[181].

En conclusion, par la macanotransduction, les cellule peuvent détecter les caracté-

ristiques mécaniques de leur environnement. De plus, elles peuvent aussi transmettre

et recevoir des informations d’ordre mécanique aux cellules adjacentes. Ces infor-

mations sont médiées entre l’intérieur et l’extérieur de la cellule par les jonctions

adhérentes et les adhésions focales. Les adhésions focales et les jonctions adhérentes

font le lien entre l’environnement cellulaire et le cytosquelette d’acto-myosine. Nous

verrons dans la partie suivante comment le cytosquelette d’acto-myosine répond aux

stimulations mécaniques.
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I.1.4.3 Le cytosquelette d’acto-myosine répond aux propriétés mécaniques

de l’environnement

Nous avons vu dans les sections précédentes que les adhésions focales et les jonc-

tions adhérentes sont solidement liées au cytosquelette d’actine. Nous allons donc

maintenant voir comment le cytosquelette peut recevoir ou transmettre des forces

via les jonctions adhérentes et/ou les adhésions focales.

Figure I.12 – Schéma de liaison de la myosine à l’actine-F

Adapté de [114].

Le cytosquelette est composé d’actine-F (fibrilaire) qui peut adopter des com-

portement différents selon les protéines auxquelles elle est associée. L’actine-F est

un filament polarisé issu de la polymérisation d’actine globulaire (actine-G). Ces

filaments peuvent se regrouper et former diverses structures : des réseaux d’actine

branchée, des réseaux d’actine réticulée ou bien des faisceaux d’actine. Ces multiples

architectures peuvent être envisagées comme une série d’éléments mécaniques (com-

posés de ressorts et d’amortisseurs) qui vont guider les changements de forme des

cellules et leur motilité [14]. On trouve sur ces filaments d’actine des moteurs molé-

culaires : les myosines. Elles peuvent se lier et se déplacer sur les filaments d’actine.

Il existe 25 classes différentes de myosines, la myosine II non-musculaire est celle qui

contribue le plus à la contractilité cellulaire chez les mammifères. La myosine II est

composée de deux chaînes lourdes, deux chaînes essentielles légères et deux chaînes

de régulation [163].La tête de myosine se lie à l’actine. L’hydrolyse de l’ATP permet

à la molécule de changer de conformation pour se déplacer sur le long de l’actine.
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L’autre extrêmité de la myosine, la chaîne lourde, se lie à d’autres myosines. La myo-

sine II ne peut se déplacer que vers le pôle (+) de l’actine-F. Lorsque les myosines

sont liées entre elles par leur chaîne lourde, elles peuvent se déplacer le long de fila-

ments d’actine de polarités opposées. Ce faisant, elles vont les faire glisser et générer

des forces contractiles au sein de la cellule (fig I.12). Ainsi, à l’aide de ces moteurs

moléculaires et de l’organisation de l’actine, le cytosquelette est capable d’exercer

des forces sur les adhésions focales et/ou les jonctions adhérentes.

Figure I.13 – Image de l’organisation de l’actine et de la myosine dans des fibro-
blastes cultivés sur des substrats mous et durs

En bleu la fibronectine, en vert la phalloïdine, en magenta la myosine II A, enfin en rouge
l’α-actinine 4. Barre d’échelle : 20 µm.

Lorsque les cellules sont sur des substrats plus rigides, leurs fibres de stress s’alignent.
Adapté de [157]

En outre, le cytosquelette est capable de recevoir, répondre et se réorganiser en

fonction des forces transmises par les jonctions adhérentes et/ou les adhésions focales.

Il a été par exemple montré que les fibres de stress s’alignent avec l’augmentation de

la rigidité du substrat (fig I.13) [157, 64, 180]. J. Solon et collègues montrent aussi

dans une étude sur des fibroblastes isolés que le cytosquelette se réarrange selon la
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rigidité ressentie et modifie les propriétés mécaniques des cellules. En mesurant avec

un indenteur la rigidité des cellules, les auteurs montrent que le module élastique

des cellules correspond environ à celui du substrat pour des substrats en dessous de

20kPa [145].

Par ailleurs, la contractilité du cytosquelette d’acto-myosine peut induire la diffé-

renciation des cellules via la lamine A et les protéines YAP/TAZ (par la voie de

signalisation Hippo) [152]. En présence d’un substrat rigide, le cytosquelette associé

aux adhésions focales s’organise atour du noyau et exerce des forces sur celui-ci. Le

cytosquelette aplatit le noyau et étire les pores nucléaires. Cette déformation des

pores nucléaires permet l’entrée de YAP dans le noyau [36, 40]. En revanche, sur des

substrats mous, la force transmise par le cytosquelette sur le noyau est plus faible.

Les pores nucléaires ne sont pas déformés. Dans ce cas là, YAP reste dans la cy-

toplasme. YAP est un facteur de transcription connu pour jouer un rôle important

dans le contrôle de la croissance cellulaire. On voit ainsi que la transmission de la

force ressentie par les cellules et transmise par le cytosquelette jusqu’au noyau peut

modifier le comportement cellulaire en faisant entrer dans la noyau ou non des fac-

teurs de transcritpion.

Une autre étude a aussi montré que les propriétés mécaniques de l’environnement

pouvaient modifier la voie de différenciation des cellules en agissant sur la compac-

tion de l’ADN (Acide désoxyribonucléique) via le cytosquelette d’acto-myosine. Dans

cette étude, H.Q. Le et collègues déposent des kératinocytes primaires humains sur

une membrane de silicone et déforment celle-ci de 10% à une fréquence de 100 mHz.

Les auteurs montrent qu’après 12h de déformation mécanique la transcription des

gènes de différenciation est réduite. La contrainte mécanique appliquée va réorgani-

ser le cytosquelette d’acto-myosine à l’extérieur de l’enveloppe nucléaire. On observe
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Figure I.14 – Localisation de YAP/TAZ en fonction de l’environnement mécanique
de la cellule

(A) Comme exposé précédemment, une rigidité faible de la matrice réduit la taille des
adhésions focales, la contractilité cellulaire et rend YAP/TAZ inactif. (B) Une rigidité
élevée augmente la taille des adhésions focales, la contractilité cellulaire et permet la

translocation nucléaire de YAP/TAZ. Adapté de [120]

alors un réduction l’actine G libre et de Emd (émerine) à l’intérieur du noyau. Cette

réduction entraîne une augmentation des marques H3K27me3 (sur histone 3) et mo-

difie la compaction de la chromatine. Ce sont en particulier les gênes ciblés par

PRC2 (Polycomb Repressive Complex 2 ). On y trouve les gènes de différenciation

TGM1 (transglutaminase 1) et PPL. Cette réduction peut être bloquée en inhibant

la contractilité cellulaire à l’aide de blebbistatine. Les auteurs suggèrent que la défor-

mation des cellules entraîne une réorganisation importante de la chromatine et donc

une baisse de l’expression des gènes de différenciation (fig. I.15) [93]. On voit alors que

les contraintes mécaniques à travers le cytosquelette d’acto-myosine peuvent avoir

une influence sur l’expression des gènes en réorganisant de la chromatine.
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Figure I.15 – Schéma du modèle décrivant la régulation de la transcription et de
la différenciation des kératinocytes par la déformation mécanique.

L’application d’une déformation mécanique et cyclique va permettre l’enrichissement de
Emd et de la myosine IIA non-musculaire à la partie externe de la membrane nucléaire.

La baisse de l’Emd sur la partie interne de la membrane nucléaire conduit à un
réarrangement important de la chromatine. L’enrichissement de Emd et de la myosine IIA
non-musculaire à la partie externe de la membrane nucléaire engendre aussi la baisse de
l’actine G disponible à l’intérieur du noyau. La présence des marques H3k27me3, de la

phosphorylation de Ser2 et la baisse de l’actine G vont favoriser le blocage de l’expression
des gènes de différenciation. Adapté de [93]

En conclusion, on voit que les jonctions adhérentes ainsi que les adhésions focales

sont des complexes dynamiques qui vont maturer, se stabiliser ou au contraire se

défaire au cours du temps. Elles mettent en jeu un nombre important de protéines

et sont étroitement liées au cytosquelette d’acto-myosine. Ces complexes vont agir

sur le cytosquelette et inversement : les adhésions focales et les jonctions adhérentes

transmettent la réponse du substrat ou des cellules adjacentes au cytosquelette, ré-

ciproquement, le cytosquelette va exercer une tension sur les adhésion focales et les

jonction adhérentes qui sera transmise au substrat ou aux cellules adjacentes. Toutes

ces interactions vont engendrer une réorganisation du cytosquelette d’acto-myosine.

De cette réorganisation va découler une réponse de la cellule, par exemple un chan-

gement de leur forme, de leur rigidité ou même de l’expression de certains gênes.
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I.2 L’épithélium intestinal : un modèle de tissu sté-

réotypé

Dans la section précédente, nous avons vu que les cellules pouvaient sentir les

propriétés mécaniques de leur environnement et transmettre ces informations aux

cellules adjacentes. Nous avons aussi constaté que les propriété mécaniques du sub-

strat, comme la rigidité, influencent le destin des cellules uniques. Cependant beau-

coup d’effets mécaniques sur la différenciation cellulaire, en particulier sur des amas

multi-cellulaires, restent à déterminer. Afin de creuser ces questions, nous avons dé-

cidé de prendre comme tissu modèle l’épithélium intestinal, plus précisément celui

de l’intestin grêle. En effet, ce dernier se révèle être un système idéal pour les raisons

suivantes : il contient des cellules souches adultes qui se divisent et se différencient

très rapidement tout au long de son existence ; il possède une architecture stéréo-

typée en villus et cryptes ; enfin, beaucoup d’outils ont été développés ces dernières

années afin de conserver et cultiver plus aisément des cellules primaires d’épithélium

intestinal.

Ainsi dans cette section, nous nous intéresserons tout d’abord aux différentes fonction

que remplit l’épithélium intestinal. Puis, nous présenterons comment l’épithélium in-

testinal acquiert au cours du développement sa forme compartimentée en villosités

et cryptes. Ensuite nous étudierons l’environnement de l’épithélium intestinal. En-

fin nous verrons les trois grands phénomènes qui régissent l’homéostasie du tissu :

la prolifération dans la crypte, la migration le long de la villosité et l’extrusion au

sommet de ces dernières.
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I.2.1 L’épithélium intestinal est un tissu à multiples fonctions

L’épithélium intestinal est un tissu qui remplit plusieurs fonctions. Il remplit trois

tâches principales : digérer les aliments (avec l’aide des enzymes libérées par le foie

et le pancréas), absorber les nutriments de la nourriture provenant de l’estomac et

constituer une barrière efficace entre l’intérieur et l’extérieur de l’organisme [9]. La

structure de l’épithélium est ajustée à ces fonctions.

En effet, l’intestin grêle est un tube tapissé de villosités, orientées vers la lumière de

l’intestin, et de cryptes, enfoncées dans le mésenchyme. Chaque villosité est entourée

d’au moins 6 cryptes de Lieberkühn. La conformation de l’épithélium en villosité

permet d’augmenter la surface de contact entre les cellules et le contenu de l’intestin,

et ainsi augmenter l’absorption des nutriments par les cellules. Les villosités sont très

majoritairement recouvertes d’entérocytes. Ces cellules jouent à la fois un rôle d’ab-

sorption des nutriments, mais sécrètent aussi des enzymes permettant la dégradation

du chyme. Sur les villosités, on trouve aussi des cellules calciformes (Goblet cells sur

la figure I.16) qui sécrètent du mucus et des cellules entéroendocrines qui sécrètent

des hormones (fig I.16).

De l’autre côté, à l’intérieur des cryptes, on retrouve les cellules souches et les cellules

progénitrices qui vont maintenir le population cellulaire (section I.2.4). Les cellules

de Paneth sont aussi présentes dans la crypte. Les cellules de Paneth sécrètent des

substances anti-microbiennes ainsi qu’une hydrolase, le lysozyme. De plus, la crypte

possède une très petite exposition vers la lumière de l’intestin, avec une ouverture

de 3 µm environ [98]. Ces deux facteurs contribuent à la protection des cellules de la

crypte.

En outre, l’épithélium intestinal abrite d’autres types cellulaires dont la fonction

est peu connue : les cellules "cup", les cellules "tuft" et les cellules "microfold"[55].
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Figure I.16 – Schéma de la structure de l’épithélium intestinal

De gauche à droite : schéma de l’intestin en trois dimensions ; image en microscopie
électronique d’une villosité ; schéma de la répartition des différents types cellulaires de

l’épithélium intestinal. Adapté de [25, 9]

Par ailleurs, l’intestin constitue une des barrières les plus importantes entre l’intérieur

et l’extérieur de l’organisme. L’épithélium intestinal laisse entrer dans l’organisme

l’eau, les ions essentiels et les nutriments tout en évitant l’entrée de pathogènes

[126]. Les molécules, selon leurs propriétés chimiques, peuvent traverser l’épithélium

intestinal de trois manières différentes : via des transporteurs à l’intérieur des cel-

lules, par une diffusion passive à travers les membranes ou par une diffusion passive

entre les cellules. Pour réguler cette dernière, les cellules sont attachées les unes aux

autres dans leur partie apicale par des jonctions serrées. Les jonctions serrées re-

streignent le passage intercellulaire à des molécules hydrophiles [150, 99, 77]. Elles

empêchent ainsi la transport de peptides microbiens, de lipides et de protéines [32,

12]. La détérioration de ces jonctions serrées peut entraîner de nombreux troubles

dans l’organisme.
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I.2.2 Au cours du développement les villosités et les cryptes

se forment successivement

L’épithélium intestinal est un tissu, à la structure très stéréotypée. Il est composé

de deux compartiments : les cryptes et les villosités. Nous verrons dans cette partie

comment ces deux compartiments se forment au cours du développement.

Pendant le développement, les cryptes et les villostés se forment de façon successive.

Dans un premier temps les villosités apparaissent, puis c’est au tour des cryptes de se

développer. Chez la souris, la morphogenèse de l’épithélium démarre au 14, 5eme jour

après la naissance (et entre la 8eme et la 10eme semaine de gestation chez l’humain)

[88]. C’est à ce moment là que l’on observe la protrusion de villosités vers la lumière

de l’intestin [146, 165].

En effet, au commencement, l’épithélium intestinal est plat et homogène, constitué

entièrement de cellules indifférenciées. Il ne présente ni crypte, ni villosité. De même

que la formation des follicules chez le poulet (section I.1.2), l’apparition des villosités

est initiée par l’accumulation en amas des cellules mésenchymateuses en dessous de

l’épithélium intestinal (fig I.17). Il a été montré que l’inhibition de ces amas cellu-

laires empêchait la formation des villosités [76, 97, 164]. La diffusion de ligands par les

cellules épithéliales favorise la formation de ces amas de cellules mésenchymateuses

[76, 97, 82, 164, 53]. Ensuite, l’élévation des villosités par les cellules du mésenchyme

déforme l’épithélium initialement plat. La déformation de l’épithélium engendre le

confinement des zones de prolifération entre les villosités [26, 142]. La hauteur des vil-

losités va continuer d’augmenter grâce à la prolifération cellulaire entre celles-ci. Par

la suite de nouveaux amas de cellules mésenchymateuses se forment sous l’épithélium

et font apparaître de nouvelles villosités [164, 165]. Puis, les cellules mésenchyma-

teuses produisent un gradient de BMP qui favorise la différenciation des cellules du

haut vers le bas de la villosité [66, 26].
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Figure I.17 – Schéma des étapes de la formation de la structure de l’épithélium
intestinal

(A) Étapes de la formation des villosités. Des amas de cellules mésenchymateuses se
forment sous l’épithélium. Les villosités poussent vers la lumière de l’intestin entraînées
par les cellules du mésenchyme. (B) Les étapes de la formation de la crypte. Les cellules

qui prolifèrent se contractent au niveau apical. La crypte s’enfonce. Un anneau de cellules
délimite la frontière entre le haut de la crypte et le bas de la villosité. Adapté de [88].

Dans un deuxième temps, les cryptes se constituent. Chez la souris la formation

de ces dernières commence pendant la première semaine après la naissance [30],

tandis que chez l’humain elles apparaissent beaucoup plus tôt (entre les semaines 11

et 12 de la gestation [158]). Comme expliqué plus haut, les zones de prolifération

sont initialement planes et confinées entre les villosités [149]. Dans les deux jours qui

suivent, on note une réduction de la surface apicale des cellules en prolifération. Ce

processus est dirigé par l’augmentation de la contractilité cellulaire via la myosine II.

Au troisième jour, une majorité des cryptes commence à s’invaginer. La constriction
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apicale des cellules conduit à l’invagination [149]. Jusqu’au sixième jour, les cryptes

s’enfoncent [149]. Le septième jour, une nouvelle structure cellulaire apparaît autour

des cryptes. Contrairement aux cellules de la crypte, ces cellules présentent une

constriction basale et une expansion de leur surface apicale (fig I.17). Elles forment un

col entre le haut des cryptes et le bas des villosités [154, 149]. Ces cellules permettent

de maintenir la compartimentation de l’épithélium intestinal en cryptes et villosités

[149]. Enfin, les cryptes atteignent leur taille finale de 40 µm de diamètre au bout

du 14eme jour après la naissance [15].

En conclusion, l’épithélium intestinal possède une architecture stéréotypée composée

de cryptes et de villosités. Lors du développement l’invagination des cryptes suit la

croissance des villosités.

I.2.3 L’épithélium intestinal est exposé à un environnemt dy-

namique

Comme nous l’avons vu plus haut, l’épithélium intestinal constitue une barrière

importante de l’organisme. Du côté apical, les cellules sont exposées au microbiote

intestinal. Il est composé de centaines de milliards d’archées et de bactéries. Il joue un

rôle symbiotique crucial dans le fonctionnement de l’intestin [62, 75, 23]. Néanmoins

ce qui constitue la première barrière entre l’organisme hôte et le microbiote intestinal

est une couche de mucus qui se dépose sur l’épithélium intestinal [182]. L’absence de

cette couche de mucus peut rendre l’intestin sensible aux inflammations. Ces inflam-

mations peuvent à terme occasionner des prédispositions aux cancers colorectaux.

Du côté basal, les cellules reposent sur la lamina propria. A travers la lamina pro-

pria, les cellules de l’épithélium intestinal échangent avec de nombreuses cellules

du stroma, dont certaines sont en mouvement dans la matrice extra-cellulaire. On

y trouve des fibroblastes, des myofibroblastes, des pericytes, des telocytes, des cel-
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lules endothéliales, des neurones, des cellules du système immunitaire ainsi que des

cellules musculaires [15]. La lamina propria joue aussi un rôle important dans les

échanges entre les cellules du système immunitaire et le microbiote. On trouve dans

les cellules du système immunitaire en contact avec l’épithélium intestinal des ma-

crophages, des cellules dendritiques, des lymphocytes T et B. Ces cellules sont par

ailleurs importantes pour le maintien homéostatique de l’épithélium intestinal [44,

131] (fig I.18).

Figure I.18 – Schéma de l’environnement cellulaire de l’épithélium intestinal

Au niveau apical, les cellules de l’épithélium sont séparées du microbiote par une couche
de mucus. Au niveau basal, les cellules de l’épithélium sont en contact avec différents

types cellulaires dont les cellules du système immunitaire. Adapté de [22].

En conclusion, l’épithélium intestinal est exposé à un environnement dynamique.

Du côté basal, les cellules du système immunitaire se déplacent dans la matrice extra-

cellulaire et les cellules musculaires se contractent périodiquement afin de former les

mouvements péristaltiques. Du côté apical, les cellules de l’épithélium sont exposées

à un flux de nourriture sortant de l’estomac et à un microbiote en mouvement.
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I.2.4 Les cellules souches de la crypte maintiennent l’homéo-

stasie du tissu

Nous avons montré plus haut que l’épithélium intestinal était très sollicité au

niveau apical à la fois par le microbiote et par le passage de la nourriture à l’intérieur

du tractus intestinal. Pour répondre à ces sollicitations, l’épithélium intestinal se

renouvelle très rapidement. En effet, on remarque une perte d’environ 200 g de cellules

par jour chez l’humain [113]. Et un nombre important de cellules est produit chaque

jour par l’épithélium intestinal afin de maintenir son homéostasie. La production

de ces cellules est dirigée par les cellules souches adultes qui résident au fond de la

crypte.

Un facteur important à la conservation de l’homéostasie de l’épithélium intestinal

est le maintien du nombre de cellule souche. Pour cela, la niche, définie comme

l’ensemble des signaux chimiques et mécaniques qui permettent de maintenir les la

quantité physiologique de cellules souches, joue un rôle essentiel. La niche fournit des

ligands par contact cellulaire direct et des ligands solubles (cytokines, chemikines et

des facteurs de croissance). On compte parmi eux les ligands plusieurs Wnt et R-

spondin qui sont nécessaires au maintien et à la prolifération des cellules souches

[48, 49, 85, 46, 187]. On caractérise ainsi deux sous parties de la niche : la niche

épithéliale et la niche du stroma.

A l’intérieur de la niche les cellules souches sont entourées de cellules de Paneth

qui constituent la niche épithéliales. Les cellules de Paneth produisent des ligands

nécessaires au maintien des cellules souches tels que Wnt3 [136], EGF et Notch [49,

116, 47]. Il a été noté qu’en l’absence de cellules de Paneth ou par inhibition du

Wnt produit par les cellules épithéliales, les cellules du stroma prennent le relais

pour assurer la conservation des cellules souches [4, 21]. De plus, lorsque la voie de

signalisation Notch est altérée, les cellules souches prolifératives sont progressivement
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perdues et se différencient principalement en cellules sécrétrices [47, 162].

De nombreux types cellulaires se trouvent dans le mésenchyme et produisent des

ligands nécessaires au maintien de la population de cellules souches. On appelle

cet ensemble la niche du stroma. On y trouve par exemple les myofibroblastes qui

produisent des ligands Wnt [128] et des cellules mésenchymateuses qui produisent

RSPO3 qui va augmenter la signalisation Wnt [61]. Par ailleurs, les cellules du stroma

sont aussi une source importante de BMP. Le BMP est un ligand qui inhibe l’action

de Wnt et mène les cellules souches sur la voie de la différenciation [6, 83]. On observe

ainsi un gradient de BMP du bas vers le haut des villosités, avec une expression plus

forte de BMP au sommet des villosités.

Lors de la division des cellules souches dans les niches d’organoïdes intestinaux, deux

phénomènes se produisent simultanément. D’une part, le noyau, situé dans la partie

basale de la cellule en interphase, migre vers la partie apicale lors de la mitose. Il a été

suggéré que cette migration permet aux cellules en division d’avoir plus de place pour

se diviser dans le plan de l’épithélium [19]. D’autre part, la cellule en division change

de forme. Elle va s’arrondir et son barycentre va se déplacer vers la partie apicale

l’épithélium. Tout au long de la division, la membrane cellulaire est remodelée mais

la cellule reste attachée sur une très petite surface au niveau basal à la matrice extra-

cellulaire. Cette déformation de la cellule ne va pas changer la surface de l’épithélium

au niveau apical. En revanche, au niveau basal, les cellules adjacentes vont combler

l’espace laissé par la cellule en division [19]. Lorsque les cellules souches se divisent,

certaines cellules filles réintègrent l’épithélium à des endroits éloignés. Ainsi quelques

cellules filles réintègrent le tissu dans la niche tandis que d’autres s’en éloignent. Ce

processus permet aux cellules souches de sortir de la niche pour entrer dans la zone

d’accroissement du tissu ("transit amplifying zone" ou zone TA) [19].Atteindre la

zone d’accroissement (ou zone TA) s’accompagne d’un début de la différenciation
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des cellules souches.

Figure I.19 – Schéma de la niche de l’épithélium intestinal

Les cellules souches adultes de la crypte se trouvent au fond de celle-ci, dans la niche.
Chaque cellule souche est entourée de cellules de Paneth. Les cellules de Paneth

présentent des ligands à leur membrane permettant aux cellules souches de ne pas se
différencier. Les cellules de la crypte sont dans un environnement mécanique et

biochimique spécifique. Les cellules mésenchymateuses sécrètent différents facteurs de
croissance et produisent la matrice extra-cellulaire.Adapté de [104].

Plusieurs facteurs jouent un rôle important dans la prolifération de l’épithélium

intestinal et le maintien de la niche. Certains facteurs mécaniques amplifient la pro-

lifération. Cela a par exemple été montré par l’étirement d’organoïdes réimplantés in

vivo chez la souris [121]. On trouve aussi dans la niche une composition spécifique des

protéines de la matrice extra-cellulaire (différents isoformes de laminines, différents
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collagènes, etc) [92, 104].

En conclusion, on voit que l’homéostasie du tissu est maintenue par les cellules

souche de la crypte. L’environnement de la niche réunit un très grand nombre de

conditions qui vont permettre le maintien de la population de cellules souches.

I.2.5 Les cellules de l’épithélium intestinal migrent active-

ment du bas vers le haut des villosités

Nous avons vu plus haut que l’épithélium intestinal est un tissu qui se renouvelle

en permanence à une cadence très élevée. En effet, il est entièrement renouvelé en 4

à 5 jours [50]. Ce renouvellement se fait de la manière suivante : des cellules souches

au fond de la crypte vont se diviser et proliférer puis migrer pour atteindre la pointe

de la villosité. Nous allons donc nous intéresser dans cette partie au déplacement des

cellules à l’intérieur de l’épithélium.

Il a longtemps été admis que les cellules pour atteindre la pointe de la villosité étaient

poussées par des forces de pression générées en aval par la prolifération cellulaire qui

a lieu dans la crypte. Cette vision a été écartée par les travaux de D. Krndija et

collègues [84]. En effet, dans cette étude les auteurs observent que la migration au

niveau de la villosité continue malgré l’inhibition de la prolifération dans la crypte.

De plus, des mesures de contrainte à l’intérieur du tissu sont effectuées à l’aide d’abla-

tion laser. Les auteurs montrent que le tissu n’est pas compressé mais sous tension.

En outre, cette étude met en avant la présence d’une polarité avant-arrière des cel-

lules, en plus de leur polarité apico-basale. Les cellules forment des protrusions à

l’avant dans la direction du mouvement, semblables à des lamellipodes cryptiques.

Les auteurs notent qu’il existe une migration cellulaire active. D’après leur modèle,

les protrusions propulsent les cellules de l’épithélium. Or les cellules sont étroitement
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liées entre elles par des jonctions. De plus, les auteurs mesurent à différents points de

la villosité une augmentation de la tension à l’intérieur du tissu du bas vers le haut

(fig I.20).

Figure I.20 – Schéma du modèle mécanique de la migration cellulaire de l’épithé-
lium intestinal

Les cellules de la crypte se divisent fortement. Ces divisions engendrent une pression
croissante vers le fond de la crypte. Ensuite, les cellules migrent de façon active le long de
la villosité. Les jonctions entre les cellules et leur migration permettent de faire sortir les

cellules de la crypte pour entrer dans la villosité. Adapté de [84].

En conclusion, l’hypothèse avancée pour l’instant est la suivante : la tension issue

de la migration active des cellules dans la villosité tire les cellules en dehors de la

crypte. Néanmoins de nombreuses questions restent en suspens. Il reste notamment à

comprendre quels sont les principes qui dirigent le mouvement des cellules le long de

la villosité. Des pistes ont été proposées : des chimio-attractants libérés par les cellules

qui se déplacent dans la matrice extra-cellulaire, une différence de composition du

substrat et/ou une différence de rigidité du substrat [117].
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I.2.6 La compression et la contractilité cellulaires participent

à l’extrusion dans l’épithélium intestinal

Nous avons vu que le renouvellement de l’épithélium intestinal suivait un par-

cours en trois étapes : une étape de prolifération dans la crypte, puis de migration

le long de la villosité, enfin l’extrusion au sommet de la villosité. Nous nous intéres-

serons dans cette partie à la dernière étape de ce parcours suivie par les cellules :

l’extrusion.

Dans les villosités saines, la plupart des extrusions se déroulent au sommet de celle-ci.

Dans une étude menée par Bullen et collègues sur des coupes d’intestin grêle humain,

les auteurs concluent que l’apoptose est liée à l’extrusion. Seulement, il n’a pas été

montré si l’apoptose précédait l’extrusion [18]. Par ailleurs, on a observé que lors de

l’extrusion des processus parallèles étaient à l’oeuvre dans les cellules extrudées et

les cellules adjacentes. D’une part les cellules adjacentes forment des protrusions en

dessous de la cellule extrudée et se joignent afin de ne pas altérer la barrière créée

par la tissu. D’autre part, la cellule extrudée abaisse ses jonctions serrées au pôle

baso-latéral, perd sa E-cadhérine de surface et contracte sa partie basale [171, 96].

Enfin dans l’étude de D. Krndija et collègues, les auteurs observent que les cellules

lorsqu’elles atteignent le sommet de la villosité ralentissent leur migration. Cette

baisse de la vitesse s’accompagne d’une augmentation de la densité cellulaire [84].

Ainsi, il est actuellement proposé que deux phénomènes sont en jeu dans l’extru-

sion : la compression due à l’augmentation de la densité cellulaire et l’augmentation

de la contractilité cellulaire dans la cellule extrudée. Cependant, l’extrusion dans

l’épithélium intestinal reste un sujet peu connu et on peut penser que bien d’autres

phénomènes opèrent. En effet, T.B. Saw et collègues ont prouvé que l’apparition

de défauts topologiques sur une monocouche de cellules MDCK (des cellules épi-

théliales canines Madin-Darby Canine Kidney) engendrait une augmentation de la
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compression des cellules localement. L’augmentation de la compression dans ce cas-ci

provoque l’extrusion des cellules épithéliales [138]. La surpopulation cellulaire peut

aussi induire l’extrusion. Eisenhoffer et collègues montrent ainsi que la surpopulation

cellulaire (dans ce cas des cellules humaines, de poisson zèbre ou canine) amène à

l’extrusion de cellules vivantes. Cette densité cellulaire localement très élevée peut

être due à la migration ou à la prolifération cellulaire. Les auteurs expliquent qu’in

vivo les extrusions de cellules vivantes s’observent dans les zones de densité les plus

élevées. Les auteurs ajoutent que ces conditions peuvent être reproduites in vitro et

conduisent aux mêmes observations [38].

Pour conclure, nous avons vu dans cette partie que l’épithélium intestinal était un

tissu avec une structure stéréotypée composée de cryptes et de villosités. On observe

pendant le développement que la formation des cryptes suit celle des villosités. De

plus l’épithélium intestinal est exposé à un environnement dynamique dont la réponse

à cette sollicitation est le renouvellement très rapide du tissu. Le renouvellement de

l’épithélium intestinal est initié par les cellules souches adultes situées au fond de la

crypte. Ces cellules vont commencer à se différencier et proliférer. Ensuite, elles vont

sortir de la crypte et commencer une migration active le long de la villosité. Enfin

elles terminent leur parcours par leur extrusion au sommet de la villosité.

La structure stéréotypée de l’intestin et son renouvellement très rapide à partir des

cellules souches de la niche en font un objet d’étude idéal pour la compréhension de

l’auto-organisation et de la différenciation des cellules souches. Nous verrons ainsi

dans la partie suivante les outils récemment développés afin de faciliter l’étude et de

mieux comprendre le fonctionnement de l’épithélium intestinal.
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Figure I.21 – Schéma récapitulatif de l’organisation de l’épithélium intestinal

Les cellules souches au fond de la crypte intestinale se divisent au niveau apical. Ensuite,
les cellules migrent le long de la villosité et exercent une tension sur les cellules en aval qui
les fait sortir de la crypte. On observe alors une tension plus élevée entre les cellules au

bas de la villosté. Enfin lorsque les cellules atteignent le sommet de la villosité, elles
ralentissent leur mouvement. La compression augmente donc au sommet de la villosité.

Généralement, les cellules sont extrudées dans cette zone. Adapté de [117].
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I.3 Les outils d’étude de l’épithélium intestinal

Dans la section précédente nous avons vu que l’épithélium intestinal constitue un

modèle idéal d’étude de l’auto-organisation et du destin cellulaire. Ainsi, ces dernières

années, de nombreuses équipes de recherche ont développé des outils d’étude de

l’épithélium intestinal afin de mieux comprendre la fonctionnement de celui-ci. Nous

examinerons dans cette partie quelques-uns des différents outils utilisés.

Nous verrons dans un premier temps les caractéristiques des organoïdes intestinaux.

Ensuite, nous étudierons les technologies développées pour diriger leur croissance

en trois dimensions. Et enfin, nous examinerons les dernières études faites sur les

organoïdes plans et l’avantage qu’ils confèrent par rapport aux supports en trois

dimensions.

I.3.1 La culture d’organoïdes a bouleversé l’étude de l’épithé-

lium intestinal in vitro

Les organoïdes, en tant qu’outils, ont bouleversé la manière d’étudier l’épithélium

intestinal. Ils permettent une approche beaucoup plus physiologique dans la culture

in vitro. Nous verrons dans cette partie ce que sont les organoïdes intestinaux, leur

structure, leur composition et en quoi ils permettent d’être plus proche de la biologie

de l’organe in vivo.

Les organoïdes sont des amas de cellules cultivés dans un gel en trois dimensions

issus de cellules souches qui s’auto-organisent et se renouvellent. Ils peuvent être

produits à partir de différents types de cellules souches : des cellules souches adultes,

pluripotentes, pluripotentes induites ou embryonnaires [137, 135, 29, 105, 7, 102, 147,

159, 170].Ces amas de cellules maintiennent les fonctions et l’hétérogénéité cellulaire

des organes initiaux. Il est possible de cultiver des organoïdes de nombreux organes :

65



Figure I.22 – Schéma de la préparation originale des organoïdes intestinaux

Actuellement, la plupart des cultures d’organoïdes se préparent à partir de cryptes
presque entières. Les cryptes juste prélevées de l’intestin sont détachées du reste de

l’épithélium et de la matrice extra-cellulaire. Elles sont ensuite incluses dans du Matrigel,
s’auto-organisent et forment un lumen fermé. Adapté de [124].

cerveau, rétine, foie, intestin [133, 37, 39, 71, 90, 132, 51].Nous nous concentrerons

dans cette partie sur les organoïdes intestinaux.

T. Sato et collègues ont été les premiers a développer les organoïdes intestinaux

à partir de cellules souches intestinales de souris, LGR5+, insérées dans du Matrigel

[137] (fig I.22). Dans un premier temps, il a été nécessaire d’identifier les cellules

souche de l’épithélium intestinal. Le travail de N. Barker et collègues qui a permis

d’identifier le gène LGR5 comme un marqueur des cellules souches de l’épithélium

intestinal [10]. Dans un second temps, il a fallu reconstituer la niche comme envi-

ronnement de maintien de la population des cellules souches. D’une part, les auteurs

ont utilisé du Matrigel pour reproduire la matrice extra-cellulaire. Le Matrigel est

un gel extrait de la membrane basale produite par des cellules cancéreuses [78].

D’autre part, les auteurs ont développé un milieu contenant les éléments chimiques

nécessaires au maintien et à la prolifération des cellules souches. Le milieu comprend
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les ligands EGF, Noggin et R-spondin [137]. Au début les cellules s’organisent en

sphère, doté d’un lumen, puis des bourgeonnements apparaissent. On observe que les

bourgeonnements reconstituent les cryptes avec des cellules souches et des cellules

de Paneth, tandis que dans les espaces inter-bourgeonnements résident les cellules

différenciées. On trouve dans les villosités reconstituées la plupart des cellules dif-

férenciées : les entérocytes, les cellules entéroendocrines et les cellules calciformes

[133, 137, 135, 13]. On voit alors que ce système permet de reconstituer la structure

de l’épithélium intestinal en cryptes et villosités. De plus, les cellules peuvent être

cultivées et repiquées sur de longues périodes [137, 9]. On y observe même la conser-

vation de fonctions physiologiques comme le transport d’ions [140, 52]. Ces études

montrent qu’il est possible de reconstituer la structure et la composition cellulaire de

l’épithélium intestinal en l’absence des cellules du stroma. Or ce sont ces dernières

qui fabriquent la matrice extra-cellulaire et libèrent des facteurs de croissances et de

différenciation pour les cellules épithéliales. Il est donc nécessaire pour la culture d’or-

ganoïdes d’être attentif à deux éléments : la matrice extra-cellulaire et les facteurs de

croissances dans le milieu [135, 134]. La matrice de culture la plus utilisées pour les

organoïdes inetstinaux reste le Matrigel. Cependant, ce gel produit par des cellules

cancéreuses, comme expliqué plus haut, varie en composition d’un lot à l’autre et

reste mal défini. Pour surmonter ces difficultés, N. Gjorevski et M.P. Lotolf proposent

d’utiliser un hydrogel composé de PEG (poly(ethylene glycol)) fonctionalisé de façon

minimale avec des RGD (Arg-Gly-Asp) et de la laminine 111 [57].

Par ailleurs, on peut éditer le génome des cellules d’organoïde avec notamment

CRISPR/Cas9 [34, 35, 140, 101, 54]. De plus, il a été montré qu’il était possible

de produire des organoïdes intestinaux à partir de nombreuses espèces : le cochon

[122, 67], les bovins [123, 111], le singe [123, 67], le chien [122, 107], le rat [94], le

mouton , le cheval et le chat [123].
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En conclusion, les organoïdes intestinaux permettent une culture in vitro plus proche

des conditions physiologiques en comparaison à la culture in vitro "classique". En

effet, elle permet de garder la diversité cellulaire et la structure de l’épithélium in-

testinal contrairement aux lignées cellulaires. Cette culture offre aussi un accès à

une quantité renouvelable et importante de cellules souches intestinales. De plus,

la production d’organoïdes de nombreuses espèces différentes confirme que cet outil

permet de garder caractéristiques biologiques et génétiques des individus donneurs.

I.3.2 Contrôler l’environnement pour mieux comprendre la

comportement cellulaire au sein de l’épithélium intesti-

nal

Nous avons vu plus haut que les organoïdes avaient changé en profondeur la pra-

tique de la culture in vitro. Ils sont des outils beaucoup plus proches de la structure

in vivo de l’épithélium intestinal. Ils gardent en effet la diversité cellulaire de l’or-

gane et s’auto-organisent en cryptes et villosités. Néanmoins, pour être plus proche

de l’organe in vivo, quelques modifications à la culture d’organoïdes peuvent être

apportées. On pense par exemple au lumen clos, l’apparition aléatoire des domaines

de cryptes et de villosités, l’absence de flux au niveau apical des cellules ou encore le

contact avec les autres types cellulaires de l’environnement (le microbiote, les cellules

mésenchymateuses, les cellules du système immunitaire, les contraction du mésen-

chyme, etc). Nous verrons donc dans cette partie l’ingénierie mise en oeuvre pour se

rapprocher au plus près d’ un modèle in vivo.

Tout d’abord des équipes de recherche se sont penchées sur la composition de la ma-

trice extra-cellulaire pour mieux comprendre comment les organoïdes s’auto-organisent.

Dans un article sorti en 2016, N. Gjorevski et collègues s’intéressent à l’effet de la

rigidité sur le bourgeonnement des organoïdes [58]. Les auteurs montrent que les
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rigidités élevées augmentent la population des cellules souches. Ce processus met en

jeu la protéine YAP. Au contraire les cellules souches d’organoïdes cultivées dans des

matrices plus molles se différencient plus. Les auteurs montrent aussi que la compo-

sition protéique joue un rôle dans la définition de la structure des organoïdes. Les

organoïdes cultivés dans des gels de collagènes IV et de laminine 111 restent sous

forment de cystes. On y observe peu de différenciation cellulaire. Dans une étude très

récente sortie en 2022, N. Gjorevski et collègues montrent que l’on peut diriger la

structure des organoïdes en leur imposant une certaine une courbure plus ou moins

forte [56] (fig I.23). Les auteurs observent que les cellules des cryptes se positionnent

dans les zones de plus forte courbure. Les auteurs mesurent aussi une corrélation

entre la localisation de YAP et l’étalement des cellules. Les auteurs montrent que la

géométrie du tissu contrôle la localisation de YAP via l’étalement cellulaire. En effet,

la translocation de YAP est beaucoup plus importante dans le cas où les cellules sont

contraintes dans des puits de 100 µm comparées au celles contraintes à des puits de

50 µm [56]. Ces études démontrent donc que les paramètres mécaniques du substrat

comme la courbure ou la rigidité jouent un rôle important dans le maintien ou la

différenciation des cellules souches.

L’étude écrite par Q. Yang et collègues s’intéresse à la formation des cryptes dans

les organoïdes. Les auteurs montrent que le bourgeonnement des cryptes est généré

par une contraction apicale dans les cryptes ainsi qu’une tension basale dans les

villosités. Ce phénomène est ensuite amplifié par le gonflement des entérocytes. Les

auteurs montrent en effet l’importance des forces osmotique dans le processus de

bourgeonnement des cryptes des organoïdes intestinaux. La réduction en volume du

lumen ainsi que le gonflement des cellules différenciées contribuent au bourgeonne-

ment des cryptes. On voit alors que la morphogenèse de la crypte dans les organoïdes

est dépendante de la coordination des forces osmotiques et du cytosquelette. De plus,
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ces deux forces sont dirigées par le destin cellulaire [176].

Figure I.23 – Contrôle de l’environnement pour diriger la structure des organoïdes
intestinaux

(A) Moules contraignant la forme de croissance des organoïdes. (B) Composition cellulaire
des organoïdes contraints en trois dimensions. Les cellules de la crypte (les cellules de
Paneth et les cellules souches) se trouvent préférentiallment dans les zones de forte

courbure. Les cellules différenciées quant à elles se trouvent dans les zones planes. (C)
Support de culture des organoïdes en PDMS. (D) Composition cellulaire des organoïdes

cultivés sur les supports affichés en (C). Les cellules différenciées se localisent sur les
villosités. Adapté de [56].

D’autres études proposent de contraindre les organoïdes à une forme ouverte. En

effet, le lumen fermé des organoïdes limite leur temps de culture. Les organoïdes

doivent être repiqués régulièrement afin de vider le lumen des débrits cellulaires. On

trouve ainsi, toujours dans les travaux publiés en 2022 de N. Gjorevski et collègues,

un substrat en PDMS (poly(dimethylsiloxane)) qui reconstitue la topologie de l’épi-

thélium intestinal [56]. Les auteurs montrent que les cellules s’auto-organisent sur
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le substrat. Les cellules souches se concentrent dans les puits, tandis que les cellules

différenciées se trouvent sur les protubérances (fig I.23). On retrouve ainsi la struc-

ture de l’épithélium intestinal avec un lumen ouvert. A l’aide des connaissances en

microfluidique, M. Nikolaev et collègues proposent même d’intégrer des organoïdes

au lumen ouvert dans des puces microfluidiques [110]. L’ajout d’un flux permet de

maintenir la culture d’organoïdes beaucoup plus longtemps en retirant les cellules

mortes. Ce système permet aussi de mettre l’épithélium en contact avec les micro-

organismes et d’en étudier les effets.

Par ailleurs, d’autres équipes de recherche se concentrent quant à elles sur l’influence

d’un gradient de facteur de croissance, associé à une topologie imposée, dans le

maintien de l’oganisation cellulaire des organoïdes. Les facteurs de croissances utili-

sés dans cette étude sont : Wnt-3A, R-spondin et Noggin. Ainsi, Y. Wang et collègues

expliquent par exemple qu’il est possible de cultiver des cellules d’organoïdes intesti-

naux sur un support en collagène comportant une architecture en crypte et villosité et

d’y appliquer un gradient de facteur de croissance en déposant le gel sur un Transwell

modifié [168]. L’application de ce gradient chimique permet le maintien des cellules

indifférenciées dans la crypte et de la migration cellulaire le long de la crypte.

Pour conclure, toutes ces études effectuées en trois dimensions permettent de com-

prendre comment l’environnement agit sur le comportement des cellules d’organoïdes.

Les études en trois dimensions permettent surtout de travailler sur la courbure. Elles

permettent grâce à des moules de diriger la position des cryptes et des villosité et

ainsi diminuer la variabilité des organoïdes. Cependant, ces cultures restent très com-

plexes à mettre en place et à manipuler. Nous verrons donc ensuite les avantages de

la culture plane des organoïdes.
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I.3.3 Vers une culture plane des organoïdes

Nous avons vu dans les parties précédentes que les organoïdes permettent, entre

autres, de conserver la diversité cellulaire de l’organe originel, contrairement à la

culture de lignée cellulaire. En revanche sa croissance dans du Matrigel, la matrice

couramment utilisée dans les laboratoire, laisse une grande part à l’aléatoire. En effet,

on observe tout d’abord de la culture d’organoïdes en matrigel une grande variabilité

de taille ; les organoïdes peuvent varier du simple au triple en volume. Le nombre

de cryptes par organoïde diffère énormémént d’un organoïde à l’autre ; certains ne

forment pas de cryptes tandis que d’autres en forment cinq ou plus. Par conséquent,

la composition cellulaire fluctue entre les organoïde d’une même culture ; de par la

différence en nombre de cryptes entre les organoïdes,la proportion de cellules souches

par rapport au nombre de cellules différenciées change beaucoup. Des équipes de re-

cherche ont donc développé des supports à la composition connue qui reproduisent

l’axe crypte-villosité de l’épithélium intestinal[56, 174]. Ils ont montré que l’utilisation

de ces supports permettait de mieux contrôler la croissance des organoïdes pour plus

de reproductibilité. Néanmoins, la production de ces supports demande un matériel

difficilement accessible (de pointe et onéreux). De plus, l’architecture de ces supports

requiert une acquisition des images en trois dimensions, très longue et complexe. A la

différence de la culture en trois dimensions, la culture d’organoïdes intestinaux plans

est plus facile à manipuler. En outre, elle permet différentes mesures : la mesure des

forces exercées par les cellules sur la substrat via la microscopie à force de traction,

l’auto-organisation par l’impression de motifs sur le substrat, l’effet de la rigidité sur

le comportement cellulaire, etc. Ainsi, pour plus de simplicité et dans le but d’étudier

d’autres phénomènes, certaines équipes de recherche ont décidé de se concentrer sur

le développement d’une culture plane des organoïdes [174, 118, 155, 79, 2].

Il est par exemple possible d’étudier l’auto-organisation des cellules primaires de co-
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lon sur un substrat dont la rigidité et la porosité n’est pas homogène. Dans le travail

présenté par R. Kim et collègues, les cellules primaires de colon sont cultivées sur un

film imperméable recouvert de collagène [79]. Le film est au préalable percé. Les trous

sont environ de la taille d’une crypte et espacés de manière périodique. Ce disposi-

tif permet d’obtenir un substrat dont la rigidité et la porosité varient. Des milieux

différents sont disposés sur la surface apicale des cellules et en dessous du substrat.

En dessous du substrat, le milieu est riche en facteur de croissance. Cette structure

permet la formation d’un gradient de facteurs de croissance dans l’épithélium en

culture. Les auteurs observent alors des zones de prolifération là où la concentration

en facteur de croissance est plus forte. De plus, ce gradient engendre la migration

des cellules des zones de forte prolifération vers les zones de faible prolifération.

Une étude récente se concentre aussi sur l’effet de signaux chimiques provenant du

substrat sur l’auto-organisation des cellules de l’épithélium intestinal [91]. Dans son

travail de thèse, E. Larrañaga Carricajo imprime des motifs localisés de Wnt et ephrin

sur des gels de plyacrylamide recouvert de Matrigel congelé et séché. Elle constate

que l’impression de ces motifs dirige la compartimentation en cryptes et villosités

de la monocouche de d’épithélium intestinal. Ce procédé lui permet par ailleurs de

changer la forme et la distance entre les motifs, affectant la forme et la distance entre

les domaines de crypte.

Par ailleurs, la culture plane d’épithélium intestinal a permis de mesurer les forces

exercées par les cellules de l’épithélium intestinal sur le substrat. Ainsi, dans une

étude très récente de C. Pérez-González et collègues, des cellules d’organoïdes intes-

tinaux sont cultivées en deux dimensions sur des gels de polyacrylamide de rigidités

différentes, recouvert de laminine et de collagène I [118]. Les auteurs montrent qu’en

déposant des parties d’organoïde sur le susbtrat, les cellules vont reformer la struc-
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ture de l’épithélium intestinal. Ils observent des zones de cryptes avec des cellules

souches et des cellules de Paneth distinctes des zones de cellules différenciées. Avec

ce dispositif, les auteurs mesurent les forces exercées par les cellules sur le gel en uti-

lisant la microscopie à force de traction. Ils montrent alors que les cellules au centre

des zones de crypte poussent sur le substrat, tandis que les cellules entre les zones

de crypte et de villosité tirent sur le substrat (fig I.24). les auteurs expliquent que

ce sont ces forces qui permettent de compartimenter la villosité et la crypte dans

l’épithélium intestinal.

En outre, Les susbstrats plans permettent de jouer sur la rigidité. Ainsi, une étude

examine l’effet de la rigidité du substrat sur la voie de différenciation des cellules

souches de l’épithélium intestinal [65]. Pour ce faire, les auteurs utilisent des gels de

polyacrylamide liés à du collagène I via le Sulfo-SANPAH. Ce procédé leur permet

de faire varier la rigidité de 0.6kPa to 9.6kPa. Les auteurs montrent ainsi que la

rigidité a un effet sur le destin cellulaire via la translocation nucléaire de YAP. Ils

montrent, à l’aide du séquençage de l’ARN des cellules que l’augmentation de la rigi-

dité du substrat accroît la population de cellules calciformes et diminue la population

d’entérocytes. Ces observations corroborent les mesures effectuées chez les patients

atteints de maladies inflammatoires chroniques de l’intestin[2, 167].

En conclusion, nous avons vu dans cette section que la culture d’organoïdes avait

permis de se rapprocher des conditions physiologiques dans la culture in vitro. Ce-

pendant, la croissance des organoïdes dans le Matrigel reste peu maîtrisée. Ainsi

certaines études ont permis de mieux comprendre la croissance des organoïdes en

trois dimensions afin de la diriger et de la rendre plus reproductible. Néanmoins ces

techniques restent difficiles à mettre en place, à manipuler et restraignent les mesures

possibles. Certaines équipes de recherche ont donc pris le parti de se concentrer sur

une culture plane des organoïdes. La culture plane d’organoïdes permet notamment
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de faire varier beaucoup plus largement la rigidité, et même d’appliquer des gra-

dients de rigidité ou bien des variations locales de rigidité. La culture plane permet

par ailleurs d’imprimer des motifs protéiques à la surface des gels. Enfin, la mesure

des forces exercées par les cellules sur le substrat et des contraintes à l’intérieur des

tissus sont possibles dans une culture plane des organoïdes intestinaux. Pour toutes

ces raisons, mon travail de thèse exposera des résultats obtenus à partir d’organoïdes

intestinaux plans, déposés sur des gels de polycrylamide.
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Figure I.24 – Les forces exercées par les cellules sur le substrat permet de mainteninr
la séparation entre les cellules de la crypte et les cellules différenciées

(A) Méthode de culture et de dépôt des organoïdes. (B) Composition cellulaire des
monocouches. (C) Mouvement dirigé des cellules. Les cellules sortent de la crypte pour

atteindre les zones de cellules différenciées. (D) délimitation des zones : zone de niche au
centre, entourée de la zone TA (amplification transitoire ou Transitory Amplifying)

elle-même entourée de la zone des cellules différenciées. (E) et (F) Répartition des forces
de la crypte et des cellules différenciées environnantes. Extrait de [118].
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Chapitre II

Méthodes

Pour effectuer ce travail de thèse, différentes méthodes expérimentales et d’ana-

lyse ont été utilisées. Dans ce chapitre, seront exposés en détail les protocoles de

culture cellulaire, de micro-fabrication, de capture et d’analyse d’image.

II.1 Préparation et culture des organoïdes intesti-

naux

II.1.1 Types cellulaires

Les expériences présentées dans cette thèse ont été menées à partir de cellules

d’organoïdes intestinaux de souris. Tous les organoïdes on été cultivés dans du milieu

de croissance, un milieu dont la préparation est décrite dans la section II.1.4. Les

différents types d’organoïdes intestinaux utilisés sont les suivants :

— WT (Type sauvage ou Wild Type : ce sont des organoïdes intestinaux de

type sauvage prélevés sur des souris mâles adultes. Ce sont des souris C57/Bl6

provenant du même stock que celui utilisé par W. Xi et collègues [174].
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— VT (Villin tomato) : ces organoïdes intestinaux sont prélevés sur des sou-

ris génétiquement modifiées. Les cellules expriment, sous le promoteur de la

villine, une protéine émettant dans le rouge proche, la protéine "tomato", à

la membrane. Ce sont des cellules VillinCreERT2-tdTomato prélevées sur des

souris fournies par D. Vignjevic (Insitut Curie, Paris).

— Myosine II A GFP : ces organoïdes intestinaux sont prélevés sur des souris

génétiquement modifiées. Les cellules expriment un protéine émettant dans

le vert, la GFP (protéine fluorescente verte ou Green Fluorescent Protein),

fusionnée à la protéine myosine II A. Elles ont été prélevées sur des souris

Myosin-IIA-GFP-knock-in [185] fournies par A.M. Lennon-Dumesnil (Institut

Curie, Paris).

— Myosine II A KO inductible : ces organoïdes intestinaux sont prélevés

sur des souris génétiquement modifiées. Les cellules y expriment une protéine

émettant dans le rouge proche, la protéine "tomato", à la membrane. La

présence de tamoxifène induit à la fois le KO (invalidation génétique ou Knock

Out génétique) de la protéine Myosine II A et l’expression d’une protéine

émettant dans le vert, la GFP, à la membrane. Le KO de myosine II A peut

donc être vérifié par le passage de la fluorescence des membranes du rouge au

vert. Les souris Myosin-IIA-KO/mTmG [84] ont été fournies par D. Vignjevic

(Institut Curie, Paris). Elles ont été obtenues à partir du croisement de souris

Myosin-IIA-KO [74] avec des souris mTmG [108] .

— H2B mCherry : ces organoïdes intestinaux sont prélevés sur des souris gé-

nétiquement modifiées. Les cellules expriment une protéine émettant dans le

rouge proche, la protéine mCherry, fusionnée à la protéine H2B (histone H2B).

Ils ont été produits à partir de souris H2B-mCherry knock-in fournies par R.

Basto (Insttitut Curie, Paris).
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II.1.2 Préparation des organoïdes intestinaux

Les souris utilisées pour le prélèvement de cryptes intestinales sont âgées de 8 à

12 semaines. Les souris sont sacrifiées par dislocation cervicale. L’intestin grêle est

ensuite prélevé, rincé avec du PBS (tampon phosphate salin ou Phosphate-Buffered

Saline) pour en vider le contenu et ouvert de manière longitudinale. Par la suite, il est

découpé en petits morceaux de 3 à 5 mm et de nouveau rincé. Puis, ces morceaux sont

incubés sur glace pendant 10 min dans une solution de EDTA (Éthylènediaminetétra-

acétique) (5mM). La solution contenant les morceaux d’intestins est passée au vortex

afin d’en détacher les villosités. Après le retrait de la solution d’EDTA les morceaux

sont placés dans du PBS froid et passés au vortex pendant 3 min afin d’en déta-

cher les cryptes. Ce processus est réitéré trois fois sur le surnageant récupéré. Les

surnageants de la troisième et quatrième sont regroupés et filtrés à travers un filtre

de mailles de 70 µm. Les villosités sont en moyenne plus grande que les cryptes. De

plus, les organoïdes intestinaux sont produits à partir des cryptes. La filtration per-

met donc de retirer les villosités pour ne garder que les cryptes. Le filtrat est ensuite

centrifugé à 1000 RPM (Rotation Par Minute) pendant 5 min. Le surnageant est

éliminé et les cryptes fraîchement prélevées sont ensuite rincées dans une solution

de Advanced DMEM/F12 puis de nouveau centrifugées. Enfin, elles sont incorporées

à une solution, de ratio 1 :1, de Matrigel et de milieu Advanced DMEM/F12. La

solution contenant les cryptes est disposée sous forme de dôme de 50 µL de volume

dans une plaque 24 puits. Afin, d’obtenir des dômes de Matrigel, les plaques 24 puits

sont au préalables chauffées à 37°C. De par la température des plaques et la viscosité

de la solution de Matrigel, une goutte déposée au fond des puits forme spontanément

un dôme. de faire polymériser le Matrigel, les dômes sont incubés pendant 20 à 30
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min à 37°C. Enfin, on ajoute le milieu de culture : le milieu de croissance.

II.1.3 Culture des organoïdes intestinaux

Ces cryptes isolées sont ensuite utilisées dans la culture d’organoïdes intestinaux

précédemment décrite [112]. Cette technique permet de congeler et conserver en

culture pendant plusieurs semaines des organoïdes intestinaux. Les organoïdes in-

testinaux sont replantés une à deux fois par semaine et cultivés dans du milieu de

croissance changés tous les deux jours.

II.1.4 Préparation du milieu de croissance

Le milieu de croissance est préparé selon le protocole décrit par H. Miyoshi et T.

S. Stappenbeck[106]. Ce milieu est préparé à partir de cellules L-WNR. En effet, les

cellules L-WNR vont conditionner le milieu primaire de culture en y sécrétant les

facteurs de croissance suivants : Wnt-3A, R-Spondin et Noggin. Ces facteurs vont

permettre de maintenir un réservoir de cellule souche important ainsi qu’une proli-

fération cellulaire élevée [134].

Tout d’abord, les cellules L-WNR sont cultivées dans du milieu DMEM conte-

nant 10% de fraction volumique de FBS (sérum de veau fœtal ou Fetal Bovine Se-

rum), de la pénicilline (100 unités.mL−1) et de la streptomycine (0,1 mg.mL−1).

Après le premier jour de culture, les cellules sont sélectionnées à l’aide de généticine

(500 µg.mL−1) et hygromycine (500 µg.mL−1). Elles sont ensuite cultivées jusqu’à

confluence pendant 3 à 4 jours puis distribuées dans 5 flacons de culture de 175 cm2.

Après 3 à 4 jours de culture, lorsque celles-ci arrivent à confluence, on remplace le

milieu précédent par du milieu primaire de culture (25 mL de milieu primaire par

flasque). Le milieu primaire est composé de : 20% de fraction volumique de FBS,

GlutaMAX (2mM), pénicilline (100 unités.mL−1) et streptomycine (0,1 mg.mL−1)
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dilués dans du advanced DMEM/F12. Toutes les 24 heures, le milieu conditionné est

récolté et mélangé dans un ratio 1 :1 à du milieu primaire de culture.

Le milieu de croissance peut-être conservé jusqu’à trois mois à -20°C. Une fois dé-

congelé, il doit être utilisé dans les 15 jours qui suivent. Dans les travaux présentés

dans cette thèse, toutes les cellules d’organoïdes intestinaux sont cultivées dans du

milieu de croissance.

II.1.5 Dépôt des cellules sur gels de PAA (polyacrylamyde)

Afin de cultiver des cellules d’organoïdes intestinaux en 2D sur du gel de PAA,

deux techniques différentes ont été utilisées : la dissociation mécanique et la disso-

ciation enzymatique (ou culture de cellules isolées). Nous décrirons dans cette partie

les deux techniques possible d’ensemencement des cellules sur gels de PAA. Dans les

deux cas, les cellules doivent avoir été repiquées au moins quatre jours avant.

— Dissociation mécanique : cette technique permet de déposer les cellules en

fragments d’organoïdes intestinaux. Grâce à celle-ci, on obtient une meilleure

survie des cellules, on a donc besoin de moins de cellules au départ. Elles sont

cependant pré-organisées, comme elles le sont dans les organoïdes intestinaux

cultivés en trois dimensions dans le Matrigel.

Après transfert dans un tube à centrifuger, les organoïdes intestinaux sont dis-

sociés mécaniquement par cisaillement avec une micro-pipette. Après centri-

fugation pendant 5 min à 1000 RPM, on réitère la dissociation des organoïdes

intestinaux dans du milieu DMEM/F12 frais. Les cellules sont de nouveau

centrifugées pendant 5 min à 1000 RPM. Puis, elles sont suspendues dans

du milieu de croissance contenant du Y27 (à 10µM, un inhibiteur de ROCK)

et déposées sur le gel de PAA. On utilise du Y27 dans certaines étapes plus

agressives pour les cellules, car il est connu pour augmenter la survie des
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cellules d’organoïdes intestinaux.Ensuite, on laisse adhérer les cellules sur la

nuit. Le lendemain, les cellules non-adhérées sont rincées dans une solution

de Advanced DMEM/F12 avec 10% de fraction volumique de FBS. Enfin, on

cultive les cellules dans le milieu de croissance. Le milieu doit être changé tous

les deux jours.

Figure II.1 – Schéma des étapes de la dissociation mécanique

— Dissociation enzymatique : cette technique permet de déposer des cellules

d’organoïdes intestinaux isolées. Grâce à celle-ci, les cellules ne sont pas pré-

organisées. Cependant, la survie cellulaire est plus faible, on a donc besoin de

plus de cellules au départ. On utilise, en général, deux fois plus d’organoïdes

au départ par rapport à la dissociation mécanique.

Pour ce faire, de la même manière que la dissociation mécanique, on dissout

tout d’abord le Matrigel en ajoutant du mileu advaced DMEM/F12 frais et en

exerçant un cisaillement à l’aide d’une micro-pipette. Après transfert dans un

tube à centrifuger, les organoïdes intestinaux sont dissociés mécaniquement

par cisaillement avec une micro-pipette. Après centrifugation pendant 5 min

à 1000 RPM, on réitère la dissociation des organoïdes intestinaux dans du
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milieu advanced DMEM/F12 frais. Les cellules sont de nouveau centrifugées

(pendant la même durée et à la même vitesse). Par la suite, elles sont incubées

dans une solution de TrypLE, un réactif cellulaire plus doux que la Trypsin,

contenant du Y27 (à 10 µM) à 37°C. Après 5 min, la réaction est arrêtée avec

l’ajout de advandced DMEM/F12 contenant 10% de fraction volumique de

FBS. Le tout est ensuite filtré, à travers un filtre d’une maille de 30µm afin

de s’assurer qu’on ne récupère que des cellules isolées. Le filtrat est ensuite

centrifugé 5 min à 1000 RPM et le culot est suspendu dans du milieu de

croissance contenant du Y27 (à 10 µM). Par la suite, les cellules sont déposées

sur le gel de PAA. On laisse adhérer les cellules sur la nuit. Le lendemain, les

cellules non-adhérées sont rincées dans une solution de advanced DMEM/F12

avec 10% de fraction volumique de FBS. Enfin, on cultive les cellules dans le

milieu de croissance. Le milieu doit être changé tous les deux jours.

Figure II.2 – Schéma des étapes de la dissociation enzymatique
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II.2 Préparation des substrats de culture 2D

Afin de cultiver les organoïdes intestinaux en 2D, différentes techniques de re-

vêtement protéique développées dans ce travail seront exposées dans les sections

suivantes.

II.2.1 Silanisation du verre

Les organoïdes intestinaux sont cultivés en 2D sur des gels de PAA. Afin de

faciliter la manipulation de ces gels, ces derniers sont attachés à des surfaces en verre

(lamelles de verre ou boîtes de pétri à fond en verre). Le gel adhère au verre silanisé.

Nous exposerons dans cette partie les étapes de la silanisation du verre.

Pour ce faire, le verre est d’abord lavé dans une solution d’éthanol à 96% puis séché.

Il est ensuite activé par un plasma d’oxygène et plongé dans une solution de silane

pendant 10 min. La solution de silane est composée de 2% de fraction volumique

de silane (3-(trimethoxysilyl)propyl methacrylate), 1% de fraction volumique d’acide

acétique à 100% et 97% de fraction volumique d’éthanol absolu. Par la suite, le verre

est rincé deux fois dans de l’éthanol à 96%. Enfin, le verre recouvert de silane est

cuit pendant une heure à 120°C.

Les lamelles de verre ainsi que les boîtes de pétri à fond de verre silanisées peuvent

être conservées pendant plusieurs mois dans une environnement propre et pauvre en

oxygène.

II.2.2 Préparation des gels PAA sans motif

Les gels de PAA sont des gels biocompatibles dont la rigidité peut varier, dans

notre cas entre 7Pa et 21kPa. Lors de ces travaux de thèse deux méthodes de culture

des organoïdes intestinaux en 2D ont été développées : une méthode sans motif où
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l’entièreté de la surface du gel est adhérente pour les cellules et une méthode avec

motif protéiques où les colonies cellulaires sont limitées spatialement selon les formes

désirées. Dans cette partie nous exposerons la première méthode.

Pour ce faire, des lamelles de verre propres sont activées avec du plasma d’oxygène

puis la surface exposée est incubée pendant au moins 6h à 4°C avec une solution 10%

de fraction volumique de Matrigel dans du milieu advanced DMEM/F12. Ensuite,

on prépare une solution de PAA selon le tableau II.1. Comme exposé dans le tableau

II.1, il est possible d’ajouter des billes à la solution de PAA afin de mesurer les forces

exercées par les cellules à l’aide de la microscopie de force de traction. La solution

bille est obtenue à partir du mélange de 1µL de Flosphères dans 4µL de PBS. On

enlève l’excédant de solution de Matrigel dilué et on dépose 24µL de solution finale de

gel de PAA entre la lamelle silanisée et la lamelle recouverte de protéines. On laisse

polymériser la gel pendant 30 min à 25°C. Les gels sont ensuite plongés dans du PBS

pendant une dizaine de minutes. La lamelle recouverte de protéines est détachée du

gel avec une pince. On obtient finalement une lamelle de verre silanisée à laquelle

est accrochée le gel de PAA recouvert des protéines du Matrigel, majoritairement

composé de laminine et de collagène de type IV (fig II.3).

Figure II.3 – Schéma des étapes de préparation des gels de PAA sans motif

Les gels ainsi recouverts des protéines du Matrigel peuvent être conservés dans
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du PBS pendant quelques heures à 4°C. Il reste préférable de les utiliser au plus vite

car l’attachement des cellules d’organoïdes intestinaux devient plus difficile si le gel

a été confectionné plus d’une journée avant utilisation.

Sans bille Avec billes
Rigidité théorique (en kPa) 0.23 0.6 2.3 16.3 0.23 0.6 2.3 16.3
Rigidité mesurée (en kPa) 0.37 2.4 5.2 21.2 0.37 2.4 5.2 21.2
Solution stock :
40% Acrylamide (en mL) 0.625 1.25 1.875 1.5 0.625 1.25 1.875 1.5
2% Bis-Acrylamide (en mL) 0.25 0.375 0.375 0.375 0.25 0.375 0.375 0.375
PBS (en mL) 1.625 0.875 0.25 0.625 1.625 0.875 0.25 0.625
Volume total (en mL) 2.5 2.5 2.5 2.5 2.5 2.5 2.5 2.5
Solution finale :
PBS (en µL) 347 372 372 247 343 368 368 243
Solution stock (en µL) 150 125 125 250 150 125 125 250
Solution bille (en µL) 0 0 0 0 4 4 4 4
10 % APS (en µL) 2.5 2.5 2.5 2.5 2.5 2.5 2.5 2.5
TEMED (en µL) 0.75 0.75 0.75 0.75 0.75 0.75 0.75 0.75
Volume total (en µL) 500 500 500 500 500 500 500 500

Tableau II.1 – Proportions des composants des solutions de PAA

APS acronyme d’Ammonium Persulfate.

II.2.3 Préparation des gels PAA avec motifs protéiques condi-

tionnés

Nous expliquerons dans cette partie les étapes de la méthode de préparation des

gels de PAA avec motifs pour confiner les colonies cellulaires d’organoïdes intesti-

naux.

Dans un premier temps, il est nécessaire de former des motifs de protéines adhé-

rentes sur les gels. Pour cela, le protocole suivi est celui présenté par les travaux de

Balasubramaniam et collègues [8]. Pour ce faire, on recouvre une lamelle de verre
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propre de PLL-PEG(Poly-L-lysine et polyéthylène glycole). Les lamelles sont ainsi

activées à l’aide de plasma d’oxygène, puis incubées peandant une heure dans une

solution de PLL-PEG à 0,1 mg.mL−1 dilué dans une solution tampon HEPES (acide

4-(2-hydroxyéthyl)-1-pipérazine éthane sulfonique) à un pH de 7,4. Après avoir rincé

à l’eau et séché les lamelles, celles-ci sont exposées à des rayons UV (ultraviolets)

(dans les UV lointains) pendant 10 min sous un masque. L’exposition aux UV va

permettre le détachement du PEG de la PLL laissant des acides aminés lysines libres.

On incube ensuite la lamelle dans une solution de fibronectine (à 50 µg.mL−1 diluée

dans de l’eau) pendant 30 min. La fibronectine va donc s’attacher aux lysines lais-

sées libres suite à l’exposition aux UV. Le masque permettra de protéger certaines

parties de la surface pour obtenir des motifs (fig II.4). On peut ajouter de la fibro-

nectine marquée avec des fluorophores (à 25 µg.mL−1) afin de distinguer les motifs

à la surface du gel PAA par microscopie à épifluorescence. Après un lavage à l’eau

pour enlever l’excédent de fibronectine, on prépare la solution de gel de PAA selon

le tableau II.1 et on la laisse polymériser entre la lamelle recouverte de motif en

fibronectine et la lamelle silanisée. Enfin, le montage est plongé dans du PBS et la

lamelle non silanisée est détachée avec une pince. On obtient ainsi un gel recouvert

de motifs en fibronectine attaché à une lamelle de verre silanisé (fig. II.4).

Dans un second temps, afin de permettre l’adhésion des cellules d’organoïdes in-

testinaux aux motifs, il est indispensable de conditionner le substrat. En effet, pen-

dant ce travail il a été remarqué que les cellules d’organoïdes intestinaux n’adhèrent

pas de façon reproductible à des substrats avec motifs sur du gel de PAA sans ondi-

tionnement. Les différents essais de protéines adhérentes à disposition (fibronectine,

laminine, collagène de type I et d’un solution des protéines composant le Matrigel)

ont montré une adhésion et une survie des organoïdes très difficile. Le condition-

nement au préalable des motifs de fibronectine par d’autres cellules plus adhésives
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Figure II.4 – Schéma des étapes de reproduction de motifs sur gel de PAA

rend possible l’attachement de cellules d’organoïdes intestinaux de façon reproduc-

tible. On entend ici par conditionnement le fait de laisser pendant plusieurs heures

les cellules à confluence sur les motifs protéiques. Elles peuvent ainsi remodeler les

protéines adhérantes existantes et en ajouter afin d’augmenter l’attachement des or-

ganoïdes intestinaux au substrat.

On utilise ici des cellules MCF10A pour la conditionnement des motifs protéiques car

elles sont connues pour déposer des composés de la matrice extra-cellulaire, comme la

laminine 5 (se référer au chap. IV pour plus de détails). Ainsi, des cellules MCF10A

sont ensemencées sur les gels de PAA avec motifs de fibronectine. Au bout de 3

heures, les cellules non-adhérées aux motifs sont rincées avec du PBS. On laisse

ensuite les cellules adhérées coloniser et conditionner les motifs. Après 24 heures,

les cellules MCF10A sont détachées à l’aide d’un chélateur, l’EDTA à 20 mM dans

88



une solution de PBS sans calcium ni magnésium. Après 2 heures d’incubation, les

cellules MCF10A sont rincées. On obtient ainsi un gel de PAA comprenant des mo-

tifs adhérents pour des cellules d’organoïdes intestinaux (fig. II.5). Les gels une fois

conditionnés peuvent être conservés pendant quelques heures à 4°C dans du PBS.

Il reste préférable de les utiliser au plus vite pour les cellules d’organoïdes intestinaux.

Figure II.5 – Schéma des étapes de conditionnement des gels de PAA à motif

Les cellules MCF10A sont cultivées dans du milieu DMEM-F12 (11039-021, Gibco)

contenant 1% de penicilline-glutamine, 10 g/mL d’insuline humaine (I9278, Sigma

Aldrich) et 100 ng/mL de toxine de cholera (C8052, Sigma-Aldrich), 0.5 mg/mL

d’hydrocortisone (Sigma Aldrich), 5% de sérum de cheval et 20 ng/ml EGF (Pepro-

Teck).

Ainsi, en utilisant la méthode de dépôt des cellules isolées décrite plus haut (sec-

tion II.1.5), les cellules d’organoïdes intestinaux peuvent être ensemencées sur le gel

de PAA et être confinées dans des micro-motifs (fig. II.6).
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Figure II.6 – Schéma de dépôt des cellules isolées d’organoïdes intestinaux sur des
substrats conditionnés

II.3 Marquage immunologique

Dans les travaux de cette thèse, la technique du marquage immunologique est

utilisée pour pouvoir distinguer certaines populations cellulaires ou repérer certaines

protéines du cytosquelette. Nous exposerons ainsi dans cette section les étapes des

méthodes utilisées.

II.3.1 Fixation et Marquage

— Marquage routinier :

Après fixation des cellules dans une solution de PFA (paraformaldéhyde) (4%

de fraction volumique dans du PBS) pendant 15 min, les cellules sont rincées

trois fois au PBS pendant 5 min. Les cellules sont ensuite perméabilisées dans

une solution de Triton X-100 (0,1% de fraction volumique dans du PBS). Les

cellules sont de nouveau rincées trois fois dans du PBS, puis incubées à tempé-

rature ambiante dans une solution de FBS (10% de fraction volumique dilué

dans du PBS). Cette étape d’incubation permet de bloquer les sites aspéci-

fiques. Après une heure d’immersion dans la solution de blocage, les cellules

sont incubées dans une solution contenant les anticorps primaires sur la nuit
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à 4°C. Les différents types d’anticorps primaires utilisés ainsi que leur concen-

tration sont indiqués dans le tableau II.2.Tous les anticorps sont incorporés

dans une solution de FBS dilué à 1% de fraction volumique dans du PBS.

Dans un deuxième temps, les échantillons sont rincés trois fois dans du PBS.

Puis ils sont incubés dans une solution contenant les anticorps secondaires

pendant 2h à température ambiante. Le tableau II.2 indique les anticorps

secondaires utilisés, leur concentration, ainsi que l’anticorps primaire avec le-

quel ils ont été associés. De la même manière que les anticorps primaires, les

anticorps secondaires sont dilués dans une solution de FBS (1% de fraction vo-

lumique dans du PBS). Par ailleurs, à cette étape, on peut ajouter du Hoechst

(dilué au 10000eme) pour marquer les noyaux, ainsi que de la phalloïdine liée

à un fluorophore pour marquer l’actine polymérisée. Les concentrations des

différentes phalloïdines utilisées sont données dans le tableau A.2.

Enfin, les échantillons sont rincés de nouveau trois fois dans du PBS puis mon-

tés dans du Prolong ou du Vectashield. Le montage se fait sur une lamelle de

microscopie de manière à imager les échantillons à l’envers sans passer à tra-

vers le gel de PAA. Après polymérisation du milieu de montage à température

ambiante sur la nuit, les échantillons doivent être conservés 4°C. Ils peuvent

être imagés jusqu’à plusieurs mois après le marquage.

— Marquage Edu :

Ce travail de thèse mesure les cellules en phase S grâce au kit de prolifération

Click-iT EdU Alexa Fluor.

Les cellules sont tout d’abord incubées avec l’EdU pendant 30 min. Pour cela,

on introduit 2 µL de solution de EdU (à 2,5 mg.ml−1 dans du DMSO) dans
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Protéine d’intérêt Espèce Dilution Emission
Ecadhérine rat 1/100
villin souris 1/100
lyzozym lapin 1/100
Ecadhérine souris 1/100
LGR5 lapin 1/100
Phalloïdine 1/100 647
anti-rat chèvre 1/100 647
anti-souris chèvre 1/100 488
anti-souris chèvre 1/100 568
anti-lapin chèvre 1/100 488
anti-lapin chèvre 1/100 568

Tableau II.2 – Liste des anticorps utilisés

Les références et fournisseurs de chaque anticorps sont exposés dans le tableau A.1.

1 mL de milieu, puis on ajoute cette solution au 1 mL de milieu déjà présent

sur les cellules en culture. Après 30 min d’incubation, on rince une fois les

cellules au PBS et on fixe avec une solution de PFA à 4%. Après 15 min d’in-

cubation,on rince une fois l’échantillon au PBS, et on perméabilise pendant

10 min dans une solution de Triton X-100 (0,1% de fraction volumique dans

du PBS). Pendant ce temps, on prépare la solution cocktail comme indiqué

dans le tableau II.3. On rince l’échantillon une fois au PBS, puis on incube les

échantillons pendant 30 min à température ambiante avec la solution cock-

tail. Il est préférable d’utiliser 500 µL de solution par échantillon. On rince de

nouveau les échantillons une fois avec du PBS. Si on désire compléter ce mar-

quage EdU avec d’autres marquage, il suffit de reprendre les étapes exposées

dans la section II.3.1 ci-dessus à partir du blocage.

Enfin, de la même manière que pour les marquages classiques, les échantillons

sont montés dans du Prolong ou du Vectashield. Ils peuvent être conservés à

4°C pendant plusieurs mois.
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Cocktail 500µl 200µl 100µl

D= 1x Click-iT solution tampon de réaction (4◦C) 430 172 86

CuSO4 (4◦C) 20 8 4

B= Alexa Fluor (-20◦C) 2 1 0.5

F=Solution tampon additive (-20◦C) 50 20 10

Tableau II.3 – Proportion des différents composants de la solution cocktail pour
le marquage EdU

II.4 Microscopie

II.4.1 Imagerie des monocouches fixées

L’acquisition d’image des échantillons fixés a été effectuée soit sur une microscope

confocal LSM780 (de Zeiss, installé avec le logiciel Zen), soit sur un microscope

confocal à disque rotatif CSU-X1 (de Zeiss, installé avec le logiciel Zen). Les objectifs

utilisés sont les suivants : objectif x10/0,45NA Plan-Apochromat immersion à air,

objectif x25/0.8NA Plan-Apochromat immersion à huile, objectif ×40/1.3NA Plan-

Apochromat immersion à huile et objectif ×63/1.4NA Plan-Apochromat immersion

à huile.

II.4.2 Imagerie des monocouches vivantes

Les celles d’organoïdes H2B-mCherry ont été imagées à l’aide d’un microscope

confocal à disque rotatif CSU-W1 (Leica, installé avec le logiciel MetaMorph). Les

images sont effectuées avec un objectif x10/0,45NA Plan-Apochromat immersion à

air. Les cellules d’organoïdes Villin-tomato ont été imagées quant à elles à l’aide

d’un microscope confocal à disque rotatif CSU-X1 (de Zeiss, installé avec le logiciel

MetaMorph) et un objectif x25/0.8NA Plan-Apochromat immersion à huile.
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II.5 Analyse d’images

Dans cette partie nous décrirons comment les mesures sur les images des cellules

fixées ou en mouvement ont été effectuées. Hormis les analyses effectuées de manière

automatisée décrite dans les sous-sections qui suivent, les mesures ont été réalisées à

la main à l’aide de Fiji. Par ailleurs, les tests statistiques ont été exécutés sur Prism

(du logiciel GraphPad, San Diego, CA, USA, version 7.0).

II.5.1 Mesure de la proportion de cellules positives LGR5 et

EdU

Afin de mesurer la quantité de cellules souches LGR5+, et de cellules en proli-

fération, positives au marquage EdU, un grand nombre d’images des monocouches

cellulaires à faible grossissement a été effectué. Par échantillon, 10 à 15 champs po-

sitionnés de façon aléatoire à l’objectif 10x ont été imagés.

Ensuite, la quantité de cellules est mesurée à partir du marquage des noyaux au

Hoechst en suivant la méthode utilisée dans les travaux de d’Alessandro et collègues

[28] ainsi que Golé et collègues [59]. De la même manière, le nombre de cellules en

prolifération ou de cellules souches est mesuré à partir d’un marquage EdU du noyau

ou d’un marquage LGR5 avec des anti-corps (fig. II.7).

II.5.2 Analyse des vitesses moyennes des cellules à l’aide de

la PIV

L’analyse de la vitesse des cellules par PIV (vélocimétrie par images de particules

ou Particule Image Velocimetry) a été effectuée sur le mouvement des noyaux des

cellules. Pour ce faire, des cellules H2B mCherry était imagées toutes les 30 min.

Avant de réaliser la PIV, les images ont été rapidement traitées sur Fiji afin de faire
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Figure II.7 – Exemple de cellules repérées automatiquement

A gauche : l’ADN marqué au Hoechst permet de repérer le nombre total de cellule. A
droite : le marquage LGR5 permet de quantifier le nombre de cellules souches. Chaque

cellule repérée automatiquement est marquée d’une croix jaune. Barre d’échelle : 200 µm.

ressostir le signal des noyaux et aténuer le buit de fond. Pour la PIV, la méthode

exposée dans le travail de Peyret et collègues a été utilisée [119]. MatPIV (du logiciel

MatLab version 2021a) a été utilisé avec une fenêtre de 58 pixels.

La PIV a été utiliser afin de mesurer plusieurs choses : la vitesse moyenne à l’intérieur

et à l’extérieur des cryptes ainsi que le champ des vitesses dans et autour des crypte.
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Nous décrirons dans cette partie comment ces deux analyses ont été effectuées.

— Mesure des vitesses moyennes à l’intérieur et à l’extérieur des cryptes :

la PIV a été effectuée sur 4 champs pour 2,4 kPa et 6 champs pour 21 kPa.

Les vitesses sont moyennées sur 18h pour les deux rigidités, qui correspond au

temps de vie le plus court des cryptes. Les moyennes sont calculées à partir

de 36h après le dépôt des cellules pour 2.4 kPa et 56h après le dépôt des cel-

lules pour 21 kPa. Ces temps de départ ont été choisis pour pouvoir capturer

le mouvement cellulaire dans le plus de cryptes possible. En effet, ils corres-

pondent au temps moyen d’apparition des cryptes sur chaque rigidité. Ensuite,

les régions cryptes, dont le centre à été préalablement repéré à la main, sont

définies dans un carré de 360 µm pour 2,4 kPa et un carré de 300 µm pour 21

kPa autour de chaque crypte (fig. II.8). 360 µm et 300 µm correspondent au

diamètre moyen des cryptes sur 2,4kPa et 21 kPa respectivement. La vitesse

moyenne à l’extérieur des cryptes est calculée sur le reste de la monocouhe.

Figure II.8 – Exemple de cryptes repérées et encadrées sur des monocouches de 2,4
kPa.

A gauche, image en fluorescence des cellules H2B mCherry. A droite, norme des vitesse
moyennes des cellules extraites à partir de la PIV. Barre d’échelle : 360 µm.
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— Champs des vitesses autour et dans les cryptes : Le centre des cryptes

a tout d’abord été suivi à la main au cours du temps. 15 cryptes sur les

substrats de 2.4 kPa et 23 cryptes sur les substrats de 21 kPa ont été suivies

à la main. Ensuite, pour chaque crypte et à chaque pas de temps, la PIV est

extraite dans un carré de 600 µm de côté centré sur la crypte. Les vitesses sont

ensuite moyennées sur le temps pendant toute la durée de vie de la crypte.

Afin de connaître la direction de l’écoulement des cellules, un angle α est défini

comme l’angle direct que forme le vecteur moyen avec l’axe des abscisses (fig.

II.9). Les champs de vitesses moyennés dans le temps sont ensuite pivotés de

cet angle α pour que le sens de l’écoulement des cellules soit le même pour

toutes les cryptes (fig. II.9). Après la rotation, le vecteur moyen d’écoulement

est parallèle et orienté dans le même sens que l’axe des abscisses. Enfin, les

champs de vitesse sont moyennées sur toutes les cryptes pour chaque rigidité.

Figure II.9 – Exemple de rotation du champ de vitesse d’une crypte selon l’écou-
lement moyen sur un gel de 2.4 kPa.

A gauche, image des noyaux cellulaires de la crypte étudiée et entourée en jaune. Barre
d’échelle : 200 µm. Au centre, en rouge, champ des vitesses moyennées sur le temps

pendant toute la durée de vie de la crypte. En noir, vecteur montrant l’écoulement moyen
sur le temps et l’espace. En pointillés jaunes, l’angle α, l’angle direct que forme le vecteur

de l’écoulement moyen sur le temps et l’espace avec l’axe des abscisses. A droite,
rotation des vitesses de α.
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II.5.3 Segmentation et suivi des cellules

Afin de suivre les cellules des domaines de crypte et à proximité, une méthode de

segmentation et de suivi des cellules a été mise en place.

Avant de segmenter les cellules, une projection moyenne en z sur 3 µm a été effectuée

sur la partie basale des cellules à l’aide de Fiji (fig. II.10). Ces images ont ensuite été

utilisées en entrée dans l’algorithme de "deep learning" permettant la segmentation :

Cellpose [148]. Afin d’obtenir une segmentation optimale, les paramètres ont été

établis de la manière suivante : "cell probability threshold" était fixé à -6, "flow

probability threshold" était fixé à -6 et la diamètre à 12,74 µm. Ce procédé a permis

d’obtenir en sortie un masque indiquant le contour des cellules.

Par la suite, TrackMate a été utilisé afin de suivre les cellules dans le temps et l’espace

[45, 156] avec comme image d’entrée le masque produit par Cellpose. Le mode de

détection utilisé était "Mask detector". Les objets trop petits ou les traces suivies

pendant moins de 14 heures ont été exclues (fig. II.10).

Enfin, la crypte est délimitée à la main en utilisant Fiji. Puis les données produites

en sortie par TrackMate ont été analysées à l’aide de Python.
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Figure II.10 – Exemple de segmentation et de suivi de cellules villin-tomato centré
sur un domaine de crypte.

A gauche : image de la projection moyenne du signal des membranes au niveau basal sur
3µm. Cette image a été prise 64 heures environ après le dépôt des cellules. A droite :
segmentation et suivi des cellules sur quelques pas de temps. Les couleurs indiquent les
différentes cellules suivies dans le temps. Les traînées en magenta indiquent le chemin

parcouru par chaque cellule pendant un peu moins d’une heure. Barre d’échelle : 30 µm.
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Chapitre III

Auto-organisation des cellules de

l’épithélium intestinal en domaines

de crypte sur des gels plans de PAA

Pendant mon travail de thèse, je me suis intéressée à essayer de comprendre com-

ment à partir d’un épithélium homogène (ici intestinal) les cellules se différencient

et s’auto-organisent pour former un tissu complexe. Par exemple, lors du dévelop-

pement, une cellule oeuf engendre des milliards de cellules qui s’organisent en un

embryon. La très grande reproductibilté de la forme des tissus observés lors de ce

processus complexe suggère l’existence d’un flux d’informations produites, lues et in-

terprétées par les cellules. Les flux d’informations peuvent être structurés de manière

auto-organisée ou programmée. Nous intéresserons dans ce travail plus particulière-

ment à l’auto-organisation des cellules entre-elles.

D’un point de vue physique, à partir d’un ensemble d’objets homogènes présentant

des fluctuations aléatoires par rapport à la moyenne, l’auto-organisation explique

comment des structures complexes émergent d’interactions locales (ici entre cellules).
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Par exemple, dans le travail de A.E. Shyer et collèges exposé plus haut, les auteurs

montrent comment in vivo des follicules de plumes émergent de l’épithélium de pou-

let originairement homogène [143]. Les auteurs expliquent que les fluctuations mé-

caniques engendrent l’apparition d’amas auto-organisés de cellules du mésenchyme.

Ces amas poussent sur les cellules de l’épiderme et entraînent leur différenciation

en follicule de plume. De la même manière in vitro, Q. Smith et collègues montrent

que les cellules souches humaines pluripotentes induites s’auto-organisent lorsqu’elles

sont contraintes spatialement sur des motifs de protéines adhérentes. Les auteurs ex-

pliquent qu’une tension précoce, ressentie par les cellules en périphérie des motifs,

les dirige vers une voie de différenciation endothéliale [144]. De plus, la rigidité du

substrat influence le destin cellulaire des cellules souches mésenchymateuses uniques

[43]. Cependant l’impact de la rigidité du substrat sur l’auto-organisation des cellules

souches reste peu connu.

Pour aborder cette question, notre tissu modèle est l’épithélium intestinal. C’est un

tissu épithélial qui forme une frontière entre l’intérieur et l’extérieur de l’organisme.

D’une part, il possède une architecture stéréotypée en cryptes et villosités. D’autre

part, il se renouvelle très rapidement, en 3 à 5 jours chez l’humain, pour répondre

aux nombreuses stimulations auxquelles il est exposé. Le renouvellement du tissu se

fait à partir des cellules souches LGR5+ qui se trouvent dans la niche au fond des

cryptes intestinales. Ces dernières vont se diviser, sortir de la niche pour entrer dans

une zone dite TA. Dans cette zone TA, les cellules prolifèrent et commencent à se

différencier. Elles vont ensuite sortir de la zone TA et migrer activement le long de

la villosité. Au cours de cette migration, les cellules se différencient et donnent tous

les types cellulaires nécessaires au bon fonctionnement de l’organe. Enfin, les cellules

sont extrudées au sommet de la villosité. La structure crypte-villosité avec la pré-

sence de différents types cellulaires, en particulier la population de cellules souches
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adultes font de l’épithélium intestinal un modèle idéale d’étude de l’effet de l’environ-

nement mécanique, en jouant sur la rigidité du substrat, sur l’auto-organisation et

la différenciation cellulaire. De plus, la culture d’organoïdes intestinaux développée

ces dernières années apporte un outil précieux et puissant à l’étude de ce tissu.

Ainsi, ce travail propose d’étudier l’effet de la rigidité du substrat sur la formation

et le maintien des domaines de prolifération d’organoïdes intestinaux plans. Pour ce

faire, une méthode de culture des organoïdes en 2D sur gels plans de PAA a été

développée. Les fragments d’organoïdes déposés sur les gels se déplient et colonisent

la surface. Des domaines de densité cellulaire plus élevée se distinguent. Ils sont peu-

plés de cellules de crypte (cellules de Paneth et cellules LGR5+) dont certaines sont

prolifératives. Les domaines de cryptes sont séparés des cellules différenciées par de

longs câbles d’acto-myosine supracellulaires. Ce travail montre que l’augmentation

de la rigidité du substrat réduit la hauteur, la densité et la prolifération cellulaire

des domaines de crypte.

J’ai voulu par la suite étudier la capacité des cellules souches intestinales à se dif-

férencier et à s’organiser à partir d’une population homogène. Pour cela, j’ai utilisé

des cellules d’organoides intestinaux dissociées entièrement. C’est une population

cellulaire homogène majoritairement constituée de cellules souches. J’ai montré que

les cellules d’organoïdes intestinaux complètement dissociées s’auto-organisent en

domaines de crypte et différenciés à partir d’une population cellulaire homogène

et riche en cellules souches. La prolifération cellulaire et la population de cellules

souches LGR5+ est maintenue dans les domaines de crypte ; tandis que la prolifé-

ration et la quantité de cellules souches LGR5+ diminuent autour des domaines de

crypte. L’augmentation de la rigidité du substrat diminue significativement la pro-

lifération cellulaire. Sur les substrats rigides, les domaines de crypte possèdent une

taille réduite et constante au cours du temps. Par ailleurs, la réduction de la contrac-
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tilité via le KO de la myosine IIA affecte le maintien des domaines de crypte et la

prolifération cellulaire. En conclusion, ces résultats démontrent que des domaines

prolifératifs et différenciés s’auto-organisent à partir d’une population homogène de

cellules d’organoïdes intestinaux sur des gels plans de PAA en l’absence de cellules

mésenchymateuses et de courbure.

Ces travaux se présentent sous forme d’article dans la section suivante. L’article est

encore en préparation et n’a pas encore été soumis. En effet, pour des raisons tech-

niques certains marquages de cellules souches n’ont pas pu être effectués. De plus, la

mesure des forces exercées par les cellules sur le substrat sont en cours d’analyse et

devraient être ajoutées par la suite.

III.1 Les cellules d’organoïdes intestinaux s’auto-organisent

en domaines de crypte et domaines différenciés

sur des gels plans
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Abstract 

Morphogenesis and tissue homeostatic renewal result from a complex crosstalk between genetic 

regulation programs, and cellular self-organization processes which are in part controlled by 

physical parameters such as cell and tissue mechanics. However, the impact of mechanics on 

homeostatic tissue renewal and tissue stem cell niche maintenance remains poorly understood. 

Here we addressed this question using the intestinal epithelium cultured on 2D surfaces as a 

model system. The single layered intestinal epithelium comprises different cell types issued 

from a single lineage whose spatial distribution follows the crypt/villus axis in function of their 

birth date and differentiation status. Stem cells which allow a rapid renewal of the epithelium 

are located in the crypts. Cells committed to differentiate exit the crypt to proliferate in the 

transitory amplifying zone from where they further migrate actively along the villus as 

differentiated cells. To question the role of mechanical constraints on the self-organization and 

maintenance of intestinal crypts, the niche of stem cells, we cultured mouse intestinal organoid 

cells on 2D Matrigel-coated polyacrylamide gels of controlled stiffness. We observed the 

emergence of crypt-like domains containing Paneth cells and LGR5+ stem cells, comparable to 

the crypt domains found in intestinal organoids in three dimensions in vitro as well as in vivo. 

Crypts were characterized by a very high density of cells that are more columnar than the 

surrounding differentiated cells. The height, density and proliferation of crypt cells decrease 

with increasing substrate stiffness. The crypts are surrounded by highly elongated cells aligned 

tangentially to the cryptic domains forming a boundary between the two domains. This 

boundary is characterized by tangentially aligned supra-cellular acto-myosin cables. By plating 

fully dissociated cells, we further showed that crypts emerge in two to three days out of an 

initially homogeneous monolayer of cells rich in LGR5+ cells. During this process, proliferation 

was maintained and cell density increased in the cryptic domains, while LGR5+ cells density 

and proliferation decreased in area around, populated of differentiated cells, recalling the 

scenario observed during the development of the intestinal epithelium in vivo. An increased 

substrate rigidity impaired this process, due to a drastic reduction of precursor cell proliferation. 

In addition, the knock-out of myosin IIA strongly impaired both precursor cell proliferation and 

crypt-domain maintenance. These results therefore suggest that crypts can be formed and 

maintained without curvature of the epithelium by a joint contribution of proliferation pressure 

and the formation of a myosin IIA-dependent boundary between the proliferative and 

differentiated cell domains. Altogether, they contribute to a better understanding of the cellular 

mechanisms related to the development and homeostatic renewal of the intestinal epithelium.  
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Introduction 

Morphogenesis and tissue homeostatic renewal result from a complex crosstalk between genetic 

regulation programs and self-organization processes at subcellular and cellular level (Collinet 

and Lecuit, 2021). During these processes, cell differentiation, cell shape adaptation, cell 

sorting, cell populations self-organization and boundary formation are highly dependent on the 

mechanical properties of cell themselves and of their environment (tissue stiffness, adhesion 

energy, cell contractility, cortical tension, internal stiffness, cell crowding) (Collinet and Lecuit, 

2021; Gomez-Galvez et al., 2021). In vitro, the mechanical properties of the substratum such 

as its compliance and geometry have been shown to impact cell proliferation and extrusion, as 

well as stem cell fate determination and epithelial integrity (Engler et al., 2006; Le et al., 2021; 

Nelson et al., 2005) (BioRxiv Doi.org/10.1101/2022.03.10.483785). However, the impact of 

the mechanical cues on tissue stem cell niche maintenance and homeostatic tissue renewal 

remains poorly understood.  

The single layered intestinal epithelium (IE) is an attractive model system in order to study 

auto-organization of complex cell populations, tissular compartmentalization and the influence 

of mechanics these processes. The adult IE is maintained under dynamic equilibrium of cell 

proliferation, migration, differentiation and cell extrusion (van der Flier and Clevers, 2009; 

Wells and Spence, 2014). It comprises different cell types issued from a single lineage whose 

spatial distribution follows the crypt/villus axis in function of cell birth date and differentiation 

status. The rapid (a few days) IE homeostatic renewal relies on the continuous proliferation/self-

renewal of stem cells that reside in tissue invaginations known as crypts (Barker et al., 2007; 

Clevers, 2013; Gehart and Clevers, 2019). Stem cells generate transit-amplifying (TA) cells 

that, after several rounds of division while migrating along the crypt-villus axis, differentiate 

mainly in absorptive enterocytes and in minor proportions of secretory cells. One of these type 

of secretary cells, the Paneth cells however stay in the crypt where they contribute to the stem 

cell niche. Altogether, these stem, proliferating and differentiated cells form a continuous 

cohesive monolayer that lines all the inner surface of the intestine. The apparently homeostatic 

IE cells are thus submitted to a continuous tread milling with constant addition of new cells in 

the crypt and TA zone, active migration of differentiated cells along the villus and extrusion of 

apoptotic cells at the tip of the villus (Krndija et al., 2019; van der Flier and Clevers, 2009). 

The situation is somehow different during IE developmental stages. The distribution and 

proliferation of precursor cells is initially uniform along a pseudostratified epithelium layering 

the gut tube (Spence et al., 2011; Sumigray et al., 2018; Wells and Spence, 2014). Villi 
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progressively form in response to the appearance of underlying mesenchymal cell clusters. 

Then, proliferation is restricted to inter villi regions prefiguring crypt domain that further 

invaginate to form crypts where proliferation is sustained (Kwon et al., 2020). The formation 

of crypt domains is under the control of Turing chemical instabilities involving growth factor 

and paracrine cues produced by the underlying mesenchymal cells, as well as epithelial cells 

themselves (Spence et al., 2011; Sprangers et al., 2021; Wells and Spence, 2014). The 

emergence of crypt domains is initiated by the underlying mesenchyme followed by their 

invagination initiated by apical constriction of cells present in these zones (Sumigray et al., 

2018; Yang et al., 2021). The maintenance of IE stem cells (LGR5+cells) and their companion 

cells (Paneth) in the adult crypt is controlled by a similar production of niche factors (WNT3, 

DLL4, EGF and Noggin) by epithelial (Paneth cells) and mesenchymal cells (Barker, 2014; 

Sprangers et al., 2021; Tan and Barker, 2014; van der Flier and Clevers, 2009). During intestinal 

repair or regeneration, the reformation of the niche follows a different route where TA cells and 

even differentiated cells may convert in LGR5+ stem cells (Barker, 2014; Sumigray et al., 2018; 

Tan and Barker, 2014). 

However, crypt domains can form, and stem cells maintained, in 3D organoids in absence of 

mesenchymal cells, in the presence of soluble growth factors added to the culture medium 

(Kwon et al., 2020; Sato and Clevers, 2013; Sato et al., 2009). Crypt domains containing LGR5+ 

stem cells and Paneth cells spontaneously bud out of the closed cystic structures forming IE 

organoids that may recapitulate the regeneration/repair processes observed in vivo (Serra et al., 

2019; Sprangers et al., 2021; Wang et al., 2019). Liberali and colleagues have shown that crypt 

bud out of organoids generated by single cells through a rupture of symmetry initiated by the 

appearance of a cell differentiating in a Paneth cell (Serra et al., 2019). In 3D organoids, a 

contribution of apical construction and mechano-osmotic forces has been proposed to initiate 

crypt formation (Yang et al., 2021). By culturing organoids cells on 2D surfaces, Trepat and 

colleagues have shown that crypt domain cells apply forces on the underlying matrix that may 

contribute also to crypt invagination (Perez-Gonzalez et al., 2021). In another study, Lutolf and 

colleagues have shown that crypt budding can be induced in 3D organoids by softening of the 

3D matrix (Gjorevski et al., 2016) and tissue geometry (Gjorevski et al., 2022). 

However, it remains unclear how crypt domains are initiated and maintained in vitro and their 

exact inter-relation with the invagination process. Thus, we initiated the analysis of crypt 

formation on 2D surfaces. Various studies have reported the formation of crypt domains in 2D 

(Altay et al., 2019; Kim et al., 2018; Perez-Gonzalez et al., 2021; Wang et al., 2019), but 
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however failed to clearly answer this question. In a previous study we analyzed the importance 

of substrate elasticity in guiding planar IE growth, focusing on the organization of villus like 

domains containing differentiated cells we call here differentiation domains (Xi et al., 2022). 

In the present study, using similar approaches, we analyze the formation and maintenance of 

crypt-like domains and the impact of substrate rigidity on these processes. 
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Material and methods 

Reagents and chemical  

To constitute the expansion medium, DMEM (#31966021, with high glucose, GlutaMAX™ 

Supplement and pyruvate), GlutaMAX™ (#35050061), penicillin-streptomycin (#15140122), 

Geneticin™ (#10131035), hygromycin B (#10687010) and Advanced DMEM/F-12 

(#12634010) were from Thermo Fischer Scientific, the fetal bovine serum (# S1810) was from 

Biowest and the L-WRN cells (#CRL-3276) were from ATCC. 

Before the seeding of the cells on the polyacrylamide, the intestinal organoids were cultured in 

Matrigel® Basement Membrane Matrix (#CLS354234) from Corning. During the seeding of 

the intestinal organoid cells, we used TrypLE™ Express Enzyme (#12605010) from Thermo 

Fischer Scientific, for the enzymatic dissociation, and a selective ROCK inhibitor Y-27632 

dihydrochloride (#72304) from StemCell. Myosin II KO was induced using 4-

Hydroxytamoxifen Ready Made Solution (#SML1666-1ML) from Sigma-Aldrich. 

To prepare the polyacrylamide gels, TMED (#17919) and DPBS (#14190094) were from 

Thermo Fischer Scientific, the 40% acrylamide solution (#1610140), 2% bis-acrymamide 

Solution (#1610142) and ammonium persulfate (#1610700) were from Bio-Rad, and the 3-

(trimethoxysilyl) propyl methacrylate (#440159) was from Sigma-Aldrich. Additionally, the 

gel protein coating was performed with either Matrigel® Growth Factor Reduced (GFR) 

Basement Membrane Matrix (#CLS354230) or Matrigel® Basement Membrane Matrix 

(#CLS354234) from Corning. 

Finally, immunostainings were performed using Triton™ X-100 (#X100-100ML) from Sigma-

Aldrich and formaldehyde (#28908) from Thermo Fischer Scientific. Samples were mounted 

either in VECTASHIELD® Antifade Mounting Medium (#H-1000-10) from Vector 

Laboratories or in ProLong™ Diamond Antifade Mounting Medium (#P36961) from Thermo 

Fischer Scientific. To stain the nuclei, we used Hoechst 33342 (#H3570) from Invitrogen. To 

measure the proliferation, we used Click-iT™ EdU cell proliferation kit for imaging either 

conjugated with Alexa Fluor™ 488 dye (#C10337) or Alexa Fluor™ 647 dye (#C10340) from 

Invitrogen. Monoclonal anti-uvomorulin/E-cadherin antibody produced in rat (#U3254) and 

anti-laminin antibody produced in rabbit (#L9393) were from Sigma-Aldrich. LGR5 (GPR49 

or GPR67) rabbit polyclonal antibody (#50630) was from BiCell. Lysozyme EC 3.2.1.17 

polyclonal rabbit antibody (#A0099) and villin mouse monoclonal (1D2 C3) antibody 

(#M3637) were from Dako. Myosin phospho S19/phospho S20 rabbit polyclonal antibody 

110



 

(#600-401-416) was from Rockland. F-actin was stained with Alexa Fluor™ 647 Phalloidin 

(#A22287) from Thermo Fischer Scientific. Rabbit polyclonal anti-collagen IV antibody 

(ab19808) was from Abcam. 

 

Maintenance culture of mouse intestinal organoid 

Intestinal organoids have been isolated from isolated mouse crypts as reported previously 

(Miyoshi and Stappenbeck, 2013), then frozen, expended and passaged as described in 

(Mizutani and Clevers, 2020; Xi et al., 2022). Briefly, thawed pieces of organoids are embedded 

in a 1:1 ratio of Advanced DMEM/F12 (basal media), plated as 50 μL domes in a 24-well plate 

and incubated at 37 ◦C for 20 to 30 min for the Matrigel to polymerize before adding 500µL of 

the expansion medium (EM). Media was changed every 2 days. The organoids were sub-

cultured twice a week and used for seeding on polyacrylamide gels after 4 days of culture. Wild 

type organoids (issued from C57/Bl6 mice) used here are from the same stock than in (Xi et al., 

2022).  

H2B-mCherry organoids were generated from H2B-mCherry knock-in mice provided by 

Renata Basto (Institut Curie, Paris). VillinCreERT2-tdTomato organoids were generated from 

mice provided by Danijela Vignjevic (Insitut Curite, Paris)(Krndija et al., 2019). Myosin-IIA-

GFP-knock-in mice (Zhang et al., 2012) were provided by Ana-Maria Lennon-Dumesnil 

(Institut Curie, Paris). Myosin-IIA-KO/mTmG mice (Krndija et al., 2019) were kindly provided 

by Danijela Vignjevic (Insitut Curie, Paris) and generated by crossing Myosin-IIA-KO 

(Jacobelli et al., 2010) and mTmG mice (Muzumdar et al., 2007). Cre recombinase for Myosin-

IIA-KO was induced with 200 nM of 4-hydroxytamoxifen for 24 h before cell seeding. 

 

Expansion medium 

The intestinal epithelial cells Expansion Medium (EM) used for organoids and 2D monolayers 

cultures was prepared from L-WRN cells grown in advanced DMEM/F12 supplemented with 

penicillin (100 units/mL), streptomycin (100 μg/mL), GlutaMAX (2 mM) and FBS (20% v/v)) 

as described in (Miyoshi and Stappenbeck, 2013; Xi et al., 2022). The L-WRN cells conditioned 

medium containing Wnt-3A, R-Spondin and Noggin produced by the L-WRN cells was 

collected every 24 h and mixed with fresh advanced DMEM/F12 medium at a 1:1 ratio to make 

EM. 
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Preparation of Matrigel-coated PAA gels of controlled stiffness 

Matrigel-coated PAA gels were prepared as described in (Xi et al., 2022). Briefly, autoclaved 

glass coverslips (Ø = 18 mm) were treated with oxygen plasma for 3 min. A diluted Matrigel 

solution in Advanced DMEM/F12 (1:10, v/v) was placed on the coverslips and incubated 

overnight at 4 ◦C. The remaining solution was then discarded. The acrylamide, bis-acrylamide 

and PBS stock solutions were degassed in a vacuum chamber for 15 min. The polymerization 

solutions were quickly prepared and mixed by vortexing for a few seconds, and a 35 μL drop 

was then placed on a silanized glass coverslip (Ø = 14 mm) and sandwiched by a Matrigel-

coated coverslip. The set-up was left 25°C for 30 min to allow PAA polymerization before 

peeling off the Matrigel coated coverslip from the PAA gel. As-fabricated Matrigel-coated PAA 

substrates were then soaked in PBS for 2 hours to remove the unreacted chemicals. 

 

2D culture of mechanically and enzymatically dissociated organoid cells  

Mechanically dissociated intestinal organoid cells were prepared and seeded as reported in (Xi 

et al., 2022). Briefly, the organoids routinely cultured in Matrigel domes were suspended in 3 

mL cold Advanced DMEM/F12 and mechanically broken by repeatedly pipetting using 200 μL 

tips. The broken organoids were suspended in EM containing 10 μM ROCK inhibitor Y-27632 

and directly seeded on Matrigel-coated PAA gels. These cells were allowed to attach in the 

incubator at 37 °C for 18 h, then unattached cells were washed off and fresh EM was added to 

the culture. The EM medium was renewed every two days. 

Alternatively, intestinal organoids were enzymatically dissociated to produce single cell 

preparations that were then seeded on the Matrigel-coated PAA substrates. Mechanically 

broken organoid pieces were incubated for 5 min at 37°C in advanced DMEM/F12 containing 

TrypLE solution in presence of 10 μM Y-27632. The reaction was then stopped by adding 

advanced DMEM/F12, 10% FBS. The solution was then filtered through 30 µm filters 

(CellTrics™, # 04-004-2326, from Sysmex) and centrifuged at 1000 rpm for 5 min. The isolated 

cell pellet was then resuspended in EM containing 10 μM ROCK inhibitor Y-27632 and directly 

seeded on Matrigel-coated PAA substrates. 

 

Immunostainings and image acquisition  
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Cell culture samples were fixed using 4% paraformaldehyde for 15 min, permeabilized using 

0.1% Triton X-100 in PBS, then blocked for 30 min in PBS-10% FBS before proceeding to 

incubation with the primary antibodies diluted in PBA-1% FBS at 4 ◦C overnight. After three 

washing steps in PBS, the preparations were incubated for 2 h with secondary antibodies diluted 

in PBA-1% FBS at RT, in the presence or the absence of Hoechst (dilution 1/10000) or labelled 

phalloïdin (dilution 1/100). After three additional washing steps, samples were mounted in 

Prolong or Vectashield mounting media. 

EdU pulses were performed as described in (Xi et al., 2022). Briefly, 10 μM EdU in EM was 

incubated for 30 min. After removal of EdU containing medium and PBS wash, cells were fixed 

in 4 % PFA and permeabilized using 0.5% Triton X-100. Then, EdU signal was detected using 

the Click-iT Alexa Fluor 488 Imaging kit (Thermo Fisher Scientific), before proceeding with 

immunolabelling protocols described above. 

Immunostained samples were Image acquisition was performed on a confocal LSM780 

microscope (Zeiss, Zen software) or a spinning disk CSU-X1 (Zeiss, Zen software) with 

x10/0,45NA Plan-Apochromat air-immersion objective, x25/0.8NA Plan-Apochromat, 

×40/1.3NA Plan-Apochromat and ×63/1.4NA Plan Apochromat oil-immersion objectives.  

 

Live cell imaging 

Live cell imaging of the H2B-mCherry organoids were achieved on a spinning disk CSU-W1 

microscope (Leica and MetaMorph software) with x10/0.40NA Plan-Apochromat air-

immersion objective. Live cell imaging of the VillinCreERT2-tdTomato organoids were 

executed on a spinning disk CSU-X1 microscope (Zeiss and MetaMorph software), equipped 

with 25x/0.8 NA Plan-Apochromat oil-immersion objective. 

 

Cell segmentation and cell tracking 

Cell were segmented using Cellpose, a deep learning based segmentation algorithm (Stringer 

et al., 2021). The output, a mask with the outline of the cells, was then used for the tracking. 

We used as input the mean projection over 3 µm of the villin-tomato cell membrane near the 

substrate. Images were preprocessed on Fiji. To capture a more accurate segmentation, Cellpose 

parameters were set as follows: cell probability threshold was -6 flow probability threshold was 

-6 and diameter was 12.74 µm. 
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The mask extracted from Cellpose was then used as an input for the tracking step on TrackMate 

(Tinevez et al., 2017)(BioRxiv: doi:10.1101/2021.09.03.458852). Mode detection was set on 

mask detector. We excluded tracks shorter than 14 hours and small objects. The output file was 

analyzed on python. Crypt domains were manually circled on Fiji. 

 

Quantification of EdU+ and LGR5+ cells 

The proportion of LGR5+ cells and EdU+ cells was measured thanks to the method described 

previously (d'Alessandro et al., 2017; Gole et al., 2011). This method allowed to estimate the 

total number of cells by spotting the local maxima on each nucleus stained with LGR5 or EdU. 

 

Quantification of cell velocity  

Cell velocities were measured using MatPIV (MatLab software 2021a) as described in (Peyret 

et al., 2019) on live recordings of the H2B-mCherry nuclei signal. The mean values were 

calculated for each rigidity on 4 to 6 fields of view. To obtain mean cell velocity in the crypt 

and differentiation domains PIV was measuring along 18 h started at 36 h after cell seeding on 

2.4 kPa and 56 h after cell seeding on 21 kPa. The crypt positions were spotted for all the fields 

of view. Then, the velocity inside the crypt was measured in a 360 µm square for 2.4 kPa and 

a 300µm square for 21 kPa centered on the crypts. The mean velocity of the differentiated cells 

was measured on the rest of the monolayer. 

To obtain the velocity fields inside and around the crypts, for each crypt and for each time point, 

we extract the velocity field given by the PIV in a 600 µm square centered on the crypt. The 

velocity fields were then averaged over time during the crypt lifetime. To obtain the mean 

direction of the cell flow, we define a, the direct angle between the spatial mean vector of the 

temporal mean velocity field and the horizontal axis (Suppl. Fig. 4). For each crypt, the velocity 

field was rotated of -a. Finally, the rotated velocity fields were average over the number of 

crypts for each rigidity. 

 

Statistics 

The statistical analysis were all accomplished using Prism (GraphPad Software, San Diego, 

CA, USA, version 7.0).  

114



 

Results 

Mechanically broken intestinal organoids are able to unfold in monolayers on Matrigel-

coated PAA substrates 

In order to culture IE cells in 2D monolayers, established mouse intestinal organoids were 

dissociated mechanically by pipetting as described in Material and Methods and seeded on 

Matrigel-coated PAA gels. PAA gels of calibrated stiffness’s were prepared as described in (Xi 

et al., 2022) (Suppl Fig.1). The quality of the coating of Matrigel proteins on the PAA surfaces 

was verified by immunostaining for the two major Matrigel components, collagen IV and 

laminin. Imaging of the immunostainings reveled a homogeneous distribution of the two matrix 

components (Suppl Fig. 1). Intestinal epithelial pieces deposited on PAA-Matrigel surfaces 

adhered within the first day and spread during the following days in large areas, up to day three 

(Suppl Fig. 2). At later stages, massive cell detachment was observed (data not shown). We 

thus systematically analyzed the 2D epithelia behavior at day three, varying the substrate 

stiffness from 80 Pa to 21 kPa. At the lowest rigidity, 80 Pa, the organoids had difficulties to 

adhere and unfold and very often formed cysts on top of the gel (data not shown). In a range of 

higher stiffnesses (0.37, 2.4 and 5.2 kPa), EI cells formed large areas of monolayered epithelial 

sheets and co-staining of laminin revealed that the monolayers were well spread and attached 

to the substratum (Suppl. Fig. 3). Altogether, above 80 Pa IE organoids unfold as a monolayer 

fully adhering to the PAA-Matrigel surfaces. 

While in a previous study we analyzed the impact of substrate stiffness on the morphology of 

differentiated intestinal epithelial cells (Xi et al., 2022), here we analyzed the behavior of the 

whole monolayers. At day three, besides large areas formed of cuboidal cells with a moderate 

packing density corresponding to areas populated of differentiating cells as those described in 

(Xi et al., 2022), we observed circular areas of high cell packing of 17 707 +/- 911 µm2, 

containing approximatively 50 to 100 cells, likely corresponding to crypt-like domains (Fig. 1). 

The nature of these domains as crypts, i.e. the niche of intestinal epithelial stem cells was further 

demonstrated by immunostaining that revealed the presence of LGR5+ stem cells as well as of 

Lysozyme+ Paneth cells (Fig. 1A, B). Immunostainings with anti-CEBPα, a marker of 

transitory amplifying (TA) cells, indicated that these zones of high cell packing likely also 

contain TA cells. Immunostaing of Villin, an apical marker acquired by intestinal epithelial 

cells during their differentiation, indicated that the crypt-like domains are not populated by 

differentiating cells but surrounded by them. The distribution of transitory amplifying cells is 

promiscuous with crypt domain. These observations demonstrate that IE cells cultured on 
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planar compliant surfaces develop a compartmentation of the monolayers in villi-like and crypt-

like domains.  

 

Cells in the crypt domains and at the boundary with the villus domains have a peculiar 

cellular and subcellular organization 

We then focused on cell organization in crypt domains and at the interface between the crypt 

and villus like domains (Fig. 2). Beside the high cell density in the crypt domain, nuclei staining 

revealed the presence of a few rows of elongated nuclei whose long axis was tangential to the 

crypt domain boundary. E-cadherin immunostaining revealed that these nuclei belong to cells 

encircling the crypt domains that were very elongated basally (Fig. 2A). By contrast, crypt-

domain cells appeared more isotropic from their basal to their apical planes, with a reduced 

projected area compered to cells in differentiated domains (Fig. 2A-C). To quantify this, we 

segmented villin-tomato IE cells in the crypt domains and surroundings and measured the area 

of these cells (Fig. 3B). The cells inside the crypt domains had a significant smaller projected 

area than the cells surrounding these domains. Live imaging focused on the crypt domains 

performed from day 2 to day 3 followed by cell segmentation and tracking revealed a significant 

difference in velocity between the cells in the crypt domains and surrounding cells. Mean cell 

velocity over time is higher in the surroundings than in the crypt domains (Fig. 3C). 

Additionally, cells crypt domains cells displayed a reduced Mean Square Displacement (MSD) 

than the surrounding cells indicating that cells inside the crypt explore a more restricted area 

than the surrounding cells. This difference in cell displacement behavior between the two 

domains can be linked to the existence of a boundary region, formed of elongated, tangentially 

oriented cells around crypts, that would limit cell movements in the crypt domains. 

Interestingly, cells that change compartment during the entire imaging displayed intermediary 

characteristics in terms of cell shape and displacement. 

To further characterize this boundary, we analyzed F-actin and myosin IIA distribution in 

Myosin IIA-GFP expressing IE monolayers. F-actin and myosin IIA were accumulated at 

lateral cell-cell contacts together with E-cadherin in all IE cells (Fig. 2A-B). F-actin and myosin 

were also accumulated in the apical domain of differentiated cells as reported previously (Xi et 

al., 2022) and of crypt cells (Fig. 2C, E). A major difference in actomyosin distribution was 

observed however basally. Indeed, basal actomyosin was accumulated at the center of 

differentiated cells. It was organized in tangentially oriented supracellular cables in the 
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elongated cells forming the margin region of the crypt-like domains (Fig. 2A, D) as previously 

described (Perez-Gonzalez et al., 2021). This peculiar organization of the acto-myosin network 

in margin cells suggest that these elongated cells contribute to establish a mechanical barrier 

between the crypt-like and the villi-like domains.  

 

Substrate stiffness affects the morphology, density and proliferation of cells in 2D crypt 

domains  

We then analyzed the impact of the stiffness on these crypt domains in the 0.37 to 5.2 kPa range. 

x-z optical sections revealed that cells in the crypt-like domains were more columnar than in 

differentiating domains (Fig. 2E). Cells were taller at the center of the crypt domain forming a 

dome in the monolayer. We then analyzed the impact of substrate stiffness on the height of 

these crypt domains. The maximum height of cells in the crypt domains decreased with 

increasing substrate stiffness (Fig. 4A, B). However, for a given stiffness, crypts always formed 

a dome where cells were significantly taller than those in differentiating zones around. For 

example, on 0.37 kPa substrates crypt cells had a height of 20 ± 1 µm, while differentiated cells 

have been reported to have a height of around 12 µm (Xi et al., 2022); for 5.2 kPa, the heights 

were 13.6 ± 0.9 µm (this study) and of around 5 µm (Xi et al., 2022) for crypt and villus areas, 

respectively. Above 5.2 kPa of substrate stiffness the height of the crypt did not decrease further 

(data not shown).  

In a previous work, it was reported that on the softest substrates (0.2 to 1.5 kPa) cells in the 

crypt domains apply a pushing force in z inducing the ingression of crypt domains in the 

underlying PAA gel, mimicking the developmental folding of crypt in the underlying 

mesenchyme in vivo (Perez-Gonzalez et al., 2021). However, although we noticed that the basal 

surface of the crypts was often wavy, with in some cases a slit indentation of the PAA gel at 

the center of the crypt, in our hands this ingression was not systematicly observed and with no 

obvious relation with substrate stiffness. 

Since substrate stiffness affect the columnar organization of crypt cells, we further analyzed its 

impact on crypt cell packing. Substrate stiffness also affected the density cells in crypt domains; 

the packing cell density in crypt domains decreasing with increasing substrate stiffness (Fig. 4 

B, C). This may be due to a lower proliferation rate at higher substrate stiffnesses. Thus, we 

next analyzed the impact of substrate stiffness on cell proliferation (Fig. 4 D, E). EdU+ staining 

revealed that the areas of higher cell density, containing LGR5+ cells and Paneth cells, defined 
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above as crypt-like domain were as expected areas of cell high cell proliferation (Fig. 4 D). 

Quantification of the ratio of EdU+ cells on total cell number in crypt domains indicated that 

cell proliferation was high on the softest substrates (0.37 kPa), but strongly reduced on 2.4 and 

5.2 kPa substrates (Fig. 5E). Altogether, these data show that crypt domains containing stem 

cells and Paneth cells are maintained when organoids unfold on 2D substrates and that the 

substrate stiffness impact crypt cell height, packing and proliferation.  

 

Dissociated IE cells spontaneously self-organize in crypt-like domains on 2D substrates  

So far these data show that crypt-like domains and differentiated cell domains can be 

maintained in 2D cultures of IE organoids in the absence of monolayer folding. However, this 

does not prove that these domains can self-assemble and segregate spontaneously in 2D. To 

address this question, we then dissociated IE cells to single cells by enzymatic means (see 

methods) before seeding them on PAA-Matrigel substrates. At the lowest stiffness tested (0.37 

kPa), dissociated IE cells barely attached on the 2D surfaces and were not able to form a 

monolayer (data not shown). We thus performed these experiments on two stiffnesses (2.4 and 

21 kPa). Figure 5 shows the typical organization of crypt domains formed by IE cells grown 

for 3 days on 2.4 kPa and 21 kPa gels. On 2.4 kPa gels, these domains of packed cells were 

clearly limited by a belt of elongated cells (Fig. 5A) similar to what is observed after 3 days of 

cultures for mechanically dissociated organoids. Immunostaining indicated that those zones 

host LGR5+ cells and are surrounded by villin+ differentiated cells (Suppl Fig. 4). Thus, on 2.4 

kPa substrates, crypt-like domains form that are very similar to those formed by mechanically 

dissociated IE cells (see Fig. 2). However, when grown three days on 21 kPa substrates, IE cells 

formed less organized and smaller crypt-like domains (Fig. 5B). To quantitatively determine 

the impact of substrate stiffness on crypt formation, we analyzed the dynamics of crypt 

formation by live imaging of H2B mCherry IE cells on 2.4 kPa and 21 kPa substrates. 

Increasing the stiffness from 2.4 kPa to 21 kPa almost doubled the time needed for crypt 

appearance (Fig. 5C). The increase in stiffness was further associated to a decrease in crypt 

domain size (Fig. 5C). Altogether these data show that fully dissociated IE cells can self-

organize in 2D into crypt-like domains and that their formation and stability depend on substrate 

stiffness.  

 

Dynamics of crypt domains and surrounding regions in function of substrate rigidity 
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In order to have some hints on the dynamics of crypt domain we applied Particle Imaging 

Velocity (PIV) on time laps of nuclei labelled IE monolayers grown on both substrates allowing 

to quantify local cell velocities in crypt domains and in surrounding regions (Fig. 6A). 

Extracting the mean velocities revealed that IE cells had a much lower velocity in crypt domains 

than around. However, this trend was less prominent on 21 kPa substrate than on 2.4 kPa 

substrate, in accordance with the reduced radius and increased formation delay of crypt domains 

on the stiffest substrate. In addition, the overall cell velocity in the monolayer was increased on 

the stiff substrate, suggesting that the overall displacement velocities in the monolayer together 

with the differential cell motility in crypt domains and surrounding regions may be involved in 

the formation of crypt domains. We then further extracted the velocity maps of the crypt 

domains and their surrounding region as shown in a supplementary figure 5. To extract more 

general trends on these displacement fields, we extracted the mean velocity fields by averaging 

heap maps and vector fields over regions centered on individual crypts. However, for each 

individual crypt analyzed we observed a bias of the overall cell displacement in one direction. 

Thus, we decided, before averaging, to re-orient all the maps along their main displacement 

direction (Fig. 6B). These averaged maps revealed a global centrifuge gradient of velocity 

vectors which increase from the crypt centers to their periphery, that was the most evident for 

2.4 kPa conditions. Cell displacement were reduced toward the center of the crypts in 

accordance of mean velocities reported in Fig. 6A. They revealed also an asymmetric 

distribution of cell flows as if the cells were moving out of crypt in a preferential direction. All 

these trends were also observed for 21 kPa substrates with however a global increase in 

velocities in both crypt and inter crypt domains, together with a non-significant difference of 

velocities in crypt domains and outside.  

 

Crypt self-organize and segregate from differentiating regions by global decrease and 

local accretion of LGR5+ cells  

To further address how these domains form we followed the distribution of IE cell nuclei as 

well as of LGR5+ stem cells from day 1 to day 3 of culture (Fig. 7A, C). At day 1, on both 

stiffnesses, LGR5+ cells were representing more than half of the total number of cells attached 

to the substratum and forming monolayers, likely because after total dissociation only stem cell-

like cells were able to adhere or survive on these 2D surfaces. For both stiffnesses, the 

proportion of LGR5+ cells strongly decreased at day 2 then further at day 3 (Fig. 7B, D). This 

decrease in the proportion of LGR5+ cells could be due to the natural process of differentiation 
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of EI precursors. Interestingly, starting at day 4, we observed massive cell detachment that 

could be understood as cells reaching their final state of differentiation (cell extrusion). 

Altogether, this indicates some kind of synchronization of these IE cell population enriched at 

seeding in proliferative LGR5+ cells. Beside this, we observed an evolution of the relative 

distribution of cell nuclei that were almost homogeneously distributed at day 1, then condensed 

in crypt-like domains at day 2 (Fig. 7A, C). At day 3, on 2.4 kPa gels, the crypt-like domains 

continued to grow in size and to acquire a high cell packing density while the internuclei 

distance further decreased in regions in between crypt domains. At the same time, remaining 

LGR5+ cells were mostly found in crypt-like domains (Fig. 7A). In contrast, on 21 kPa 

substrates, the difference in cell packing density between crypt-like domains and the other 

regions of the monolayer vanished at day 3 (Fig. 7C). In addition, at day 3 the overall density 

of cells was lower in 21 kPa than on 2.4 kPa substrates. Thus, the major difference between soft 

and stiff substrate conditions is not the evolution of the ratio of LGR5+ cells in the monolayer 

but the capacity of cells to pack in crypt-like domains over time.  

 

High substrate stiffness as well as loss of Myosin IIA activity impair IE cells proliferation 

To further determine how crypt-domains arise out of a salt-and-pepper population a IE cells 

enriched in LGR5+ cells, we further analyzed the distribution of proliferating cells thanks to 

EdU staining. At the global monolayer level, the ratio of EdU+ cells was very high (close to 40 

%) on both substrates at day 1 as expected for a population of cells enriched is stem cells (Fig. 

8A, B, D). On both substrates this ratio decreased at day 2, and remained significant at day 3 

for the soft substrate while it dropped to close to zero on the stiff substrate. Thus, the impairment 

of crypt domains formation on stiff substrates could be caused, not by a depletion in LGR5+ 

stem cells but by a strong inhibition of cell proliferation.  

The stiffness sensitivity of crypt formation may be mediated by cell contractility. Indeed, 

inhibition of Myosin II activity by blebbistatin has been reported previously to destabilize crypt 

domains (Perez-Gonzalez et al., 2021). We made similar observations in mechanically 

dissociated EI monolayers treated with blebbistatin (data not shown). To further determine if 

internal cell contractility was involved in this substrate stiffness response, we cultured 

enzymatically dissociated Myo IIA KO cells on the 2.4 kPa substrate, permissive for IE cell 

proliferation and crypt formation (Fig. 8C). Interestingly, while the proportion of EdU+ cells 

was not affected in Myo IIA KO cells at day 1 on 2.4 kPa, the proportion of proliferating cells 
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was strongly decreased at day 2 and day 3 compared to WT IE cells on the same stiffness (Fig. 

8D), indicating that the loss of Myosin IIA activity strongly decreases the proliferation 

capability of IE cells. Altogether these results indicate that both the stiffness of the substrate 

and cell contractility strongly regulate the capability of LGR5+ cells to proliferate and the 

subsequent formation and maintenance of crypt domains independently of crypt folding.   
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Discussion 

The study of IE development and self-renewal in adult is highly informative for understanding 

complex biological phenomena that involve stem cell behavior, epithelial cell sorting, 

dynamics, organization and homeostasis. Previous studies focusing on in vitro growth and 

differentiation of 3D mouse IE organoids have allowed to propose various scenari for crypt 

genesis, folding and maintenance (see Introduction). However, these in vitro investigations do 

not directly address how this stem cell niche emerges out of an initially flat and un-patterned 

epithelium as observed during development (Spence et al., 2011; Sumigray et al., 2018; Wells 

and Spence, 2014). We show here that crypt domains can spontaneously reform from a 

population of adult mouse IE cells and segregate out of differentiated cell domains in the 

absence of mesenchyme as in vivo, of a local source of morphogens, as reported in (Kim et al., 

2018), luminal osmotic pressure (Yang et al., 2021), curvature (Gjorevski et al., 2022; Yang et 

al., 2021) or substrate softening (Gjorevski et al., 2016). To do this, we developed a method to 

culture intestinal organoids on planar substrates made of Matrigel-coated PAA gels of 

controlled stiffness, very similar to the one used in (Perez-Gonzalez et al., 2021).  

We show that the IE cells either mechanically dissociated (pieces of organoids) or even fully 

dissociated IE cells colonize Matrigel-coated gels over 2 to 4 days with the rapid emergences 

of two domains with very distinct cell phenotypes. A first type of domain corresponds to 

circular zones populated by highly packed columnar cells. The zones in between these circular 

zones are populated by more spread and squamous cells which correspond to differentiated cells 

as reported in (Perez-Gonzalez et al., 2021; Xi et al., 2022) and confirmed by villin expression. 

Thanks to immunofluorescent staining, we identified the areas of very high cell density as crypt-

like domains containing Paneth cells and LGR5+ stem cells, comparable to the crypt domains 

found in intestinal organoids in three dimensions in vitro as well as in vivo. Accordingly, these 

domains are areas of high proliferation as revealed by EdU staining. 

We found that these crypt-like domains were composed of isotropic cells of lower projected 

area in the center surrounded by highly elongated cells at their periphery, aligned tangentially 

to the cryptic domains, and forming a boundary of a few cells row between the crypt domains 

and the differentiated cells domains. This boundary is not associated with differential 

expression or localization of the adhesion molecule E-cadherin, ruling out boundary 

maintenance by differential intercellular adhesion. However, these boundary cells possess at 

their ventral face long tangentially aligned supra-cellular actomyosin cables. We can thus 

suspect that these cells that are highly contractile cells maintain a boundary between the zones 

122



 

of proliferation and the zones of differentiated cells and thus the shape of the crypt domains. 

The fact that blebbistatin treatment (Perez-Gonzalez et al., 2021) as well as MyoIIA KO 

destabilize these domains supports this hypothesis. However, it is not clear to what extent cell 

contractility is required to initiate crypt domain building. 

We also observed an apical accumulation of actomyosin in crypt cells. The analysis of cell 

velocity by PIV, single cell tracking and MSD indicate that cells within crypt are significantly 

less motile than surrounding cells. These observations are consistent with those of (Perez-

Gonzalez et al., 2021) in the absence however of major invagination of the crypt domains into 

the underlying substrate. Further TFM measurements will allow us to determine the pattern of 

forces and tissue stress around crypt domains and their contribution to boundary formation in 

the absence of monolayer bending. It is to notice that in our hand the crypt boundaries were 

very often anisotropic, especially when starting from fully dissociated cells, indicating that as 

suggested by PIV analysis TA or differentiating cells may flow out of crypts preferentially in 

direction of weaker boundary organization. Along this line, TA cells labelling indicated a 

promiscuous distribution of these cells, suggesting that crypt domains may further need 

curvature to be properly stabilized. Despite this, our study shows that crypt-like domains are 

able to self-organize in the absence of epithelium curvature. 

To question the role of mechanical constraint on the self-organization and maintenance of 

intestinal crypts, the niche of stem cells, we cultured IE cells on 2D Matrigel-PAA gels of 

various stiffnesses. We observed that the height of the crypt domain cells decreases significantly 

with increasing stiffness with a sharp decrease between 0.37 and 2.4 kPa. This effect is not 

specific of crypt domains as we reported it also for the differentiated IE cells in similar 

conditions (Xi et al., 2022). It may not even be specific of intestinal epithelial cells has it has 

been reported also for MDCK cell cultures (Hagelaars et al., 2022; Kaliman et al., 2021). These 

studies show that matrix stiffness more ubiquitously can control squamous to columnar cell 

shape, cell polarity and cell density which affect also cell motility. However, if this process 

may explain the combined response to stiffness of IE monolayers, it does not explain the 

differential cell height adaptation of crypt versus differentiation domains. Alternatively, a 

difference in crypt cells anchorage to the substratum (integrin-mediated adhesion) contractility, 

or cortical tension may control these differences that may be of first importance for differential 

cell motility and proliferation as well as for boundary formation. 

The height, density and proliferation of crypt cells decrease with increasing substrate stiffness. 

By plating fully dissociated cells, we further showed that crypts emerge in two to three days 
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out of an initially homogeneous monolayer of cells rich in LGR5+ cells. During this process, 

proliferation was maintained and cell density increased in the cryptic domains, while LGR5+ 

cells density and proliferation decreased in area around populated of differentiated cells, 

recalling the scenario observed during the development of the intestinal epithelium in vivo 

(Spence et al., 2011; Sumigray et al., 2018; Wells and Spence, 2014).  An increased substrate 

rigidity impaired this process, likely due to a drastic reduction of precursor cell proliferation, 

since while decreasing the number of LGR5+ progenitors was not as strongly affected. Notice 

that at seeding, the enrichment of the cell population in LGR5+ cells was very high. This likely 

results from the culture medium used for organoid expansion that favors stem cell maintenance 

as well as from a selection of LGR5+ cells at seeding that may be more prone to adhere and/or 

survive compared to differentiating cells. Alternatively, we do not know if this LGR5+ cells are 

bona fide stem cells or TA cells or even more differentiated cells that de-differentiate during 

the cell dissociation/seeding procedure recalling regenerative processes (Barker, 2014; 

Sumigray et al., 2018; Tan and Barker, 2014). In line with this hypothesis, notice that LGR5+ 

cells as well as dividing cells keep accumulating at the edges of IE monolayers. Surprisingly, 

an increase in substrate stiffness which is expected to be associated to an increase in cell 

contractility was associated to a decrease in cell proliferation. Accordingly, the knock-out of 

myosin IIA strongly impaired both crypt domain formation and precursors proliferation.   

We unravel here a major effect of rigidity on IE stem cell niche maintenance in 2D. We think 

that cell spreading plays a role on this process. IE cells are more columnar and less spread on 

softer substrates and this favors the formation and maintenance of crypts. It is known that one 

of the important signaling factors for the niche, Notch, is cell membrane anchored and needs 

direct cell-cell contacts with neighboring cells bearing its ligand Delta (Shaya et al., 2017). We 

can therefore think that more columnar cells will favor this signaling by increasing the surface 

of cell-cell contact. The increase in cell packing could go in the same direction and reinforce 

this signaling by a positive feedback loop. Finally, as suggested in (Gjorevski et al., 2022), 

curvature could further push toward an increase in cell density and a rearrangement of more 

columnar cell-cell contacts, and thus reinforce the process initiated here in 2D configuration.  

These results therefore suggest that crypts can be formed and maintained without curvature of 

the epithelium by a joint contribution of proliferation pressure and the formation of a myosin 

IIA-dependent boundary between the proliferative and differentiated cell domains.  Altogether, 

they contribute to a better understanding of the cellular mechanisms related to the development 

and homeostatic renewal of the intestinal epithelium. Remarkably, they illustrate how a balance 
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between cell proliferation and contractility contributes to the formation of a boundary between 

cells of the same lineage, a rare process in both vertebrates and invertebrates. 
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Figure 1: Organoids unfolded on PAA-Matrigel substrates show compartmentalization of 
crypt-like and villus-like domains 

A: Mechanically broken intestinal organoids were grown on 2.4 kPa PPA-Matrigel substrates 
for three days, fixed and imaged for nuclei, LGR5, Lysozyme and CEBPα, markers of stem 
cells, Paneth cells and Transitory Amplifying cells, respectively. Scale bars: 100 µm and 20 
µm.  B: Preparations were stained for nuclei, E-cadherin, LGR5 and villin. Scale bar: 20 µm.  
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Figure 2 : Actomyosin organization in the crypt domains and at boundary with the villus 
domains  

Mechanically broken Myosin IIA-GFP organoids were grown on 2.4 kPa substrates for three 
days, fixed and imaged for nuclei, E-cadherin, and F-actin and imaged with confocal 
microscopy. Panels in A, B and C are projections of 1.45 µm thick z projection taken at the 
basal, middle and upper planes of the crypt domain, respectively, except for nuclei staining 
that is displayed as a total z planes projection. Scale bars: 30 µm. D: Zoomed view of the basal 
organization of actomyosin in a region containing elongated cells at the crypt border (boxed 
area in A). Scale bars: 10 µm. E: x-z optical sections taken across the center of the crypt. Scale 
bar: 20 µm.  
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Figure 3: Morphology and dynamic of the domains and surroundings 

Mechanically broken Villin-tomato organoids were grown on 2.4 kPa substrates for three days. 
Live imaging focusing on the crypt domains was performed from day2 to day 3. Cells were 
then segmented and tracked over time. Crypt domain were manually circled over time. We 
distinguished three cell positions: crypt boundary, outside and inside the crypt. Outside and 
inside crypts represent the cells that stays outside or inside the crypt during the entire imaging 
(24 hours). Crypt boundary represents the cells that change position (from inside to outside 
and vice versa) at least once during the entire imaging. A: Example of crypt domains and 
surroundings 64h after seeding. Average projection over 3 µm on the basal side of the cell 
membrane signal. Crypt domain is circled in yellow (left). Cell segmentation and cell tracking 
over few time frames of the crypt domain presented on the left (right). Scale bar: 30µm.  B: 
Cell area as a function of the position. Cells inside the crypt have a smaller projected area 
compared to the cells in the surrounding. C: Cell mean velocity and MSD (mean square 
displacement) over time as a function of the cell position. Mean cell velocity is higher outside 
than inside the crypt. MSD slop is higher outside than inside the crypt. Cells outside the crypt 
domain explore a greater area and have a more directed movement than cells inside. The first 
time point on the MSD plot corresponds to the first detection of each cell. ANOVA statistical 
test: ****: p<0.00001, **: p <0.01, N = 1 and 117 cells were tracked during at least 13 hours.   
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Figure 4:  Impact of substrate rigidity on the cell height and density in crypt-like domains 

Broken organoids either WT or villin tomato were grown for 3 days on 0.37, 2.4 and 5.2 kPa 
PAA-Matrigel substrates, fixed, immunostained for E-cadherin (WT) and imaged by confocal 
microscopy. A: x-z optical sections of crypt domains. Scale bar: 20 µm. Cells in these domains 
are taller at the center of the crypt domains. B: Quantification of the maximum height of crypt 
domains in function of substrate stiffness. Cells in the crypt-like domains are higher on soft 
substrates. ANOVA statistical test: ****: p<0.0001, ***: p<0.001. N=26, 21 and 36 crypts, 
respectively, in 2 independent experiments. C: Nuclei staining of broken organoids grown for 
3 days on 370, 2400 and 5200 Pa PAA-Matrigel substrates. Scale bars: 40 µm. D: 
Quantifications of the cell packing in crypt domains as a function of substrate stiffness. ANOVA 
statistical test: ***: p<0.001. N=12, 15 and 10 crypts, respectively, in 2 independent 
experiments. E: Mechanically broken intestinal organoids were grown for three days on 370, 
2400 and 5200 Pa PAA-Matrigel substrates, pulsed with EdU for 10 minutes, then immediately 
fixed and processed for labelling. Scale bars: 100 µm. F: Quantification of the ratio of cells 
EdU positive on the total number of cells present in crypt domains. ANOVA statistical test: 
****: p<0.0001, ***: p<0.001. N=9, 11 and 3 crypts, respectively, in 2 independent 
experiments. 
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Figure 5: Dissociated organoid cells self-organize in 2D into crypt-like domains  

Enzymatically dissociated IE cells were seeded on 2.4 kPa (A) or 21 kPa (B) PAA-Matrigel 
substrates, grown for 3 days, fixed and stained for nuclei, E-cadherin, F-actin and M-MLC2 
or nuclei, LGR5 and villin. Crypt-like domains were formed at day 3 that are very similar to 
those formed by mechanically dissociated IE cells. Scale bars: 20 µm. C: IE cells were 
enzymatically dissociated out of H2B mCherry organoids, seeded either on 2.4 kPa or on 21 
kPa PAA-Matrigel substrates and followed by live cell imaging of nuclei over 3 days, starting 
18 hours after seeding the cells. The delay in appearance (left), as well as the evolution of the 
radius over time (middle) and mean radius of the crypt-like domains (right) were manually 
quantified. T test: ****: p<0.0001. N = 15 and 21 crypt domains. middle: T test: P = 0.019. 
N = 15 and 23 crypts. C: N = 10 crypts for each condition. right: T test: p= 0 .05, N = 10 
crypts for each condition. 
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Figure 6: Dynamics of crypt domains and surrounding regions in function of substrate 
rigidity 

Enzymatically dissociated H2B mCherry IE cells were seeded on 2.4 kPa (A) or 21 kPa (B) 
PAA-Matrigel substrates, imaged every 30 minutes for 3 days. PIV was then performed on the 
nuclei images to extract velocity maps as described in Methods. C: Velocity for crypt-like 
domains were averaged in a 360 µm square around the spotted crypts on soft substrates and 
in a 300 µm square around the spotted crypts for stiff substrates. Examples of spotted crypts 
on soft and stiff substrates are indicated by red boxes in A and B, respectively. Velocities for 
differentiated areas were averaged of the rest of the monolayer. Mean velocities were 
calculated over 18 h, starting 34 h after cell seeding on 2.4 kPa substrates and 56 h after cell 
seeding on stiff substrates, respectively. ANOVA statistical test: ****: p<0.0001. N = 4 on soft 
and N = 6 on stiff. Cell mean velocity was significantly higher in differentiated area compared 
to crypt-like domains on soft substrates. D: Mean velocity maps in the crypt domains and their 
surrounding region as shown in a suppl. Fig. 4. Velocity field were measured using MatPIV 
on the H2B-mCherry nuclei signal. For each crypt and for each time point, the velocity field 
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was extracted by PIV in a 600 µm square centered on the crypt. The velocity field was then 
averaged during the crypt lifetime, then averaged over all crypts analyzed for each rigidity. 
N= 15 crypts for 2.4 kPa and N= 23 crypts for 21 kPa, respectively.  
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Figure 7: Dissociated IE cells auto-organization is associated to a decrease over time of the 
population of LGR5+ cells 

Enzymatically dissociated IE cells were seeded on 2.4 kPa (A) or 21 kPa (C) PAA-Matrigel 
substrates, fixed on day 1, 2 and 3, and stained for nuclei and LGR5. C, D: Quantification of 
the ratio of LGR5+ over total cell population on 2.4 kPa and 21 kPa substrates, respectively. 
Scale bars: 200 µm. ANOVA statistical test: ****: p<0.0001. N ≥ 30 fields for each condition 
in C; N = 14, 20 and 9 fields for Day 1, Day 2 and Day 3, respectively in D. 
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Figure 8: Proportion of EdU+ cells in the monolayer over time in function of substrate 
rigidity   

Enzymatically dissociated WT IE cells were seeded on 2.4 kPa (A) or 21 kPa (B) PAA-Matrigel 
substrates. C: Alternatively, Myo IIA KO IE cells were seeded on 2.4 kPa substrates. Cultures 
pulsed with EdU for 30 min as described in Methods on day 1, day 2 and day 3, then stained 
for nuclei and EdU incorporation (see methods). Scale bars: 200 µm. D: Graphs showing the 
quantification of the ratio of EdU+ cells over total cell numbers for each condition respectively. 
ANOVA statistical test. **** p<0.0001, * p= 0.0181. N ≥ 16 fields view. 
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Supplemental Figure 1: Preparation and validation of Matrigel-coated PAA gels  

A: Schematics of the method of Matrigel-coated PAA gels preparation. The use of diluted 
Matrigel allow to coat the glass coverslip with Matrigel proteins without jellification (left). The 
proteins are transferred to PAA during PAA polymerization (center) B: Anti-collagen IV (Col 
IV) and anti-laminin (Lam) immunostaining of these Matrigel coated PAA gels as obtained in 
A (right). Scale bar: 100 µm. 
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Supplemental Figure 2: Mechanically dissociated mouse intestinal organoids unfold on 
Matrigel coated polyacrylamide gels 

Mouse intestinal organoids were mechanically broken (see Material and Methods) and seeded 
on 5.2 kPa Matrigel coated polyacrylamide gels and phase contrast imaged at day 1, day 2 
and day 3 of culture. Scale bars: 400 µm. Pieces of organoid attached on the substrate, 
unfolded and colonized the substrate.  

140



 

 

Supplemental Figure 3: Example of a crypt-like domain on 21 kPa gels 

Intestinal organoid pieces were cultured on a 21 kPa gels for 3 days and stained for nuclei 
(blue), membrane (green) and laminin (magenta). Total z projection (top) and z side view 
corresponding to the yellow line on top image of a crypt-like domain. Scale bars, top: 50 µm, 
bottom: 25 µm. Cells inside the crypt-like domain, despite their difference in height with the 
surrounding cells are attached on the substrate. 
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Supplemental Figure 5: Characterization of crypt domains formed out of dissociated IE cells 

Enzymatically dissociated IE cells cultured for 3 days on 2.4 kPa PAA-Matrigel substrates 
were stained for nuclei and LGR5 (A) or nuclei, E-cadherin and villin (B). 

   

 

 

 

Supplemental Figure 6: Generation of average velocity fields in crypt domains and their 
vicinity   

Example of the velocity field around a crypt on 2.4 kPa. Left: snapshot of the nuclei signals of 
the cells 36 h after cell seeding. Crypt circled in yellow. Scale bar: 200 µm. Middle: temporal 
mean velocity field around the crypt. In yellow, angle α defined as the direct angle between the 
spatial mean vector of the temporal mean velocity field and the horizontal axis. Right: - α 
rotation of the temporal mean velocity field around the crypt.  
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III.2 Discussion

En résumé, ce travail montre qu’à partir de cellules d’organoïdes intestinaux

isolées, homogènes et majoritairement souches, des domaines prolifératifs et des do-

maines différenciés se reforment spontanément en l’absence de courbure et de cellules

mésenchymatauses.

En premier lieu, ce travail a permis de développer une méthode permettant de cultiver

des organoïdes intestinaux sur des substrats plans de rigidité variable. Les substrats

utilisés sont des gels de PAA recouverts de Matrigel. Les fragments d’organoïdes

déposés se déplient et colonisent la surface des gels. Deux zones se distinguent alors :

une première zone de cellules denses et cylindriques ; une seconde zone de cellules

moins denses et plus étalées. Les marquages immunologiques révèlent que ces zones

de densité cellulaire élevée sont composées de cellules de crypte (de cellules souches

LGR5+ et de cellules de Paneth) dont certaines sont prolifératives. Ce travail se

concentre par la suite sur ces domaines prolifératifs nommés ici domaines de crypte.

Les domaines de crypte sont composés au centre de cellules isotropes avec une aire

projetée plus faible, et en périphérie de cellules plus grandes et très allongées. Les

cellules en périphérie présentent au niveau basal de longs câbles d’acto-myosine supra-

cellulaires. Au niveau apical dans les domaines de crypte, la myosine II A et l’actine

sont accumulées à la membrane cellulaire. Les câbles supra-cellulaires d’acto-myosine

participent de façon mécanique au maintien de la forme des domaines de crypte et

de la frontière entre ces derniers et les domaines de cellules différenciées.

Il existe donc une ceinture contractile d’acto-myosine qui sépare les domaines de

crypte des domaines différenciés. Par la suite, le suivi du mouvement cellulaire dans

le temps révèle d’une part une vitesse plus faible pour les cellules de la crypte par

rapport aux cellules des domaines différenciés. D’autre part, la mesure du déplace-

ment quadratique moyen indique que les cellules des domaines différenciés possèdent
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un mouvement plus dirigé que les cellules des domaines de crypte. Ces résultats

confirment la présence d’une frontière restreignant le déplacement des cellules des

domaines de crypte. Comme présenté dans l’introduction, le cytosquelette d’acto-

myosine se réarrange en fonctions de la rigidité ressentie par les cellules [93, 40, 145,

64, 180]. Ce qui suggèrent qu’en modifiant la rigidité du substrat, la ceinture d’acto-

myosine par conséquent la frontière entre les domaines pourrait être affectée.

Dans ce travail, j ai montré qu’en augmentant la rigidité du substrat, la hauteur,

la densité et la prolifération cellulaire des domaines crypte diminuent significative-

ment. Ces résultats montrent que les fragments d’organoïdes intestinaux déposés sur

des gels de PAA s’étalent et présentent des domaines de crypte et différenciés. Une

frontière se dessine entre les domaines affectés par la rigidité du substrat. Ces obser-

vations rejoignent ce qui a été montré par C. Pérez-González et collègues [118]. En

effet, les auteurs montrent, grâce à des mesures de forces par TFM (microscopie à

force de traction ou Traction Force Microscopy), que les cellules au centre exercent

des forces sur le substrat orientées vers l’intérieur de la crypte tandis que les cellules

en périphérie exercent des forcent dans la direction opposée. Par la suite, les auteurs

examinent les forces exercées par les cellules orthogonalement au plan du substrat.

Les cellules du centre des domaines de crypte poussent sur le substrat, tandis que

les cellules en périphérie tirent sur celui-ci. Les auteurs conjecturent que cette répar-

tition des forces participe au maintien de la compartimentation et à l’initiation de

l’invagination des cryptes dans l’épithélium intestinal. On peut alors se demander

si ces domaines s’auto-oragnisent et comment la rigidité peut influencer cette auto-

organisation.

Ainsi, dans ce travail, j’ai également mis au point un protocole permettant de culti-

ver des cellules entièrement dissociées d’organoïdes intestinaux. J’ai observé que les

cellules souches avaient la capacité de se différencier et de s’auto-organiser. Après 2-3
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jours de culture, des domaines de crypte se forment sur des substrats mous (2,4 kPa)

comme rigides (21 kPa). La formation des domaines de crypte est plus rapide sur les

substrats mous par rapport au substrats rigides. Le diamètre des domaines de crypte

est aussi plus petit sur les substrats rigides par rapport au substrats mous. De plus,

la taille des domaines de crypte augmente tout au long de leur vie sur les substrats

mous ; tandis que les cryptes une fois formées sur les substrats rigides gardent une

taille constante.

La PIV nous a permis de mesurer une différence de vitesse des cellules entre l’in-

térieur et l’extérieur des domaines de crypte. Ces résultats corroborent les résultats

obtenus sur les fragments d’organoïdes étalés. La vitesse des cellules est plus faible à

l’intérieur qu’à l’éxtérieur des cryptes. De plus, les domaines de crypte se déplacent

plus sur les substrats rigides que sur les substrats mous. Par ailleurs, le champ des

vitesses montre un mouvement de l’intérieur vers l’extérieur des domaines de crypte

avec des vitesses presque nulles au centre de ceux-ci.

En ce qui concerne l’évolution de la population de cellules souches au cours du temps,

ce travail montre une diminution de la proportion de cellules LGR5+ sur les deux

rigidités. Et elle diminue de façon plus rapide sur les substrats mous que sur les

substrats rigides. Ces résultats corroborent les résultats obtenus par N. Gjorevski

et collègues sur les organoïdes en 3D [58]. Les auteurs montrent que les cellules des

organoïdes intestinaux cultivés en 3D dans des gels mous se différencient plus. En

outre, les auteurs montrent que les gels plus rigides permettent un maintien plus long

de la population de cellules souches LGR5+. En revanche, nos résultats montrent

que la proportion de cellules en phase S diminue diminue plus vite sur les substrats

rigides que sur les substrats mous. Cette observation corrobore les mesures effectuées

par S. He et collègues qui montrent que la proportion de cellules en prolifération di-

minue avec l’augmentation de la rigidité [65]. Les études de N. Gjorevski et collègues
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et S. He et collègues expliquent ces résultats par la translocation de YAP dans le

noyau. De la même manière, la diminution de la contractilité cellulaire par le KO

de la myosine II A engendre une baisse de la proportion de cellules en phase S. Il

serait donc intéressant d’étudier dans notre système la translocation de YAP lors de

l’auto-organisation des domaines de cryptes en fonction de la rigidité mais aussi de

la contractilité cellulaire.

En conclusion, ce travail met en évidence la formation spontanée sur des gels

plans de domaines de crypte à partir de cellules d’organoïdes intestinaux homogènes

et majoritairement souches (LGR5+) en l’absence de cellules mésenchymateuses. A

partir d’une population homogène de cellules majoritairement souches, les instabili-

tés mécaniques dirigent l’auto-organisation des cellules pour former des domaines de

crypte et des domaines de cellules différenciées. Ce phénomène rappelle les observa-

tions faites au cours du développement de l’épithélium intestinal. En effet, l’épithé-

lium est initialement plan et constitué de cellules indifférenciées. Puis, les villosités

apparaissent poussées par des amas de cellules mésenchymateuses sécrétant des fac-

teurs de différenciation (BMP) [88]. Ainsi, plus largement, les travaux de recherches

exposés ici révèlent l’importance de la part mécanique impliquée dans le développe-

ment et le maintien de l’homéostasie de l’épithélium intestinal.
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Chapitre IV

Effet des contraintes géométriques

sur l’auto-organisation des cellules de

l’épithélium intestinal

Dans le chapitre précédent, nous avons montré que les cellules souches intestinales

s’auto-organisaient sur un gel en 2D pour reformer des domaines de crypte et des do-

maines de cellules différenciées. De plus, ce processus est dépendent de la rigidité du

substrat. Cependant, les caractéristiques mécaniques de l’environnement dans lequel

sont cultivées les cellules ne se résument pas à la rigidité. En effet, comme on peut

le constater à travers l’architecture en crypte et villosités de l’épithélium intestinal,

les cellules sont aussi contraintes spatialement et adaptent leur forme.

Contraindre spatialement les cellules épithéliales influence leur comportement collec-

tif, notamment lors de la migration [33], la prolifération [109] ou encore l’extrusion

[138]. De la même manière, comme nous l’avons vu dans l’introduction, contraindre

spatialement les cellules souches dirige l’auto-organisation de celles-ci. Nous expose-

rons ici trois études majeures révélant différents aspects de l’impact de la géométrie
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sur l’auto-organisation de cellules souches cultivées à plat en 2D.

La première étude est celle de B. Sorre et collègues [169]. Dans cette étude, les au-

teurs cultivent des cellules souches embryonnaires humaines sur des micro-motifs de

laminine-521 ou de Matrigel adhésif pour les cellules. Après 42 heures de culture

en présence de BMP4, les auteurs constatent l’apparition de feuillets de différencia-

tion concentriques : ectoderme (SOX2+, NANOG-, BRA-, SOX17-), ligneprimitive-

mésoderme (BRA+, NANOG+, SOX17-, SOX2-), endoderme (SOX17+, NANOG+,

SOX2-), trophectoderme (CDX2+, BRA-, SOX17-, SOX2-). Cette étude se concentre

plus particulièrement sur la diffusion de des signaux chimiques. En effet, les auteurs

cultivent les cellules dans des micro-puits de PDMS et observent la disparition des

feuillets de trophectoderme et mésendoderme. Dans ce cas-ci, la diffusion de BMP4

par la face latérale des cellules en périphérie de la colonie est nécessaire à la formation

des différents feuillets.

Une deuxième étude, présentée par X. Xue et collègues, s’est concentrée quant à elle à

la part mécanique dans l’auto-organisation des cellules souches contraintes géométri-

quement [175]. Dans cette étude, les auteurs déposent des cellules souches humaines

pluripotentes sur des micro-motifs et observent l’auto-organisation des cellules en

deux régions concentriques. Les cellules du centre se différencient en cellules de la

plaque neurale et les cellules en périphérie se différencient en cellules du bord de la

plaque neurale. Les auteurs montrent d’une part que les force de traction exercée

par les cellules en périphérie sont beaucoup plus forte. D’autre part, la réduction

de la contractilité cellulaire à l’aide de la blebbistatine inhibe la formation des deux

régions de différenciation (la plaque neurale et le bord de la plaque neurale). Par

ailleurs, les auteurs présentent un dispositif permettant d’étirer les cellules du centre

de l’îlot cellulaire. Les auteurs montrent que l’étirement des cellules inhibe la forma-

tion des deux régions de différenciation. Les auteurs expliquent ce phénomène par
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la phosphorylation de SMAD 1/5. L’étirement différentiel des cellules contraintes

géométriquement peut influencer la voie de différenciation des cellules souches.

Enfin, une troisième étude de Q. Smith et collègues, quant à elle, se concentre sur le

lien entre la tension du cytosquelette d’actomyosine, la densité cellulaire, la contrainte

géométrique des cellules et leur différenciation [144]. Dans cette étude, les auteurs

confinent spatialement des cellules souches humaines pluripotentes induites sur des

motifs de différentes formes et tailles. Les auteurs observent que les cellules en péri-

phérie des motifs se différencient vers des cellules vasculaires. Les auteurs expliquent

qu’une tension précoce des cellules les mène vers une voie de différenciation de cellule

vasculaire.

Ainsi, la voie de différenciation des cellules souches peut être influencée par des

contraintes géométriques que ce soit à travers des signaux chimiques et/ou méca-

niques. Cependant, l’impact des contraintes géométriques sur le maintien et l’auto-

organisation des cellules souches adultes de l’épithélium intestinal reste peu connu.

Pour aborder cette question, nous avons établi dans un premier temps une méthode

originale développée lors de ma thèse afin de confiner spatialement des cellules d’or-

ganoïdes sur des gels plans. Ces résultats ont été obtenus très tardivement au cours de

ma thèse, ils restent donc préliminaires mais seront poursuivis par la suite au sein du

laboratoire. Nous verrons donc dans un second temps les perspectives qu’apportent

cette méthode.
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IV.1 Méthode de culture de cellules d’organoïdes in-

testinaux contraints géométriquement en 2D

sur des gels plans de PAA

Afin de mettre au point cette technique de culture, une grande quantité d’essais

dans différentes conditions a été effectué. Pour chaque essai, que ce soit l’impression

sur PDMS sur verre ou l’exposition aux UV, la présence du revêtement protéique

était vérifié à l’aide de marquage immunologique.

La pratique couramment utilisée au sein du laboratoire est l’impression de protéines

adhérentes sur du PDMS préalablement activé aux UV. Un des premiers essais fût

donc d’imprimer des motifs de fibronectine et de Matrigel sur du PDMS. La fibronec-

tine a été choisie car elle est une protéine constitutive de la matrice extra-cellulaire.

Elle est aussi la protéine d’adhésion la plus utilisée dans le laboratoire, dont la mani-

pulation est la plus maîtrisée. Ensuite, le choix s’est porté sur le Matrigel, composi-

tion proche de la membrane basale, substrat physiologique de l’épithelium intestinal.

Dans le cas de la fibronectine, les cellules d’organoïdes intestinaux n’adhèrent pas de

façon reproductible, parfois quelques cellules adhèrent parcimonieusement, parfois

aucune n’adhère. Dans le cas du Matrigel, quelques cellules d’organoïdes intestinaux

adhèrent et se détachent rapidement, en moins de 24 heures.

Une deuxième tentative fût alors engagée sur des surfaces de verre. De la même

manière, le verre est activé préalablement aux UV, puis imprimé avec différentes

protéines : la fibronectine, du Matrigel, de la laminine, du callagène I et un mélange

de laminine et de collagène I. La laminine, le collagène I et le mélange de laminine et

de collagène I avaient été ajoutés à la liste des essais car ce sont aussi des composés

de la matrice extracellulaire, et qu’ils sont utilisés de façon courante dans des tech-

niques d’impression. Dans tous ces cas, et de la même manière que sur du PDMS les
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cellules d’organoïdes n’adhèrent pas de façon reproductible.

Il existe une autre manière de produire des motifs protéiques sur du verre à l’aide

d’UV. Pareillement à ce qui est décrit dans la figure II.4, le verre est d’abord recou-

vert de PLL-PEG. Puis, le PEG est retiré localement par exposition aux UV sous un

masque. La PLL libre se lie aux protéines d’adhésion choisies : de la fibronectine, du

Matrigel, de la laminine, du callagène I et un mélange de laminine et de collagène I.

De la même manière que sur le verre imprimé, les cellules d’organoïdes n’adhèrent

pas de façon reproductible.

Pensant qu’il s’agissait de surfaces trop rigides, des essais furent alors engagés sur des

gels de PAA. La technique utilisée est identique à celle exposée dans la figure II.4.

Les motifs de protéines adhérentes sont d’abord apposés sur le verre, après libération

des PLL par le détachement du PEG dû à l’exposition aux UV. Ensuite, les protéines

adhérentes sont transférées sur le gel de PAA. Identiquement aux essais précédents,

plusieurs revêtements protéiques différents ont été utilisés : de la fibronectine, du

Matrigel, de la laminine, du callagène I et un mélange de laminine et de collagène

I. Pour tous les revêtements protéiques, les cellules d’organoïdes intestinaux n’at-

tachent pas de manière reproductible.

Suite à tous ces essais infructueux, une autre orientation des essais a été prise. En

effet, au sein du laboratoire, J. d’Alessandro et collègues ont montré que les cellules

modifient le substrat sur lequel elles migrent [27]. Ces modifications entraînent un

changement drastique du comportement cellulaire, en particulier en terme de mobi-

lité. Les cellules sont attirées par l’empreinte que les cellules précédentes laissent sur

le substrat [27]. On parle de substrats conditionnés pour des substrats qui ont été

colonisés au moins une fois par des cellules.

Successivement à ces résultats, une tentative de conditionnement des substrats a été

menée. Pour cela, nous avons utilisé des cellules MCF10A. Ce sont des cellules qui
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adhèrent sur des motifs de fibronectine transférés sur des gels de PAA. Ensuite, elles

sont connues pour déposer de la laminine 5 (fig.IV.1). Les cellules MCF10A sont tout

d’abord déposées pendant quelques heures sur les gels de PAA présentant des motifs

de fibronectine. Les cellules n’ayant pas adhéré sont ensuite rincées II.5. Puis, les

cellules MCF10A sont laissées sur la nuit afin de les laisser coloniser toute la surface

des motifs pour les conditionner. Le lendemain, les cellules MCF10A sont décollées

à l’aide d’EDTA. L’EDTA est utilisé ici car il permettra de décoller les cellules sans

affecter les protéines de la matrice extra-cellulaire qui composent les motifs adhé-

rents [27]. Enfin, les cellules d’organoïdes intestinaux sont déposées à la façon de

ce qui est décrit dans la figure II.6. Après le conditionnement des substrats par les

cellules MCF10A, les cellules d’organoïdes intestinaux adhèrent enfin aux motifs de

fibronectine sur gel de PAA. De plus les cellules, restent adhérées au substrat jusqu’à

trois jours de culture au moins (fig. IV.2).

Figure IV.1 – Les cellules MCF10A déposent de la laminine 5 sur les substrats.

Cellules MCF10A déposées sur du verre fixées et marquées pour la E-cadhérine (A
gauche) et la Laminine (aumilieu ). A droite : composite des deux marquages

immunologiques. Projection au niveau basal sur 1.5µm.

Après trois jours de culture, les cellules recouvrent entièrement la surface des mo-

tifs. L’image des noyaux des cellules fixées après trois jours révèle des domaines plus
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Figure IV.2 – Les cellules d’organoïdes intestinaux adhèrent et colonisent les gels
de PAA (de 2,4 kPa) avec des motifs conditionnés de fibronectine.

A gauche : cellules d’organoïdes intestinaux au jour 1, 18 heures après leur dépôt sur des
motifs conditionnés. A droite : cellules d’organoïdes intestinaux au jour 2 sur des motifs

conditionnés. Bar d’échelle : 400 µm.

denses et moins denses, à la manière de ce qui est observé sur les cellules cultivées sur

des gels sans motif IV.3. Identiquement à ce qui est mesuré dans les expériences sans

contrainte géométrique, dans les domaines à la densité plus élevée, les cellules sont

aussi plus hautes. Dans les domaines à la densité plus faible, les cellules sont plus

étalées. De plus, les domaines de densité cellulaire plus élevée semblent se concentrer

sur la périphérie des motifs.

A la manière de ce qui est décrit plus haut, sur des substrats sans motifs, les

cellules d’organoïdes intestinaux entièrement dissociées et déposées sur des motifs

adhérants semblent s’auto-organiser en domaines de crypte et domaine de cellules

différenciées. Les domaines de crypte, riches en cellulees souches (LGR5+) semblent

se répartir préférentiellement en périphérie des motifs (fig. IV.4).
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Figure IV.3 – Les cellules d’organoïdes intestinaux se répartissent de façon inho-
mogène à la surface des motifs conditionnés de fibronectine.

Cellules isolées d’organoïdes intestinaux cultivées sur des carrés de fibronectine
conditionnés de 500 µm de côté. Les cellules ont été fixées trois jours après leur dépôt. A

gauche : les noyaux. A droite : les membranes.

IV.2 Conclusion et perspectives

En conclusion, nous avons établi dans ce chapitre une nouvelle méthode permet-

tant de cultiver des organoïdes intestinaux en 2D sur des motifs de fibronectine. Le

conditionnement des motifs permet aux cellules d’organoïdes intestinaux d’adhérer

de manière reproductible à la surface de ces derniers. De plus les cellules adhérées

semblent se ségréger en domaines de crypte et de cellules différenciées, à la manière de

ce qui est observé sur les monocouhes d’organoïdes intestinaux sans contrainte géo-

métrique. De plus, sur les expériences d’organoïdes intestinaux plans non-contraints

géométriquement, de grandes aires riches en cellules en phase S et en cellules souches

(LGR5+) sont visibles en bordure de la monocouche. Identiquement, lorsque les

cellules sont contraintes géométriquement, les domaines de crypte semblent se posi-
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Figure IV.4 – Les cellules souches d’organoïdes intestinaux se répartissent de façon
inhomogène à la surface des motifs conditionnés de fibronectine.

Cellules isolées d’organoïdes intestinaux villin-tomato cultivées sur des carrés de
fibronectine conditionnés de 500 µm de côté. Les cellules ont été fixées trois jours après

leur dépôt. A gauche : les noyaux. Au centre : Les cellules souches (LGR5+). A
droite : un composite des marquages des noyaux (en bleu) et des cellules souches

(LGR5+, en vert).

tionner préférentiellement en périphérie des motifs adhérents.

Ces résultats ouvrent un champ d’étude important. Ils permettraient d’étudier l’effet

de la courbure en périphérie des îlots cellulaire sur la formation des domaines de

crypte. De même que l’étude présentée par Q. Smith et collègues, l’utilisation de

différentes formes de motifs pourraient révéler une répartition de la tension cellulaire

qui dirigerait la voie de différenciation des cellules souches [144]. Les cellules d’or-

ganoïdes intestinaux pourraient être contraintes sur des triangles, des disques et des

étoiles, mais aussi sur des ellipse avec différentes excentricités.

Par ailleurs, il a été montré que les cellules MDCK déposées sur des motifs en ellipse

présentaient plus de défauts topologiques à la pointe des ellipses. La présence de

ces défauts topologiques entraîne des extrusions [138]. La méthode présentée dans

ce chapitre permettrait aussi l’étude des extrusions dans des monocouhes de cellules

d’organoïdes intestinaux contraintes géométriquement.
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Chapitre V

Conclusion

La morphogenèse et le maintien de l’homéostasie des tissus sont des processus

complexes qui mettent en jeu des flux d’informations qui relèvent à la fois de la

bio-chimie et de la mécanique. In vivo, comme in vitro, les cellules souchent peuvent

s’auto-organiser à partir d’instabilités mécaniques [142, 175, 144, 129]. Ce travail de

thèse propose ainsi d’étudier l’effet des signaux mécaniques sur l’auto-organisation

et le maintien de la population de cellules souches de l’épithélium intestinal. Il se

construit autour de deux axes : un premier qui étudie l’effet de la rigidité du sub-

strat sur l’auto-organisation des cellules de la crypte de l’épithélium intestinal ; puis

un second qui se concentre quant à lui sur le rôle des contraintes géométrique dans

l’auto-organisation des cellules souches de l’épithélium intestinal.

Ainsi dans la première partie des résultats, il a été montré que les cellules de

l’épithélium intestinal s’assemblent de façon spontanée. Ces dernières forment des

domaines de crypte séparés des domaines de cellules différenciées à partir d’une po-

pulation cellulaire homogène et majoritairement souche, et ce en l’absence de cour-

bure ou de cellules du mésenchyme.
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Dans cette première partie, ce travail se concentre tout d’abord sur l’effet de la ri-

gidité sur le maintien des domaines de crypte à partir de fragments d’organoïdes

déposés sur des gels plans de PAA. J’ai observé la formation des domaines de crypte

entourés de cellules allongés présentant des câbles d’actomyosine supra-cellulaires

sont séparés des cellules différenciées. De plus, les cellules des domaines se meuvent

de façon plus restreintes par rapport au cellules différenciées. Elles possèdent une vi-

tesse plus faible et un mouvement moins dirigé. Enfin, la rigidité du substrat affecte

la hauteur, la densité et la prolifération cellulaire des domaines de crypte. Sur des

rigidités faibles (370 Pa), les cellules sont plus hautes, plus denses et plus proliféra-

tives.

Ensuite, j’ai questionné la capacité pour des cellules isolées de s’auto-organiser en

domaines de crypte et de cellules différenciées. Les cellules isolées mises sur les gels

de PAA sont essentellement des cellules souches (LGR5+) et forment ainsi un épithe-

lium homogène. Puis la proportion de cellules souches (LGR5+) diminue au cours du

temps. De plus, la proportion de cellules en phase S diminue au cours du temps et de

façon plus rapide sur les substrats rigides. Par ailleurs, le champs de vitesse moyen

au cours du temps des cellules montre que celles-ci s’écoulent vers l’extérieur des

cryptes. Les cellules s’écoulent plus vite vers l’extérieur des cryptes sur les substrats

rigide par rapport aux substrats mous. Ainsi, sur les substrats mous, la proportion

de cellules en phase S est supérieure et les cellules s’extraient plus lentement des

cryptes. Ces deux raisons expliquent que la taille des domaines de crypte sur les

substrats mous soient plus élevée et en augmentation tout au long de leur durée de

vie. Au contraire, sur les substrats rigides, la proportion de cellules en phase S est

plus faible et les cellules se dirigent plus rapidement vers l’extérieur des cryptes. La

taille constante et réduite des cryptes sur les substrats rigides pourrait être expliquée

par ces deux causes.
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Figure V.1 – Schéma de l’auto-organisation des cellules d’organoïdes intestinaux
sur des gels 2D de PAA de rigidité différente

A partir d’une population de cellules d’organoïdes intestinaux isolées majoritairement
souches, des domaines de crypte entourées de cellules différenciées s’auto-organisent.Les
domaines de crypte sont entourés d’une ceinture de cellules très allongées et contractiles

présentant des câbles supra-cellulaires d’acto-myosine. A gauche : sur les substrats mous
les cellules des domaines de crypte sont plus denses, plus hautes et plus prolifératives. La
taille des domaines de crypte est plus grande et augmente au cours du temps. La taille des
domaines s’explique par une prolifération cellulaire plus élevée et un écoulement plus lent
des cellules vers l’extérieur de ceux-ci. A droite : sur les substrats rigides, les cellules des
domaines de crypte sont plus étalées, moins hautes et moins prolifératives. Les domaines
sont en moyenne plus petits et ont une taille constante au cours du temps. La taille des

domaines de crypte s’explique par une prolifération cellulaire plus faible et un écoulement
plus rapide des cellules vers l’extérieur de ceux-ci.

Ainsi, à la manière de ce qui est expliqué par A. E. Shyer et collègues pour le for-

mation des follicules de plume chez le poulet, à partir d’une population homogène de
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cellules majoritairement souches (LGR5+), des instabilités mécaniques permettent

la formation de domaines de crypte et de cellues différenciées. La variation locale

et aléatoire de la contractilité cellulaire engendre le maintien des cellules souches.

C’est à partir de cette variation locale que vont se former les domaines de crypte.

La différence observée de comportement cellulaire sur les substrats mous et rigides

montre que l’auto-organisation est issue d’instabilités mécaniques.

Ensuite, une hypothèse expliquant ces différents comportements cellulaires sur les

substrats mous et rigides est la voie de signalisation Notch. La voie de signalisation

Notch régule de nombreux processus cellulaires comme la prolifération ou la diffé-

renciation [81]. Dans l’intestin, la voie de signalisation Notch bloque le régulateur de

transcription ATOH1 et mène les cellules vers une voie de différenciation d’absorp-

tion [31]. Au contraire, lorsque la voie de signalisation Notch n’est pas activée, les

cellules se dirigent vers une voie de différenciation de cellule sécrétrice. De plus, elle

est une voie de signalisation juxtacrine. La voie de signalisation est activée par le

contact direct entre les cellules adjacentes. Ainsi, sur les substrats mous les cellules

sont moins mobiles et plus cylindriques. Les cellules adjacentes ont donc entre elles

une plus grande surface de contact et un contact plus long. En revanche, sur les

substrats rigides, les cellules sont plus mobiles et plus aplaties. Elles ont une surface

de contact réduite et un temps de contact plus faible. Par conséquent, la voie de

signalisation Notch serait plus probablement enclenchée sur les substrats mous. Ceci

corrobore les observations de S. He et collègues. En effet, dans cette étude, les auteurs

montrent que sur les substrats mous, les cellules s’orientent davantage vers une voie

de différenciation de cellules d’absorption ; tandis que sur les substrats rigides les

cellules s’orientent plutôt vers une voie de différenciation de cellules sécrétrices. Par

la suite, il serait possible de vérifier cette hypothèse en suivant les cellules au cours

du temps afin de mesurer la fréquence de changement de voisin selon la rigidité du
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substrat. On pourrait aussi segmenter les cellules en 3D afin de mesurer les surface

de contact entre les cellules selon la rigidité du substrat. Enfin, on pourrait mesurer

l’effet de la perturbation de la voie Notch dans l’auto-organisation des cellules d’or-

ganoïdes intestinaux.

Dans la seconde partie des résultats, nous avons mis au point une nouvelle mé-

thode permettant de cultiver des cellules d’organoïdes confinées dans des micro-

motifs. Le conditionnement du substrat par d’autres cellules permet la culture des

cellules isolées d’organoïdes intestinaux contraintes géométriquement sur des motifs

jusqu’à trois jours au moins. Au bout de trois jours, des domaines de cryptes se

forment. De plus, ils se localiseraient de façon plus probable en périphérie des mo-

tifs.

Ce travail reste préliminaire, mais il permet de mieux maîtriser les effets de bord

et ouvre ainsi la voie à de nombreux autres travaux. En effet, Q. Smith et collègues

ont montré que les cellules souches humaines pluripotentes induites s’auto-organisent

avec en périphérie des îlots cellulaires des cellules qui se différencient vers une voie

de cellules endothéliale [144]. Les auteurs expliquent que la tension cellulaire à des

temps précoces dirige la différenciation. Des mécanismes similaires pourraient être

étudiés dans notre système grâce à cette méthode de culture de cellules d’organoïdes

intestinaux contraints géométriquement.

Par ailleurs, ces travaux ne s’intéressent pas à l’auto-organisation des cellules suite

à des instabilités chimiques. Dans ces travaux, un seul milieu qui favorise la proli-

fération et le maintien des cellules souches est utilisé. Par la suite, il serait possible

d’utiliser un milieu favorisant la différenciation cellulaire pour en comprendre les

mécanismes.

En outre, ce travail se concentre sur la rigidité de l’environnement. Or le travail de
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O. Chaudhuri et collègues montre que la part visqueuse de l’environnement cellulaire

joue aussi un rôle dans la voie de différenciation des cellules souches [20]. L’utilisa-

tion de substrats à la viscosité variable pourrait permettre l’étude de ces phénomènes

dans le contexte des organoïdes intestinaux.

Enfin, la méthode de culture de cellules d’organoïdes intestinaux exposée dans ces

travaux de thèse pourrait permettre l’examen de l’effet de la contrainte géométrique

et de la rigidité sur l’extrusion cellulaire. En effet, certains motifs comme les ellipse

favorisent l’apparition de défauts topologiques localement et ainsi l’extrusion cellu-

laire [138].

En conclusion et plus largement, ces travaux ont permis de mettre en évidence cer-

tains mécanismes cellulaires engagés par des stimulations mécaniques sur la formation

et le maintien de la niche des cellules souches.
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Annexe A

Liste et référence des réactifs utilisés

Anticorps Fournisseur N° de référence
Monoclonal Anti-Uvomorulin/E-
Cadherin

Sigma-Aldrich U3254

LGR5 (GPR49 or GPR67) poly-
clonal

BiCell 50630

Lysozyme EC 3.2.1.17 polyclonal Dako A0099
Villin Monoclonal (1D2 C3) Dako M3637
Myosin phospho S19/phospho
S20 polyclonal

Rockland 600-401-416

Laminine Sigma-Aldrich L9393
Collagène IV polyclonal Abcam ab19808
Alexa Fluor™ 647 Phalloidine Termo Fisher Scientific A22287
Anti-rat 647 life Technologies A21147
Anti-souris 488 life Technologies A11001
Anti-souris 568 life Technologies A11004
Anti-lapin 488 life Technologies A11008
Anti-lapin 568 life Technologies A11011

Tableau A.1 – Liste des anticorps utilisés et leur référence fournisseur
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Réactifs Fournisseur N° de référence
Corning® Matrigel® Basement
Membrane Matrix

Corning CLS354234

Corning® Matrigel® Growth
Factor Reduced (GFR) Basement
Membrane Matrix

Corning CLS354230

FBS Biowest S1810
DMEM Termo Fisher Scientific 31966021
Supplément GlutaMAX™ Termo Fisher Scientific 35050061
Pénicilline-streptomycine Termo Fisher Scientific 15140122
Geneticin™ Termo Fisher Scientific 10131035
Hygromycine B Termo Fisher Scientific 10687010
TEMED Termo Fisher Scientific 17919
Advanced DMEM/F-12 Termo Fisher Scientific 12634010
40% Acrylamide Solution Bio-rad 1610140
2% Bis Solution Bio-Rad 1610142
APS Bio-Rad 1610700
3-(Trimethoxysilyl)propyl metha-
crylate

Sigma-Aldrich 440159

Inhibiteur de ROCK Y-27632 Stemcell 72304
4-Hydroxytamoxifen Sigma-Aldrich SML1666-1ML
DPBS, sans calcium, sans magne-
sium

Termo Fisher Scientific 14190094

VECTASHIELD® Vector laboratories H-1000-10
ProLong™ Diamond Termo Fisher Scientific P36961
PFA Termo Fisher scientific 28908
Triton™ X-100 Sigma-Aldrich X100-100ML
Hoechst 33342 Invitrogen H3570
Click-iT™ EdU Kit Alexa Fluor™
488

Invitrogen C10337

Click-iT™ EdU Kit Alexa Fluor™
647

Invitrogen C10340

Cellules L-WRN ATCC CRL-3276
TrypLE™ Termo Fisher scientific 12605010
Flospheres 0,2 µm red Invitrogen F8810
Flospheres 0,2 µm yellow-green Invitrogen F8811

Tableau A.2 – Liste des réactifs utilisés et leur référence fournisseur
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Abstract
Organoids have been widely used in fundamental, biomimetic, and therapeutic
studies. These multicellular systems form via cell-autonomous self-organization
where a cohort of stem cells undergoes in vivo-like proliferation, differentiation,
and morphogenesis. They also recapitulate a series of physiological cell organi-
zation, complexity and functions that are untouchable by conventional bio-model
systems using immortal cell lines. However, the development of organoids is
often not easily controlled and their shape and size are yet fully physiological.
Recent research has demonstrated that multiple bioengineering tools could be
harnessed to control important internal and external cues that dictate stem cell
behavior and stem-cell based organoid development. In this review, we introduce
the current development of organoid systems and their potentials, as well as
their limitations that impede their further utility in research and clinical fields. In
comparison to conventional autonomous organoid system, we then review bio-
engineering approaches that offer improved control over organoid growth and
development. We focus on the genetic editing tools that allow the program of
build-in responses and phenotypes for organoid systems with enhanced phys-
iological relevance. We also highlight the advances in bioengineering methods
to modify cellular external milieus to generate desirable cell composition, 3D
micro-architectures, and complex microfluidic systems. We conclude that the
emerging biomimetic methods that employ multidisciplinary approaches could
prevail in the future development of organoid systems.

KEYWORDS
biotechnologies, cellular microenvironment, designer biomaterials, organ-on-a-chip, stem cell
behavior

INTRODUCTION

Modeling biological processes and diseases in vitro
has been the basis of biomedical research. It allows
scientists to recapitulate physiological conditions and
body functions from the molecular to the cellular, tis-
sue, and organ level. There are advantages in using
animal models, since they are in vivo models that
have close physiological similarities to human.However,

Abbreviations: 2D, two-dimensional; 3D, three-dimensional; ASC, adult stem
cell; ECM, extracellular matrix; ESC, embryonic stem cell; iPSC, induced
pluripotent stem cell; ISC, intestinal stem cell; PAA, polyacrylamine; PDMS,
poly(dimethylsioxane); PEG, poly(ethylene glycol); MMPs, matrix
metalloproteinases; RGDS, peptide sequence Arg-Gly-Asp-Ser; VEGF,
vascular endothelial growth-factor

© 2021 Société Française des Microscopies and Société de Biologie Cellulaire de France. Published by John Wiley & Sons Ltd

these models pose many disadvantages such as the
biological differences between animals and humans, dif-
ficulty in accessing tissues for imaging, costly and time-
consuming procedures in generating genetic clones,
and limited throughput (Shanks et al., 2009). On the
other, for decades, immortalized cell lines cultured on
two-dimensional (2D) substrates have been the gold
standard for in vitro studies of certain organs or tis-
sues, owing to their simplicity, reproducibility, cost-
effectiveness, and potential for long-term culture. Such
cell lines are either derived from naturally occurring car-
cinomas that keep dividing or have been genetically
altered to proliferate indefinitely and be cultured for pro-
longed periods of time. Countless number of cell lines
have been developed, each characterized by their own
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phenotype depending on the tissue from which they
were derived. One big disadvantage of such cell lines is
the fact that they undergo mutations to become immor-
tal and can further acquire genetic variations after many
passages, thus are not able to completely recapitulate
the cell types found in vivo (Marx, 2014; Zhou et al.,
2017). Another drawback of conventional 2D cell cul-
ture methods is that they lack the conditions that allow
for natural three-dimensional (3D) cellular organization.
This significantly affects important cell signaling net-
works, making 2D systems ineffective for accurate drug
screenings (Wang et al., 1998). Additionally, since these
cell lines are made of a single cell type, the cell–cell
interactions of different cell types are not fully present in
these in vitro systems, thus failing to recapitulate certain
in vivo signaling pathways. Alternatively, culture meth-
ods using stem cells are promising for studying tissue
morphogenesis, pathologies, developing new stem cell
therapies through drug screenings, and applications in
regenerative medicine. However, until recently, conven-
tional stem cell culture systems on 2D substrates relied
on culturing specific stem cells or stem cell-derived cell
types (Mckee &Chaudhry, 2017), which lacked the differ-
entiated cell types found in the native tissue. These sys-
tems are unable to provide the proper conditions needed
to maintain and expand the stem cell population while at
the same time ensuring its potential to differentiate into
its different lineages.
As the concerns for the limitations of 2D culture accu-

mulated, researchers devoted their efforts in revealing
the roles of extracellular matrix (ECM) in offering impor-
tant 3D biochemical and biomechanical cues for tis-
sue homeostasis and development. For example, pre-
vious works at the end of last century had demon-
strated that ECM contributes morphogenic signals dur-
ing mammary gland branching morphogenesis (Wicha
et al., 1980) and disturbing the interactions between
gland epithelial cells and ECM causes improper gland
development and tumor formation (Roskelley & Bis-
sell, 2002). Such studies illustrated the influence of
3D microenvironment for tissue morphogenesis and the
need for cells to be exposed to a physiological exoge-
nous matrix to maintain their differentiated state. Indeed,
Emermen and Pitelka (1977) showed that on floating col-
lagen membranes, epithelial cells could maintain their
ability of secreting milk proteins as differentiated cells.
When the same cells were cultured on 2D plastic cul-
ture dishes, they lost this ability even in the presence of
lactogenic hormones. Similarly, Bissell and colleagues
demonstrated that, unlike monolayer cultures, human
mammary epithelial cells within 3D laminin-rich matri-
ces (Matrigel) self-organized into acini-like structures
that recapitulated several features of in vivo architec-
tures (Petersen et al., 1992). In this context, 3D cul-
ture led to the development of normal and malignant
tissues from distinct cell sources, whereas 2D surfaces

led to practically indistinguishable phenotypes (Petersen
et al., 1992). These findings allowed scientists to use
3D cultures to decipher the morphogenic processes and
the biological activities that cause tumor progression
(Muthuswamy et al., 2001;Debnath et al., 2003a,b;Deb-
nath & Brugge, 2005; ). For instance, using a 3D model
system of growth-arrested human mammary epithelial
cells, Bissell and Brugge were able to identify genetic
abnormalities associated with the early stages of car-
cinogenesis in culture (Muthuswamy et al., 2001). They
demonstrated that the activation of an epidermal growth
factor receptor, ERBB2, in MCF-10A cells during mor-
phogenesis leads to abnormal 3D epithelial architec-
tures with the presence of a multiacinar phenotype.
This was attributed to an ability to escape prolifera-
tive suppression and the loss of normal apoptotic activ-
ity, which are hallmarks of cancer (Muthuswamy et al.,
2001). In a following work, such hyperproliferative phe-
notype induced by oncogenes such as ERBB2 and RAS
was found to depend on PI3K activity and only seen in
3D systems, not in 2D culture (Debnath et al., 2003b).
All these findings pinpointed the importance of ECM in
guiding in vitro tissue morphogenesis so as to enable
better mimicking in vivo conditions. The development of
3D ECM culture techniques later laid a key foundation
for the emergence of organoid culture.
In parallel to the progression of 3D culture tech-

niques, investigations in embryonic development started
to unravel the profound mechanism underlying organo-
genesis. Additionally, studies of key signaling pathways
in stem cell niches of different organs have offered
insights into how they are able to control stem cell main-
tenance and differentiation. Profiting from this knowl-
edge, researchers supplemented 3D culture approaches
with essential growth signaling molecules and this
helped kick-start the modern field of organoids – the
stem cell-derived 3D culture systems that are able to
sustain self-renewal, generate multiple cell types, and
allow for the spatial self-organization of cells similar
to native organs (Figure 1). Starting from the seminal
works by Sasai (Eiraku et al., 2008), Clevers (Sato et al.,
2009), and colleagues, organoids are commonly devel-
oped in a 3D microenvironment of Matrigel that mimics
ECM and so far, various organoids have been derived
from organ-specific adult stem cells (ASCs), induced
pluripotent stem cells (iPSCs), and embryonic stem cells
(ESCs). Unprecedented advantages in better emulating
in vivo features compared to classical 2D cultures have
earned these systems broad recognition in many fun-
damental and translational biology studies (Lancaster &
Knoblich, 2014). Indeed, 3D organoids represent faith-
fully the tissue homeostasis and organ-specific organo-
genesis. They harness stem cells as the “draft horse” to
enable proliferation and differentiation of multiple, tissue-
specific cell lineages.Within the 3D culture environment,
these different progenies are able to self-organize into
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FIGURE 1 Illustration showing organoid development and different applications of organoids. Organoids can be generated from a
variety of organs using ASCs or PSCs. They can be genetically modified to model diseases or correct a mutation from patient-derived stem
cells. Bioengineering tools can enhance the physiological relevance of organoids and their utility in drug screening, regenerative therapies, and
fundamental biology studies

different compartments reminiscent of the in vivo orga-
nization. Furthermore, such complex structures reca-
pitulate physiological cell polarization, cell–cell interac-
tion, cell-matrix contacts, and even certain functions that
match what is seen in native tissues. Hence, organoid
systems fill in the gap between in vivo and in vitro for
accurate studies of many biological processes, such as
morphogenesis, stem cell niche biology, tissue home-
ostasis, and the effect of genetic mutations and drugs.
Although using organoid systems has significantly

improved our biomimetic platforms, they still possess a
number of limitations, which have hindered the full real-
ization of their potentials. One of those is the lack of
generic cells such as endothelial, nervous and immune
cells, as well as other types of tissues present in the
physiological microenvironment (Jabs et al., 2017).With-
out these supportive cells and proper vascular networks
for the nutrient delivery and waste removal, it is diffi-
cult to increase organoid size, lifetime, maturation, and
complexity. Also prevalent is the problem that many
organoids possess an enclosed and physically inacces-
sible central lumen. Another complication that arises

from current organoid culture is the use of Matrigel
as a culture matrix, which is made from mouse sar-
coma cells and is known for its batch-to-batch variabil-
ity. Moreover, organoids do not possess regularly pat-
terned structures as their native tissues in that they are
generally allowed to grow freely without the physical
and chemical constraints and guidance found in vivo.
Deriving from such an uncontrolled, cell-autonomous
approach, most self-organized organoids present shape
heterogeneity, low reproducibility, variability in stem-cell
differentiation outcomes, and cell-type(s) composition.
These major disadvantages have significantly prevented
generating higher-grade organoids and gaining control
of their functionalities. Moreover, under the framework
of autonomous organization, it is hard to conclude from
experimental results whether they are real phenotypes
or merely intrinsic inconsistencies due to chances, thus
hampering many applications. Therefore, solutions that
overcome these major drawbacks of this powerful cul-
ture model are currently highly sought-after.
The convergence of bioengineering and organoid

biology has started to get a grip on key factors that
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underpins stem cell behavior, tissue homeostasis, and
cell–cell/cell-environment interactions in organoid sys-
tems.Themain purposes of such interdisciplinary efforts
are focusing on using engineering solutions to har-
ness numerous intrinsic and extrinsic cues to direct the
growth, development, organization, and architecture of
organoids. The delicate control over intrinsic sensing
pathways, genetic information of the cells, tissue–tissue
interfaces, rigidity of the substrate, geometry, systemic
stress, and vascular components (Murphy et al., 2014;
Yin et al., 2016; Brassard & Lutolf, 2019) has enabled
one to dictate stem cell fate and guide the organiza-
tion of their progenies in an organoid. These discover-
ies fostered the notion that the development of artificial
organoid systems could be designed and guided by var-
ious bioengineer strategies to further enhance their util-
ity and physiological relevance (Yin et al., 2016) (Fig-
ure 1). Particularly, in the past decade, we have wit-
nessed a surge in the development of novel biomimetic
approaches for organoid studies aiming either to dis-
cover the fundamental biological principles or to rev-
olutionize the existing systems for tissue engineering
(Murphy et al., 2014; Yin et al., 2016; Brassard & Lutolf,
2019). In this review, we compare the conventional sys-
tem exploiting cell-autonomous organization and bio-
engineering guided organoid formation. By introducing
the basic of organoid systems, we pinpoint the numerous
and often entwined factors that dictate organoid growth
but are currently poorly controlled. We also discuss how
advances in bioengineering methods could provide pre-
defined cues to steer the complex organoid organiza-
tion and leverage the heterogeneous and stochastic
nature of organoid development. Finally, we envision
that by mastering and carefully integrating bioengineer-
ing methodologies, researchers could overcome the
challenges in regulating the autonomous self-assembly
capacity of stem cells and further the limits of in vitro
organogenesis to acquire desirable organoid systems.

PERMISSIVE AUTONOMOUS
SELF-ORGANIZED ORGANOIDS

At present, many conventional organoid systems employ
“permissive mode” of organoid generation. This means
that they main rely on cell-autonomous 3D culture tech-
niques that take advantage of the self-organization
responses of ASCs of a specific tissue or pluripo-
tent stem cells (PSCs). With minimal exogenously pro-
vided controls, such methods “permit” the intrinsic prop-
erties of the cells to drive the formation of various
organoids. For instance, in their seminal work in 2008
Clevers and colleagues (Sato et al., 2009) observed the
growth of Matrigel-suspended intestinal crypts, which
house LGR5+ stem cells adjacent to specialized Paneth
cells from mouse or human tissues. They discovered

that under the stimulations of small molecules such as
EGF, Noggin, and R-Spondin1, these crypts could self-
organize into cysts with a central lumen and in the next
few days projected irregular protrusions (budding), char-
acterized by the presence of LGR5+ stem cells, Paneth
cells, and transit-amplifying cells, the main cell types of
intestinal stem cell (ISC) niche. Such multiple “crypt fis-
sion events” are companied simultaneously with the self-
formation of villus-like epithelia (Sato et al., 2009), which
also face the lumen and contain all differentiated intesti-
nal cell types, that is, enterocytes, and tuft, enteroen-
docrine, goblet, and M cells. In short, these intesti-
nal tissue-resembling organisms, or intestinal organoids
(“mini-guts” [Sato et al., 2009]) were emerged by the
orchestrated effects of proliferation, differentiation, orga-
nization, and migration of ISCs in a cell-autonomous
manner. The lineage potential and the stage of stem
cells are then major determinants of organoid develop-
ment. As such, ASC-derived organoids reflect closely
the adult tissue homeostasis and renewal processes
and are restricted to certain kind of tissue.Until now, with
relentless efforts organoids have been generated from
various individual tissues, including pancreas (Huch
et al., 2013), liver (Huch et al., 2013), prostate (Karthaus
et al., 2014), and stomach (Barker et al., 2010) (Fig-
ure 1).Alternatively, under coordinated regulation, PSC’s
broad potency would allow one to obtain multiple lin-
eages, reflecting various types of tissues. For exam-
ple, the PSC-originated intestine (Spence et al., 2011),
gastric (Mccracken et al., 2014) and lung (Dye et al.,
2015) organoids contain one co-evolved mesenchymal
cell layer. This property adds a level of organ-like com-
plexity to the PSC-originated organoid development and
makes them an excellent candidate for the study of
tissue-tissue crosstalk (Brassard & Lutolf, 2019). Hence,
PSC may represent the optimal starting point for gen-
erating various organ ontogeny models and early stage
embryonic systems to study the relative contribution of
many cues and molecular factors to a complicated mor-
phogenetic process. This has been successful as exem-
plifying by numerous PSC-derived organoids, including
intestine (Wells & Spence, 2014), brain (Lancaster et al.,
2013), kidney (Takasato et al., 2014), liver (Takebe et al.,
2013), lung (Dye et al., 2015), blood vessel (Wimmer
et al., 2019), and optic cup (Eiraku et al., 2011) (Figure 1).
Although PSC-derived organoids employ self-assembly
at the pluripotency stage, it often requires the set-up of
complicated culture conditions to limit the developmental
variations and guide differentiation (Taguchi et al., 2014;
Taguchi & Nishinakamura, 2017). In case the organoid
development becomes unpredictable, it could result in
uncontrolled growth of tissue aggregates as exemplified
in the formation of optic cups with random number of
vesicles per aggregate (Eiraku et al., 2011) and stom-
ach organoids (Noguchi et al., 2015) that are embedded
inside an arbitrarily distributed cell mass.
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The advantages of organoids include incomparable
complexity in terms of architecture and function by reca-
pitulating the different population of cells in tissues (Sato
& Clevers, 2013; Lancaster & Knoblich, 2014), versa-
tility and relative simplicity of culture as well as the
compatibility with many existing biological tools. These
have made them an excellent biomimetic proxy for
health and disease tissue development studies (Fig-
ure 1). Under a permissive condition, the formation
of organoids by a group of stem cells include com-
plex processes of self-sorting, self-patterning, and self-
morphogenesis (Sasai, 2013). These processes reflect
largely how intrinsic cell properties response to and reg-
ulate time-evolving local microenvironment and result in
the control of relative cell positions, regulation of differ-
ent cell status and emergence of an ordered organiza-
tion via intrinsic tissue mechanics constraints. Hence,
such systems may offer clues to long-standing matter
of intrigue and interest in developmental biology. For
instance, the interplay betweenWnt-activated Lgr5 stem
cells and Paneth cells is the key to self-renewal of gut
organoids (Sato et al., 2011). Their physical associa-
tion in vitro resembles their interdependence in vivo and
reflects intestinal crypt self-sustaining mechanism.Addi-
tionally, other morphogenetic mechanisms, such as the
self-organization of optic-cup from homogeneous pro-
genitors (Eiraku et al., 2011) and forebrain tissue forma-
tion guided by long-range signaling (Cederquist et al.,
2019), have also been revealed using organoid systems.
Following this line, organoids have also been extensively
used to model human disease development, such as
cancer (Sato et al., 2011) and cystic fibrosis (Schwank
et al., 2013), and to develop personalized regenerative
medicine (Schwank et al., 2013). A representative exam-
ple is the establishment of cancer organoids (tumor-
oids) from different patient biopsy samples (e.g., stom-
ach (Bartfeld et al., 2015), liver (Broutier et al., 2017),
and colon (Sato et al., 2011)). These tumoroid mod-
els not only recapitulate the molecular fingerprints of
their origins, but also show high morphological similar-
ity in the histological subtypes and differentiation phe-
notypes (Fujii & Sato, 2021). Additionally, architectural
and genetic heterogeneity of in vivo tumors are also
highly preserved by tumoroids that are self-organized by
cell sorting (Broutier et al., 2017). These features allow
direct investigation on the functional, developmental,
and metabolic characteristics as well as drug responses
of cancer-derived tissues. In a recent work by Broutier
et al. (2017), liver tumoroids have been used for drug-
screening test and provided the proof-of-principle of the
therapeutic potential of the ERK inhibitor SCH772984
in treating liver cancer. In addition, PSC-derived liver
organoids have offered new opportunities in investigat-
ing liver fibrosis and toxicity (Coll et al., 2018). In another
work, Bartfeld et al. (2015) established healthy and can-
cerous gastric organoids and infected them with Heli-

cobacter pylori. In this way, they identified the activation
of the nuclear factor-κB pathway and up-regulated gene
human chorionic gonadotropin β, which are associated
with stomach cancer (Yakeishi et al., 1990). Moreover,
although there are still major hurdles to overcome to use
organoids for regenerative medicine, pioneering studies,
such as organoids from renal cancer patients (Grassi
et al., 2019), have started to pave the way to orthologous
organ replacement (Schwank et al., 2013; Takebe et al.,
2013) and reduction in the use of animal models (Fujii
& Sato, 2021) for ethical reasons. The recent promis-
ing breakthroughs in this direction has been extensively
reviewed by multiple groups (Clevers, 2016; Li & Izpisua
Belmonte, 2019; Okamoto et al., 2020).
As organoids are approaching their initial destination

of modeling healthy and pathological phenotypes, prob-
lems associated with cell-autonomous self-organization
also emerged. First, this self-assembly process as men-
tioned above normally leads to organoids with a physi-
cally inaccessible lumen.This makes it difficult to access
the apical part of the tissue in intestinal organoids
for example, where the differentiated surface analo-
gous to the intestinal cavum for nutrient absorption
is facing a sealed off lumen (Figure 1). Such a con-
figuration does not allow shedding dead cells either,
resulting in a necrotic core that limits organoid size
and disturbs long-term imaging. It also prevents direct
probing tissue responses to other exogenous stimuli
that interact with the in vivo luminal epithelial surface,
such as metabolic enzymes and microbial communi-
ties (Astashkina et al., 2012). Although the polarity of
conventional enteroids could be everted to an apical-
out polarity by removing ECM scaffold proteins (Co
et al., 2019), such an approach reduces the percent-
age of proliferating cells in the organoids, thus raising
doubts about their capability of self-renewal and long-
term culture of the system. Besides, the autonomous
approach often fails to develop organoids consisting of
generic cell types and tissue–tissue interfaces. Using
self-organization method, this problem is partially mit-
igated by co-culture of cells sharing different origins.
For instance, co-culture of human iPSC-hepatic endo-
derm cells, umbilical vein endothelial cells (HUVECs)
and mesenchymal stem cells (MSCs) could generate
liver buds consisting of endothelial networks (Takebe
et al., 2013). The introduction of human blood ves-
sel organoids (Wimmer et al., 2019) may also trigger
the formation of perfused vascular trees between avas-
cular organoids. Similar co-culture approaches have
been applied to create neural/intestinal (Workman et al.,
2017), hepatic stellate cells/hepatocytes (Coll et al.,
2018), and tumor/immune cells (Dijkstra et al., 2018)
interfaces in organoids. Nevertheless, these co-culture
systems still fail to reproduce organ-like high-order of
structural and cellular sophistication. Furthermore, the
permissive systems are lacking regulative factors that
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could limit the inter-organoid variability in their relative
cellular components, dimension, and architectural fea-
tures. Such variabilities due to iterative cell autonomous
interaction with other cells and local chemical, bio-
physical cues lead to poor reproducibility, and func-
tional immaturity that hamper organoid’s applications
in bio-modeling and potential for transplantation. Vari-
ous efforts have been made and bioengineering meth-
ods have shown promising results in improving organoid
systems.

BIOENGINEERING APPROACHES FOR
GROWTH AND DEVELOPMENT OF
ORGANOIDS

The emerging field of organoid systems has offered a
promising platform to bridge the current significant gap
between in vivo and in vitro. In addition, the study of
organoids and the properties of stem-cell based self-
organization bolsters the notion that with proper guid-
ance that is lacking or poorly controlled with conven-
tional culture methods, various functional organ tissues
could be reproduced in a test tube (Brassard & Lutolf,
2019).However, current culture approaches that are fully
relied on the autonomous assembly of stem cells has
led to low reproducibility, uncontrolled cell type devel-
opment, limited tissue size, maturity and life span, and
organoids of partial components of native tissues (Yin
et al., 2016; Brassard & Lutolf, 2019). These draw-
backs have significantly impeded the realization of the
full potential of organoids in fundamental biology, tis-
sue engineering, and regenerative therapies (Yin et al.,
2016). To overcome these challenges, researchers have
found resort in bioengineering methods to provide pre-
cise control over intrinsic properties and cellular environ-
ment and guidance for the growth and development of
organoids. Herein, we discuss the emerging strategies
and highlight the latest bioengineering advancement to
acquire desirable organoid systems.

Customize intrinsic properties of stem
cells

Within the framework of self-organization, one key fac-
tor that determines the characteristics of organoids is the
intrinsic stem cell properties, such as the lineage poten-
tial and the stage of stem cells. These genetic proper-
ties of stem cells may be expanded and modified by the
recent advances in biotechnology for direct manipula-
tion of endogenous genes through CRISPR or TALEN
technology. The genetic modification could trigger novel
changes in stem cell behaviors and then results in user-
defined organoids accordingly (Figure 2a). A seminal
work by Schwank et al. (2013), has demonstrated that
organoids developed from ISCs of cystic fibrosis patients

could be reverted to normal organoids via CRISPR/Cas9
editing. The researchers targeted single-gene mutation
by deleting phenylalanine at position 508 and generated
intestinal-organ-like units for autologous transplantation
back into the patients for tissue repair and functional
restoration. Such genome editing approach then offers
a new possibility to generate sources of tissue for autol-
ogous therapy (Yui et al., 2018). Alternatively, transcrip-
tion factor expression could be modified to genetically
guide morphogenesis events (Velazquez et al., 2018).
A transient pulse of GATA-binding protein 6 expression
induced by genetic engineering has led to the develop-
ment of multiple germ layers and liver bud-like pheno-
type (Guye et al., 2016). These genetic tools also signif-
icantly extend our sources of stem cells. In the case of
patient-derived organoids, for example, the direct estab-
lishment of organoid-based diseasemodels could be dif-
ficult when the disease itself is ultra-rare or due to lethal
genetic defects before birth (Fujii & Sato, 2021). Using
gene-editing technologies, such as lipofection-based
transfection (Schwank & Clevers, 2016), lentiviral infec-
tion (Koo et al., 2012), and electroporation (Fujii et al.,
2015), to inducemutations of specific genes (Drost et al.,
2015; Matano et al., 2015) (Figure 1), various disease
models due to genetic and epigenetic aberrations can
be reconstructed in the form of organoids. Furthermore,
cell–cell interactions and cellular behaviors can be mod-
ulated by modifying the cell membrane with DNA (Gart-
ner & Bertozzi, 2009; Todhunter et al., 2015), liposomes
(O’brien et al., 2015), and aptamers (Zhao et al., 2011)
to regulate cell adhesive properties (Figure 2a) and with
growth-factor loaded nanoparticles to control autocrine
signaling loop (Stephan & Irvine, 2011) (Figure 2a).
On a DNA-patterned template, cells functionalized with
short and degradable oligonucleotides can reversibly
adhere into arrays in a modular fashion (Todhunter et al.,
2015). Hybridization of complementary DNA then fur-
ther allow the assembly of DNA-coated cells with user-
specified cell–cell contacts, resulting in robust cell sort-
ing and tissue–tissue interfaces during the building of
3D microtissues (Gartner & Bertozzi, 2009). Thus, such
a treatment could be applied to modify the cell mem-
branes of different stem cells to offer promising control
over organoid self-organization processes. For instance,
the formation of Rathke’s-pouch-like tissue structures
occurs at the interface of non-neural head ectoderm
and hypothalamic neuroectoderm (Suga et al., 2011). To
produce such defined tissue–tissue interfaces that are
important for the self-driven morphogenesis, desirable
cellular interconnectivities could be modulated by cell
membrane-modification, leading to artificial cell sorting
with controlled layer formation.Moreover, for autologous
transplants therapeutic stem cells could be surface-
engineered and harvested in the form of organoids to
endow the donor cells specific adhesive properties to
engage targeted cells or tissues (Stephan & Irvine, 2011;
Zhao et al., 2011).
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FIGURE 2 Illustration showing various bioengineered approaches for organoid growth and development. (a) Stem cells are
genetically modified or their surfaces are conjugated chemically for programed assembly or loaded with growth factor-bearing microbeads for
regulating autocrine/paracrine signaling. These methods could generate user-defined organoid phenotypes. (b) Soft lithography can produce 3D
confinement, such as micropits, to form initial stem cell aggregates. This approach led to the formation of kidney organoids inside wells of
384-well plates as described by Czerniecki et al. (2018). (c) 3D printing fabricates 3D bio-scaffolds to provide physical boundaries as showed by
Creff et al. (2019)

Synthetic hydrogels for organoid studies

In conventional organoid systems, the organization of
the cell mass is highly stochastic and its cell-type com-
position highly heterogeneous. For example, in intestinal
organoids, crypts are random oriented and the length
and number of crypts can vary considerably from one
organoid to another. Such a lack of reproducibility is
mainly due to uncontrolled stem cell proliferation and dif-
ferentiation in a 3D matrix. Recent investigations have
shown that stem cell behaviors are controlled by its
external microenvironment (Daley et al., 2008) and the
properties of the matrix (Murphy et al., 2014). The cell-
substrate interplay via cell adhesive properties allow

stem cell to sense the stiffness, nanotopography, geom-
etry, and chemistry of ECM. This together with cell-
cell interaction and soluble biochemical cues (see sec-
tion Spatiotemporal control of diffusive biochemical sig-
nals) in space and time leads to dynamic sensing sig-
naling cascades that regulate stem cell fates and self-
assembly. Thus, the biomaterials used for organoid cul-
ture should provide essential in vivo cues and means to
control these cues for the growth of organoids.
The most commonly used substrate for growing

organoids is Matrigel, a gelatinous protein mixture
extracted from Engelbreth-Holm-Swarm mouse sar-
coma cells (Hughes et al., 2010) via decellularization of
native tissues. The aim of such a process is to remove
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cellular component from the tissue by mechanical,
chemical, and enzymatic means while reserve the ECM
compositions, such as chemical components and ultra-
structure (Badylak, 2004; Hussey et al., 2017), result-
ing in biocompatible scaffolds. Such ECM-derived bio-
scaffolds have been produced in the forms of hydrogel
(Hughes et al., 2010), including Matrigel and collagens,
dry sheets (Badylak et al., 2009), or powders (Gilbert
et al., 2005) and have been shown to support stem
cell growth and self-assembly. Another class of native-
derived ECM consists of scaffolds made from decellu-
larized organ tissues that preserve both the structural
and functional integrity (Song & Ott, 2011). Using cells of
the same origins, it is possible to repopulate the organ-
specific ECM scaffolds. For instance, in an attempt to
form intestinal epithelial barriers in vitro decellularized
gut matrix was capable to support ISCs expansion and
differentiation, as well as the co-culture of gut-derived
fibroblasts (Schweinlin et al., 2016). However, ECM of
natural sources is inherently heterogeneous, resulting in
high batch-to-batch variation and potential xenogeneic
contamination (Tong et al., 2018; Xi et al., 2019), which
could further contribute to the variation in organoid
development. Moreover, these materials are normally
weak in mechanical properties and their multiple com-
ponents lack instructive spatiotemporal distribution. This
impedes the reproduction of elaborate morphogenesis
that is guided by highly regulated cues in vivo. These
challenges can be addressed by the development of
synthetic elastomeric matrices with defined composi-
tions and properties. Multiple variables, such as adhe-
sive ligand density, crosslinking degree, material vis-
coelasticity and topography, porosity, as well as degrad-
ability, are controllable by modern synthetic chemistry
approaches (Lu et al., 2016; Rosales & Anseth, 2016).
For example, inert poly(ethylene glycol) (PEG) hydrogels
could be enriched with fibronectin, laminin, hyaluronic
acid, collagen, perlecan, and RGD (Arg-Gly-Asp) pep-
tide to mimic essential in vivo biochemical signals.
Degradable PEG gels could be made by incorporat-
ing hydrolytically or enzymatically labile segments to
offer dynamic mechanical properties (Gjorevski et al.,
2016). In a recent attempt, a four-arm PEG hydrogel
with maleimide terminus and tunable mechanical prop-
erties was prepared and functionalized with adhesive
RGD peptide in a co-polymerization procedure (Cruz-
Acuña et al., 2017). This synthetic matrix was able to
support reproducible human intestine and lung organoid
development in vitro. The hydrogel can also act as deliv-
ery vehicles of organoids for engraftment at implantation
sites, avoiding the risks of immunogen and pathogen
transfer posed by natural tumor-derived ECM matrices.
Besides PEG, other promising materials for produc-

ing defined matrices include polyacrylamine (PAA), and
natural macromolecules, such as alginate, agarose, fib-
rin, and collagen (Yin et al., 2016; Brassard & Lutolf,

2019). The exquisite tuneability of their material proper-
ties enables systematic variations and test with robotic
micropatterning techniques (Ranga et al., 2014; Gobaa
et al., 2011). One could produce large arrays of hydro-
gels with different elasticity, porosity, degradability, and
chemical compositions for the evaluation of the influence
on stem cell behaviors. From such high-throughput anal-
ysis on multiple parameters, researchers could extract
the information about the most suitable biomaterial com-
bination for modulating organoid in a desired man-
ner. For instance, synergistic or antagonistic effects
among degradability, biochemistry, rigidity, and cell den-
sity on ESC self-renewal capacity in hydrogels had
been unraveled using 3D liquid-dispensing technology
(Ranga et al., 2014). Furthermore, physiological topog-
raphy cues down to nanometer scale could be added
to synthetic bio-scaffolds as another layer of complex-
ity using electrospinning, nanolithography, and selec-
tive etching. These technologies allow for the produc-
tion of artificial substrates consisting of ultrafine fibers
(by electrospinning), nano-scale features (i.e., nanow-
ells, nanolines, nanopillars by nanolithography), and
roughen surfaces (by etching). These topography fea-
tures have been shown to impact profoundly on stem
cell fate and behavior (Murphy et al., 2014).For example,
nanopits and nanogratings could elicit changes in align-
ment, adhesion, and mechanical properties of human
stem cells (Yim et al., 2005; Mcmurray et al., 2011),
impacting differentiation, expansion, and self-renewal,
thus providing artificial guidelines for the later develop-
ment of organoids. Besides guiding stem cell behav-
iors, hydrogels were also produced in other formats
for various applications. For example, a thermorespon-
sive hydrogel that transits from liquid to solid phase
between 4◦C and 37◦C allows serial expansion and
rapid retrieval of hPSCs for biomedical applications (Lei
& Schaffer, 2013). For scalable expansion and differen-
tiation of PSCs, alginate beads (Swioklo et al., 2017)
and capsules (Horiguchi & Sakai, 2015; Fattahi et al.,
2021) that are loaded with stem cells were also devel-
oped to match production using industrial scale stirred
tank bioreactors.
Nevertheless, in compared to native ECMs such

as Matrigel, synthetic bioscaffolds are still in primitive
stage as their major drawback is the usual lack of
dynamic properties of native matrices for cell-driven
remodeling. Synthetic hydrogels formed via stable,
covalent crosslinks generally do not allow for broad
matrix remodeling and fiber displacement (Blondel &
Lutolf, 2019), that prevents in vivo like morphogene-
sis processes and obtaining organoids of large size
(millimeter scale). Hence, the future development of
synthetic designer matrices for organoids would need to
include bioresponsive materials (Lu et al., 2016;Rosales
& Anseth, 2016) that contain physical crosslinks and/or
active bonds susceptible to proteolysis or enzymatic
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degradation. These components would allow relaxation
and rearrangement in response to cellular forces and
enzymatic cleavage, mimicking native ECM mechanics.
For example, RGD, a generic cell adhesion peptide,
could be coupled to long and flexible tethers in hydrogels
that allow cells to reorganize and pull them into clusters
(Kuhlman et al., 2007). To produce cell-degradable
matrices, peptide-based cross-linkers that are suscep-
tible to proteolysis and other enzymes such as plasmin,
elastase, and matrix metalloproteinases (MMPs) can
be included in functionalized hydrogels (Fonseca et al.,
2014; Huang et al., 2017). The hydrogels containing
synthetic peptides, which are recognizable and respon-
sible to local cell-secreted protease levels, then enable
cell-mediated point of clearage, promoting desire cel-
lular behavior, such as directed migration (Raeber
et al., 2005). In addition, bio-reactive hydrogels that
mimic matrix stiffening during aging, development and
disease have been developed by multiple approaches
to study various collective cell mechano-sensing mech-
anisms (Guvendiren & Burdick, 2012; Baker et al.,
2015; Ondeck et al., 2019). Interestingly, another level
of complexity in bioreactivity can be achieved by incor-
poration of multiple bioresponsive sites. By combining
protease-degradable sites, cell-adhesion motifs, and
growth factors in PEG for instance, sustained delivery
of vascular endothelial growth-factor (VEGF) could be
achieved during MMP-regulated hydrogel degradation,
promoting vascularization in vivo (Phelps et al., 2010).
Nevertheless, many of these materials have not been
applied to organoid studies. Furthermore, major hurdles
in developing bioactive hydrogels, including controlling
polymerized/depolymerized byproducts and gel degra-
dation kinetics in biocompatible and bio-inert formats
(Huang et al., 2017), are still ongoing challenges to be
conquered. Significant improvement and convergence
of synthetic ECM and organoids in the future should
lead to the generation of mimicking systems to study
tissue homeostasis and pathogenesis.

Bioengineering seeding conditions

In vivo, diffusive chemical gradient could be caused by
unevenly distribution of specific cell types. In the case
of intestine, Paneth cells are restricted in the crypts and
secrete Wnt3 and EGF for the maintenance of stem cell
niche (Wang et al., 2018). Along this line, by seeding
different amounts of cells in defined location one could
generate artificial chemical gradient cues in the later
culture condition for organoid growth. In a recent study
by Lancaster et al. (2017), the initial size of cell aggre-
gates was shown to dictate the neuroectodermal forma-
tion of brain organoids. In fact, the initial aggregate size
was found to influence complex tissue organization and
architecture or event cause failure in organoid develop-
ment. An elegant method to control the seeding aggre-

gates is to place defined number of cells in micropits that
is microfabricated by soft lithography (Czerniecki et al.,
2018; Shin et al., 2018) or stencil stamping into soft gels
(Nelson et al., 2006). Soft lithography (Figure 2b) pro-
duces micropatterns by placing a mask between a UV
light source and a photosensitive resin. After develop-
ment, the arbitrary features on the photopolymer could
be replicated by silicon-based organic polymers such as
poly(dimethylsioxane) (PDMS), generating microscale
pits or pillars on the surface. The PDMS replica can
then be used directly as micropit arrays or to fabricate
other hydrogel substrates by replica molding. Stem cells
that are seeded into these arrays are confined and when
under centrifugal or gravity force, the confinement allows
the formation of cell aggregates (Figure 2b). Addition-
ally, different cells could be added into micropit arrays
to increase component complexity and create interfaces
among different cell types. This approach can also be
conveniently scaled up to produce organoid arrays for
several translational applications. In a recent example,
PEG micropit arrays have been mass fabricated and
directly anchored at the bottom of conventional multiwell
plates for trapping stem cell aggregates at predefined
focal plane (Brandenberg et al., 2020). In this way, large
arrays of patient-derived colorectal cancer organoids
were generated with high reproducibility and homogene-
ity for high-throughput anticancer drug screening. The
combination with fast imaging and automated compu-
tations then enables high-content image-based pheno-
typic analyses to gain insights into drug-response mech-
anisms by real-time analysis of thousands of organoids.
Following the request to control cell–cell and tissue–

tissue interface for adding another level of complexity
to organoids, 3D bioprinting technologies (Figure 2c)
using biocompatible ink (Murphy & Atala, 2014) have
been applied to the organoid filed. The bio-inks are nor-
mally a mixture of hydrogel and soluble nutrients to sup-
port the survival, proliferation, and growth of cells or
organoids. In comparison with homogenous co-culture
method (Takebe et al., 2013), 3D bioprinting allows dif-
ferent living cells/organoids to be embedded into vari-
ous bio-inks and deposited by multiple ejectors in pre-
cise locations in an addictive layer-by-layer fashion.With
this approach, cell masses containing multiple lineages
and complicated structures could be obtained accord-
ing to needs. For instance, the fusion of human corti-
cal and thalamic organoids in vitro recapitulates the tha-
lamocortical projections between thalamus and cortex
(Xiang et al., 2019). This requires close position of these
two types of organoids next to each (Xiang et al., 2017),
which is, however, highly stochastic and labor-intensive.
Precise spatial manipulation offered by 3D bioprinting
should help to create robust, user-defined organoid–
organoid interfaces and to decipher the principal mech-
anisms for tissue regeneration and interactions. In a
recent work by Brassard and colleagues, mouse stom-
ach corpus stem cells and ISCs were bioprinted inside
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3D culture matrices to create centimeter long tubular
tissues to mimic gastrointestinal tract (Brassard et al.,
2021) for applications in drug discovery and regener-
ative medicine. Additionally, organoids that mimic liver,
muscle, and blood vessels have been created by 3D
bio-printing for toxicology testing (Kang et al., 2015).
The precise manipulation of stem cell niches then pro-
vides an interesting possibility for integrating multiple tis-
sues to kick-off the formation of a multi-organoid system
and for the study of their interactions and fusion in later
remodeling (Guven et al., 2015).

Controlling mechanical cues in organoid
systems

As briefly mentioned above, external mechanical prop-
erties are known to affect stem cell fate and behaviors
with a rivalry potency to biochemical signals. Indeed,
stiffness alone can specify the differentiation of stem
cells (Engler et al., 2006) in 2D context. In the case of
organoids, Capeling et al. (2019), have demonstrated
that mechanical support alone is sufficient to foster
human intestinal organoids survival and development.
Using alginate as a minimal support, the researchers
found human intestinal organoids differentiated indistin-
guishably from those grown inside Matrigel. Recent bio-
engineering efforts have focused on developing multi-
ple approaches to provide inherent, instructive mechan-
ical cues according to different developmental stages
of organoids. This is elegantly exemplified by Gjorevski
et al. (2016), who embedded ISCs in a mixture of
mechanically static and dynamic PEG gels. The ratio
between these two gels decided the degradability of
the mixed matrix, allowing a control over the gel soften-
ing profile over time. The intestinal organoids inside the
gel then experienced a decreasing mechanical elasticity.
Their set of experiments interrogated the effects of exter-
nal mechanical properties on intestinal organoid devel-
opment and found that ISC expansion was enhanced by
a high matrix stiffness while a soft matrix and laminin
adhesion were optimal for ISC differentiation. Hence,
this approach may mimic tissue evolution in responses
to ever-shifting characteristics of native ECM. Similarly,
in allyl sulfide hydrogels with photocleavable bonds,
crypt-like structures formation in intestinal organoids
was improved with matrix softening by photochemically
induced degradation (Hushka et al., 2020). Additionally,
the crypt-formation was accompanied with the differen-
tiation of ISCs into Paneth cells. These studies under-
score the interdependence between stem cell fates and
material mechanical properties and such active matri-
ces then allow eliciting defined ISC behavior patterns
for intestinal organoid formation at certain time point or
with light control. The latter case is particularly interest-
ing as the photodegradable material can be easily com-
bined with light-based patterning technologies (Strale

et al., 2016). However, degradable hydrogels might limit
the long-term culture of organoids, as their supportive
networks become unstable during irreversible degra-
dation. Ideally, crosslinked networks of bio-hydrogels
should be photoreversibly controlled via different wave-
lengths (or by other means) and as such, one can induce
local/overall changes in the gel modulus at any time to
modulate ISC behavior.Furthermore, many tissue devel-
opments in vivo are associated with stable mechanical
strain. To investigate the effects of such strain, Poling
et al. (2018) recently incorporated a compressed niti-
nol spring into mesentery of mice, where human intesti-
nal organoids were grafted. Under the stimulus of uni-
axial strain, the transplanted organoids were found to
have promoted intestinal maturation as well as native-
like transcription andmorphology.Similarly, using in vitro
stretching devices to actuate organoids also promote the
growth, patterning, and morphogenesis in human neural
tube organoids derived from single hPSC (Abdel Fattah
et al., 2021). These technologies would further improve
our understanding of the role physical interactions via
mechanical forces in regulating complex spatial organi-
zation in tissue.

Regulating topographic cues for organoid
growth

Conventional organoids embedded in uniform 3D hydro-
gel without topographic features usually form a spherical
architecture enclosing a lumen. Such an architecture
exhibits a gap between in vitro and in vivo configuration,
where native tissue often present highly regular shapes
and organizations. For instance, small intestine epithe-
lium lines the mucosa and organizes into highly regular
crypt and villus structures, where cells of varied func-
tions are found. Hence, 3D topographic cues of ECM
may provide boundary conditions and guidance for the
tissue architecture formation and integration. Indeed,
when transferred from 2D substrates to 3D scaffolds,
epithelia need to regulate its tissue contractility accord-
ing to the geometry for the preservation of the tissue
integrity (Salomon et al., 2017). Mammary epithelial
cells may also take advantage of geometric cues to
initiate morphogenesis processes, such as branching
from epithelial tubules that are confined by the shape of
hydrogel matrices is highly consistent with the patterned
geometry (Nelson et al., 2006). Thus, it is necessary to
fabricate 3D scaffolds with appropriate micro-structures
to mimics physiological boundaries. A recent attempt in
this direction was achieved by combining photopolymer-
izable hydrogels with high-resolution stereolithography
to generate crypt and villus arrays to mimic the intesti-
nal epithelium (Creff et al., 2019) (Figure 2c). This 3D
scaffold could support the growth of Caco-2 cells for
3 weeks, leading to a differentiated epithelial layer.
Another example also used photolithography and
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molding to fabricate similar crypt and villus micropat-
terns in collagen substrates (Wang et al., 2017). Using
these 3D scaffolds and under a conventional culture
condition for intestinal organoid expansion, ISCs from
human intestinal organoids formed a 3D self-renewing
epithelium. In addition, by combining the topography
with gradients of morphogens, the ISCs were guided
into in vivo-like configuration recapitulating cell-specific
compartments and distribution with directional cell
migration along the crypt-villus axis. The same group of
researchers also used a similar approach to reproduce
in vitro crypt structures for human colonic epithelium,
mimicking multiple aspects of colonic tissue (Wang
et al., 2018). These studies provide means to control
topographic cues and demonstrate their importance for
organoid development. Of note, such an ex vivo models
offer an open apical part of the tissue, thus allowing a
broad range of physiological relevant experiments, such
as epithelial defense, metabolism, and studies of drugs,
microbiota, and toxins in intestinal context.

Spatiotemporal control of diffusive
biochemical signals

During organogenesis, gradients of biochemical sig-
nals including morphogens and growth factors play an
important role in triggering symmetry breaking, polar-
ization, and pattern formation in the tissue. However,
conventional organoids are flooded with homogeneous
medium without any spatiotemporal modulation of these
cues, resulting in significant differences between in
vivo and in vitro tissue development and organization.
To overcome this drawback, microfluidic systems have
been employed to recreate the biochemical gradients for
organoid growth and organization. For instance, colonic
organoids or individual stem cells had been placed in a
microengineered gradient channel, where linear gradi-
ents of Wnt3a and R-spondin1 were generated by dif-
fusion (Attayek et al., 2016). Such an exposure caused
higher degree of polarization in colonoids in compared
to those cultured without a gradient. It is also noticeable
that stem cells were polarized more in the form of sin-
gle cells than those within colonoid fragments, suggest-
ing that the cell clusters may already have other intrin-
sic pre-patterns that counteract the influences of exter-
nal stimuli. Besides microfluidics, biochemical gradient
can also be created by tethering biomolecules, whose
active sites are masked with a photo-degradable moi-
ety, into a hydrogel matrix, rendering photo-responsive
release (Gjorevski et al., 2014).This method is also com-
patible with photo-patterning technologies, enabling pre-
cise creation of localized biochemical patterns within
a matrix with light. In a work using this photodegrad-
able tethering approach (Kloxin et al., 2009), a pep-
tide (sequence Arg-Gly-Asp-Ser, RGDS) coupled to a

PEG hydrogel via photolabile moieties was cleaved from
the network upon selective irradiation. The release of
the peptide RGDS then led embedded human MSCs
down the chondrogenic pathway. Similarly, nanoparti-
cles or degradable vehicles can be loaded with growth
factors and tethered to cells or the networks of hydro-
gel to mimic autocrine, paracrine, and juxtacrine signals
(Stephan & Irvine, 2011). Further efforts are still required
to fully realize the potentials of these techniques in the
field of organoid.

Monitoring organoid components in vitro

The aforementioned bioengineering approaches offer
means to control multiple cues to guide organoid devel-
opment. It is also necessary to monitor components
in the organoid systems, such as cell–cell/matrix inter-
actions, intrinsic genetic information, local nutrient
transport, and oxygen levels. Sensors and detectors
could be embedded in in vitro set-ups for in situ read-out
of the influence of cell-mediated signaling. For instance,
micromachined silicon substrates could manipulate
adherent cells with micrometer-scale precision and
study their interactions (Hui & Bhatia, 2007). To mea-
sure and manipulate organoid mechanics, multiple
methods and tools have been developed. These include
3D traction forcemicroscopy (Legant et al., 2010), elastic
soft droplet insert (Campàs et al., 2014), laser ablation
(Pérez-González et al., 2021), and fluorescence reso-
nance energy transfer tension sensors (Grashoff et al.,
2010). Applying these techniques to organoid systems
to probe 3D organoid mechanics have resulted in some
successes (Garreta et al., 2021). Moreover, computa-
tional frameworks and simulation models can be used
to predict and support mechanical measurement of
3D organoid dynamics (Etournay et al., 2016; Latorre
et al., 2018). In a recent work, Karzbrun and colleagues
modeled the role of mechanical forces in guiding sur-
face wrinkles in human brain organoids trapped in a
microfabricated compartment (Karzbrun et al., 2018).
There are also other analytical tools that are able to be
included in microfabricated platforms for organoid stud-
ies, such as micro-electrode arrays (Passaro & Stice,
2021), mass cytometry imaging (Bodenmiller, 2016),
and microflourimetry (Yin et al., 2016). Besides these,
the recent advances in transcriptomics have offered
new opportunities to unravel in-depth organoid genetic
information. RNA sequencing of kidney organoids at dif-
ferent time points have revealed transcriptional profiles
that indicate early cultured organoids highly matching
the fetal gonad (Takasato et al., 2015). Transcriptomic
analysis can also serve as guidelines to fine tune 3D
extracellular environment for the generation of kidney
organoids showing congruence with second-trimester
human fetal kidneys (Garreta et al., 2019). Taken all
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FIGURE 3 Bioengineered gut-on-a-chip. (a) Illustration of the integration of multiple components into a microfluidic chip for primary
human intestinal culture by synergistic bioengineering as described by Bein et al. (2018). (b and d) Morphological analysis of human intestinal
organoid-derived epithelia lining the flexible membrane in a gut-chip as demonstrated by Kasendra et al. (2018]). (b) DIC and fluorescent images
showing the primary intestinal epithelial layer. (c and d) Vertical cross-sections demonstrating villus-like protrusion with condensed brush-border
(marked by F-actin), proliferative cells (marked by Ki-67 in (c)) at the basal regions, and mucin-producing cells (marked by Muc 5AC in (d)) along
the apical region

together, combining multiple analytical tools to organoid
systems in spatiotemporal manners would be capable to
provide biochemical, tissue mechanical, and genome-
wide signatures for different cells within organoids at
different developmental stages.

BIOENGINEERED INTEGRATION OF
MULTIPLE COMPONENTS FOR
ORGANOID ASSEMBLY

The presence of multiple parameters, such as the bio-
chemical and physical properties of the matrix, soluble
morphogens, mechanical strains, as well as topographic
cues, in organogenesis (Gjorevski et al., 2014) suggests
that a systematic integration of these variables is
essential to achieve customized, bioengineered in vitro
organoid systems. At present, one promising approach
in this direction is microfluidic organs-on-a-chip system
established through synergistic engineering (Zhang
et al., 2018). Such platforms could integrate numerous
functional components that offer control over cell culture,
shear stress, mechanical strain, spatial confinement,
topographic patterns, biochemical gradients, electrical
stimulation, and sensors for signal readouts. As such,
there is a trend in converging the versatility of organs-on-
a-chip systems and organoid-based tissue engineering
to bestow artificial guidance to current organoid tech-
nologies. To achieve this, these functional modules must

be systematically associated into one chip to tune each
factor individually and synchronously without interfering
with the autonomous stem cell self-assembly capability.
In a previous example, microfluidic chips for mimicking

human intestine, named gut-on-a-chip (Bein et al., 2018;
Kasendra et al., 2018; Shin et al., 2019), were produced
to provide controllable microenvironment for ISC culture
(Figure 3). In such a system, a flexible, porous mem-
brane was connected to two vacuum chambers and
separated the cell culture channel into top and bottom
parts. The membrane was functionalized with ECM to
support cell survival and expansion. Cyclic mechanical
strains mimicking peristalsis caused by the extension
and retraction of the membrane were transmitted via
the deformation of the two hollow side chambers upon
suction and biochemical gradient across the porous
membrane is generated by perfusing different culture
media into the top and bottom culture channels.Addition-
ally, 3D scaffolds that mimic the crypt-villus axis could
be mounted on the supportive membrane to provide
physical boundaries for the preservation of tissue archi-
tectures. Primary intestinal epithelial cells from biopsy-
derived organoids were then introduced in the top
surface of the membrane, forming a parenchymal chan-
nel, whereas microvascular endothelial and immune
cells were co-cultured on the opposite side, representing
a vascular channel (Bein et al., 2018; Kasendra et al.,
2018). Moreover, human intestinal commensal micro-
biota could be co-cultured in the upper channel, in

176



BIOENGINEERING METHODS FOR ORGANOID SYSTEMS 487

contact with living intestinal epithelia and under
physiological shear flow (Kim et al., 2016). Hence,
microfluidics-based integration offers unparalleled con-
trol over individual biochemical, biophysical, mechani-
cal, cellular, and bacterial factors in an artificial intestine
model. This can allow researchers to explore molecular,
cellular, and tissue mechanisms and gain insights into
intestinal physiology and pathology. Besides intestinal
model, a biomimetic lung-on-chip model has been
developed via similar principles to study multiple lung
functions (Huh et al., 2010). Hence, one can also easily
incorporate cells from multiple species, that is, human
and animal cells, in a same chip, to determine the
conserved tissue development and functional mecha-
nisms. The same integration principles are applicable
to the establishment of other organ-on-a-chip and
cancer-on-a-chip systems (Bhatia & Ingber, 2014).
Such platforms should then have important utilities in
pharmaceutical screening and disease modeling in that
they have potentials to significantly reduce cost and can
avoid the ethical issues with animal models. In short,
novel organ-on-a-chips offer new capacities to control
numerous biochemical and biophysical parameters and
to analyze their contributions to human physiology and
pathophysiology one-at-a-time.

CONCLUDING REMARKS

In the past decades, we have witnessed numerous
breakthroughs in the field of organoid technologies. A
series of organ-specific organoids have been developed
and the advancements in organoid-based tissue engi-
neering have significantly improved our understandings
in organogenesis and therapy strategies. However, the
further utility of organoid to reproduce functional organs
in vitro is currently hindered by the highly variable, unma-
tured differentiated, and poorly organized self-assembly
systems. To overcome these challenges inherent in
autonomous organoid systems, a few impressive steps
toward the convergence of bioengineering approaches
and organoid systems have been made. Bioengineered
tools derived from microfabrication, genome editing,
designer biomaterials, and other advanced microtech-
nologies have been successfully implemented for the
manipulation of cellular microenvironment and stem
cells themselves to direct cell-substrate and cell–cell
interactions. This rich toolbox has particular contributed
to reveal many morphogenetic rules and the indepen-
dent effects of physiological environmental parameters
that are largely intertwined in vivo in modulating stem
cell and organoid development. While it is not without
challenges to integrate these tools in an organoid sys-
tem without tampering with inherent biological qualities
and capabilities, we envision that the continuous expan-
sion of this bioengineering library will further empower
researchers to develop novel biomimetic organ-on-chips

systems to advance our knowledge in many fundamen-
tal biology and to transform regenerative therapies.
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gels de PAA de 370 Pa et 5,22 kPa que j’avais réalisés ont été utilisés dans cette

étude.
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c Univ Lyon, CNRS, INSA Lyon, Ecole Centrale de Lyon, Université Claude Bernard Lyon 1, CPE Lyon, INL, UMR5270, 69622, Villeurbanne, France 
d Univ. Lille, CNRS, Inserm, CHU Lille, Institut Pasteur Lille, U1019 - UMR 9017 - CIIL - Center for Infection and Immunity of Lille, F-59000, Lille, France 
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A R T I C L E  I N F O   
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A B S T R A C T   

The field of intestinal biology is thirstily searching for different culture methods that complement the limitations 
of organoids, particularly the lack of a differentiated intestinal compartment. While being recognized as an 
important milestone for basic and translational biological studies, many primary cultures of intestinal epithelium 
(IE) rely on empirical trials using hydrogels of various stiffness, whose mechanical impact on epithelial orga
nization remains vague until now. Here, we report the development of hydrogel scaffolds with a range of 
elasticities and their influence on IE expansion, organization, and differentiation. On stiff substrates (>5 kPa), 
mouse IE cells adopt a flat cell shape and detach in the short-term. In contrast, on soft substrates (80–500 Pa), 
they sustain for a long-term, pack into high density, develop columnar shape with improved apical-basal polarity 
and differentiation marker expression, a phenotype reminiscent of features in vivo mouse IE. We then developed 
a soft gel molding process to produce 3D Matrigel scaffolds of close-to-nature stiffness, which support and 
maintain a culture of mouse IE into crypt-villus architecture. Thus, the present work is up-to-date informative for 
the design of biomaterials for ex vivo intestinal models, offering self-renewal in vitro culture that emulates the 
mouse IE.   

1. Introduction 

The intestinal epithelium (IE), which functions as a barrier and 
constitutes the major site for nutrient uptake and metabolism in the 
small intestine, is maintained under dynamic equilibrium of cell pro
liferation, migration, differentiation and cell death [1]. Such a homeo
static process relies on the continuous proliferation/self-renewal of 
intestinal stem cells (ISCs) [2] that reside at the bottom of the tissue 
invaginations known as crypts. ISCs generate transit-amplifying cells 
that, after several rounds of division while migrating along the 
crypt-villus axis, differentiate mainly in absorptive enterocytes, but also 

secretory cells (i.e., tuft, enteroendocrine, goblet, Paneth and M cells). 
Altogether, these differentiated cells form a cohesive monolayer that 
lines the projective, finger-like villi. In contrast to the ever-youthful 
ISCs, the terminally differentiated cells are doomed to die as they 
reach the tip of the villi where they undergo cell extrusion through the 
so-called shedding process. Given the implication of these vital biolog
ical processes, the study of IE self-renewal and differentiation is highly 
informative for understanding complex biological phenomena that 
involve stem cell behavior, epithelial cell sorting, dynamics, organiza
tion and homeostasis, as well as pathogen defense and metabolism and 
thus has attracted significant research interest. 

Abbreviations: AFM, atomic force microscopy; AJ, adherens junction; CL, cross-linked; DIOs, dissociated intestinal organoids; DPP-IV, dipeptidyl peptidase-IV; 
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Ex vivo intestinal model systems aiming at mimicking in vivo tissue 
structure, dynamics and functions have tremendously contributed to 
recent advances in stem cell biology, intestinal biology and biomedical 
studies [3–6]. Animal models are gold standards to analyze organ 
structures and functions, but they are inconvenient for proper live im
aging, costly and criticized for inter-individual variations, 
animal-human differences, and ethical problems [7]. On the other hand, 
intestinal cell lines, such as human Caco-2 cells, are much simpler and 
present numerous advantages but these cells are usually cancer-derived 
and lack normal physiological regulations, which concerns the mainte
nance of stemness, proliferation, completeness of differentiation and 
diversity of intestinal cell lineages [8]. The development of intestinal 
organoids out of ISCs has significantly advanced gastrointestinal 
research relevant to cell and developmental biology, physiopathology 
and translational biology [9]. Intestinal organoids grow either from 
mouse or human intestinal crypts to produce expandable and physio
logically functional structures that mimic many aspects of the in vivo 
intestine organization and functions [4,10,11]. This revolutionary 
technology has offered an alternative to the animal models for a vast 
range of in vitro studies with accesses to close-to-physiology, live bio
logical materials. However, intestinal organoids also present 
well-recognized shortcomings, including reduced and flatten “villus-
like” domains as well as the closed and hard-to-reach lumen. Such small, 
irregular differentiated domains are mosaicked amongst the “crypt-like” 
protrusions and make it difficult for the study of intestinal differentia
tion. In addition, their culture within a tridimensional (3D) thick mass of 
matrix/hydrogel, usually Matrigel [4], is a limitation to applying 
spatially controlled gradients of biochemical and mechanical cues [12]. 
Hence, there is an increasing interest in culturing ISCs from organoids 
into epithelial monolayers on extracellular matrix (ECM) coated sur
faces for intestinal biology and physiology [13–17]. Such a solution not 
only provides convenient access to the luminal surface by unfolding the 
spherical organoids into monolayers but also better controls over the 
mechanical and biochemical cues to the culture. It also presents the 
potential for further integration into a series of setups for various ap
plications. For example, for mimicking IE morphogenesis, the substrate 
can be micro-engineered into a 3D architecture that guides IE into 3D 
crypt-villus topography [18,19]. Furthermore, when integrated into a 
Transwell setup, a signaling gradient can be applied to the IE monolayer 
to mimic the physiological distribution of secreting factors [17,18]. 

Nevertheless, culturing primary ISCs into renewable IE monolayers is 
far more difficult than culturing cell lines and requires a deep consid
eration of intestinal homeostatic regulatory signals. At present, cultures 
of primary IE on planar substrates are usually short-lived, and over
coming the limited time span is still a daunting challenge for many at
tempts to build an ex vivo intestinal model [20]. It is now known that IE 
homeostasis is finely regulated by the balance of many biochemical and 
mechanical signals [21]. For example, the morphogens Wnt, Noggin and 
Epidermal Growth Factor (EGF), which present decreasing gradients 
from the crypt towards the villus, are crucial for the maintenance of stem 
cell niche and promote ISC proliferation [21]. These gradients are 
caused by the uneven distribution of cells secreting them, such as Paneth 
cells located in the crypts and expressing Wnt 3 and EGF [21,22]. Be
sides these important biochemical cues, mechanical cues, such as ECM 
stiffness that rivals the potency of chemical supplements, could have a 
substantial influence on epithelial migration, growth, differentiation 
and organization [23–26]. ECM stiffness is determined by protein 
composition and network structure. In the gut, the spatial distribution of 
ECM proteins, including type IV collagen and laminins, is heterogeneous 
[27], thus leading to variation in ECM rigidity. For instance, the mucosa 
of the large intestine contains less collagen than the submucosa, indi
cating a stiffness gradient between these layers [28]. Similar spatio
temporal heterogeneity in ECM proteins distribution is also found in the 
small intestine [29,30], whereas whether there exists an ECM stiffness 
variation along the crypt-villus axis is yet to be determined. Changes in 
ECM stiffness are also associated with illness as shown for instance by 

the increased macroscale stiffness associated with high ECM collagen 
content in the human ileum and colon of inflammatory bowel disease 
[25]. 

Recent in vitro investigations unraveled that substrate elasticity can 
dictate stem cell fate via regulating focal adhesions, mechano-sensing 
cascades as well as actomyosin-mediated contractility at cellular and 
tissue levels [31,32]. Conventional stiff substrates, including glass, 
polystyrene and polydimethylsiloxane (PDMS), do not support appro
priate IE primary culture and only allow the formation of poorly orga
nized monolayers, whereas pure Matrigel could be too soft for the 
formation/expansion of a spreading monolayer [33]. Alternatively, 
degradable polyethylene glycol (PEG) hydrogels have been proven to 
promote ISC proliferation at a stiffness ~1.3 kPa while differentiation 
and organoid formation were favored at a stiffness of around 190 Pa 
with typical cultures in Matrigel domes [34]. Together, these observa
tions suggest a narrow mechanical window for the self-renewal, orga
nization and differentiation of IE monolayers. Furthermore, in a 
theoretical framework [35], a morphogenetic alternation from 
columnar to squamous cell shapes in epithelial sheets could be achieved 
due to different force balances amongst tensions in cell-substrate 
adhesion, cell-cell interaction as well as apical actomyosin contrac
tility. Even so, given the importance of substrate stiffness in regulating 
the cell-substrate adhesion [32], its role in determining differentiated 
epithelial cell shape and packing has been largely overlooked. Recent 
successful attempts in culturing IE monolayers include using chemically 
treated type I collagen substrates [18] and pure Matrigel layers laid on 
rigid supports [15,17]. However, these substrates are either more than 
one order of magnitude stiffer than the in vivo ECM [18,21] or employed 
without supportive elasticity measurement. Hence, while understanding 
cell-ECM interaction at different scales is a key topic in tissue morpho
genesis and differentiation, how substrate mechanical properties 
modulate IE differentiated cell shape and organization remains un
known until now. Moreover, without such knowledge, it is difficult to 
design and produce designer matrices for biomimetic and tissue engi
neering applications. 

These challenges are currently leveraged by engineering biomaterial 
composites of multiple pre-defined properties to recapitulate the rich yet 
heterogeneous biochemical and mechanical properties of the in vivo 
ECM [36]. Single component materials, such as collagens, may allow IE 
cell adhesion and growth [37], and rough stiffness tunability [18], but 
often lack other essential biochemical characteristics [20], such as 
laminin isoforms. Moreover, the lack of multiple niche factors in the 
matrices may also hinder typical IE compartmentalization, i.e., the for
mation of large differentiated domains separated from the stem or 
proliferative compartments [18]. The results obtained with collagen 
substrates are then incomparable with many other studies using 
animal-extracted ECM biomaterials. Among them, the Matrigel matrix 
contains a wealth of diverse ECM proteins and growth factors, and in 
comparison with substrates of a single collagen component, it shows a 
higher growth efficiency for digestive tract epithelia [37,38] and allows 
the development of proliferative and differentiated zones [4,11,15]. 
Thus, Matrigel has become the gold-standard material for classical 3D 
intestinal organoid cultures. However, due to its low mechanical sta
bility Matrigel may not be able to support the large expansion of IE 
monolayers in 2D format [15] and to our best knowledge, there was no 
attempt to adjust Matrigel elasticity by any means. 

In this work, we aimed at creating 2D and 3D biomimetic scaffolds 
for IE layer growth and its proper differentiation. First, we determined 
the ECM elasticity of mouse small intestine along the crypt-villus axis. 
Based on these analyses, we then tested the influence of ECM elasticity 
variation on organoid monolayer expansion, organization and differ
entiation by developing Matrigel-based and Matrigel-coated poly
acrylamide (PAA) substrates. We revealed that, according to substrate 
stiffness, 2D IE monolayers expanded with distinct degrees of cell shape 
and tissue organization, and defined an optimal range of substrate 
elasticity for IE differentiation. To reproduce biomimetic crypt-villus 
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micro-architecture of low rigidity, a simple method was further designed 
to mold soft gels into 3D scaffolds. We demonstrated that using this 
combined approach, organoid cultures could grow on soft 3D micro
fabricated substrates for several weeks and developed monolayers 
resembling features of the in vivo differentiated IE. 

2. Materials and methods 

2.1. Materials and chemicals 

Matrigel (#734–1100), fetal bovine serum (FBS, #35-010-CV) were 
purchased from Corning. DMEM medium (31,966–021), Glutamax 
(35,050–61) are from Gibco. Advanced DMEM/F12 (#12634010), 
hygromycin (#10687010), penicillin and streptomycin (#15140122), 
geneticin (#10131027), TEMED (#17919), rabbit anti-laminin alpha-3 
(#PA538937) and rabbit anti-laminin alpha-5 (#PA549930) were from 
Thermofisher Scientific. The IntestiCult™ Organoid Growth Medium 
(#06005) was from STEMCELL Technologies, Vancouver, Canada. So
lutions for making PAA gels, 40% acrylamide solution (#161–0140), 2% 
bis acrylamide solution (#161–0142) and ammonium persulfate (APS, 
#161–0700) were purchased from Bio-Rad Lab. 3-(trimethoxysilyl) 
propyl methacrylate (M6514), trimethylchlorosilane (TMCS, #92360), 
ROCK inhibitor Y-27632 (Y0503), N-Ethyl-N′-(3-dimethylaminopropyl) 
carbodiimide (EDC) hydrochloride (E1769), sodium deoxycholate 
(30,970), DNase-I (10,104,159,001), N-Hydroxysuccinimide (NHS) 
(#130672), mouse anti-collagen-IV antibody (C1926) and rabbit anti- 
laminin antibody (L9393) were from Sigma-Aldrich. Anti-E-cadherin 
mouse antibody (#610181) was from BD Biosciences (Franklin Lakes, 
NJ). Mouse anti-villin antibody (M3637) was from Dako. Rabbit poly
clonal antibodies directed against DPP-IV (ab187048) and Na–K-ATPase 
(ab76020) were from Abcam (Cambridge, UK). Rabbit polyclonal anti
body directed against OLFM4 (39141 S) was from Cell Signaling (Dan
vers, MA, USA). Rat anti-occludin was a gift from S. Robine (Institut 
Curie) [39]. Phalloidin-Alexa 488 (A12379), 568 (A12380) and 647 
(A22287), Hoechst 33,342 for nuclear staining (H3570) were from Life 
Technologies. Mowiol mounting medium was homemade. Vectashield 
antifade mounting medium (H-1000) was from Vector Laboratories. 
L-WNR cells (#CRL-3276) were from ATCC. 

2.2. Organoid preparation and culture 

4-month old wild-type male C57/Bl6 mice were provided by the 
animal facility of the Institut Jacques Monod. Transgenic LifeAct-GFP 
mice were a gift from D. Vignjevic (Institut Curie, Paris) [40]. Mice 
used for intestinal crypt isolation were between 8 and 12 weeks old. 
After euthanasia by cervical dislocation, the small intestine was har
vested, flushed with PBS to discard luminal content and cut longitudi
nally open. The tissue was then cut into small pieces of 3–5 mm and 
further washed in PBS. The pieces of intestinal tissue were then incu
bated on ice for 10 min in a tube containing EDTA (5 mM). The tube was 
then vortexed for 2 min to release the villi from the tissue. After removal 
of EDTA, the intestinal pieces were placed in cold PBS and vortexed 
vigorously for 3 min to ensure crypt release. This process is repeated 3 
times, with each fraction recovered. The third and fourth fractions are 
usually concentrated in crypts, so these are combined and passed 
through a 70-μm cell strainer to remove the remaining villi, before being 
centrifuged at 1000 rpm for 5 min. The pellet (crypts) were then washed 
in advanced DMEM/F12 and centrifuged again. These isolated crypts 
were used for enteroid culture as reported previously [41]. Briefly, the 
final pellet containing crypts is embedded in a 1:1 ratio of basal media 
and Matrigel, plated as 50 μL domes in a 24-well plate and incubated at 
37 ◦C for 20–30 min for the Matrigel to polymerize before adding the 
IntestiCult™ Organoid Growth Medium and the expansion medium 
(EM). Media was changed every 2 days and after a week the organoids 
were either sub-cultured or used for seeding on 2D and/or 3D scaffolds. 

2.3. Preparation of expansion medium (EM) 

The EM, prepared from L-WRN cells [41], was used for the expansion 
and growth of IE cells in the forms of organoid, 2D monolayers and 3D 
biomimetic cultures. Briefly, L-WRN cells were cultured with conven
tional DMEM medium supplemented with FBS (10% v/v), GlutaMAX (2 
mM), penicillin and streptomycin (100 unit/mL). After the first day, 500 
μg/mL geneticin and 500 μg/mL hygromycin were added into the 
DMEM medium to culture until confluent. The cells were then passaged 
and cultured with primary culture medium (PCM, advanced DMEM/F12 
supplemented with penicillin (100 units/mL), streptomycin (100 
μg/mL), GlutaMAX (2 mM) and FBS (20% v/v)). The PCM supplemented 
with Wnt-3A, R-Spondin and Noggin produced by the L-WRN cells was 
collected every 24 h and mixed with fresh made PCM with a ratio of 1:1 
to make EM. 

2.4. Preparation of silanized glass coverslips 

Silanized glass coverslips were prepared to facilitate the adhesion of 
polyacrylamide (PAA) hydrogel. Glass coverslips (Ø = 14 or 18 mm) 
were cleaned with ethanol under sonication for 5–10 min. They were 
then dried under airflow and activated by oxygen plasma for 5 min. 
During the plasma treatment, a mixture of 2% (v/v) 3-(trimethoxysilyl) 
propyl methacrylate and 1% (v/v) acetic acid in ethanol was prepared. 
The plasma-treated coverslips were then soaked in this mixture for 30 
min. Then they were rinsed thoroughly with ethanol and dried under 
airflow. The coverslips were then baked at 120 ◦C for 2 h and stored at 
room temperature and kept dry for future use. 

2.5. Production of 2D substrates 

To prepare pure Matrigel 2D substrates, 50 μL thawed Matrigel was 
placed on a glass coverslip (Ø = 18 mm) and spread manually to cover 
about 90% of the slide at 4 ◦C. The coverslips were then left on an event 
bench for 5–10 min to flatten the surface. After that, they were trans
ferred into a 37 ◦C incubator and incubated for 1 h for gelation. 

To produce cross-linked Matrigel (CL-Matrigel) flat substrates, a 
fresh-made solution of 100 mM NHS and 400 mM EDC in cold PBS (4 ◦C) 
was mixed properly with thawed pure Matrigel at a ratio of 1:10 (v/v). A 
drop of the mixture (50 μL) was then spread manually on a glass 
coverslip (Ø = 18 mm) and flattened in a similar manner as mentioned 
above or by flat PAA substrates. Subsequently, the coverslips were 
placed in a 37 ◦C incubator for 2 h to form CL-Matrigel layers. The CL- 
Matrigel substrates were washed with PBS once and incubated in PBS at 
37 ◦C for 24 h to remove unreacted EDC and NHS. The substrates were 
then stored in 1X PBS for future utilization. The recipes to produce CL- 
Matrigel substrates and their elasticities are presented in Table 1. 

To fabricate PAA substrates with Matrigel coating, stock solutions 
were first prepared according to the recipe in Table 2 and stored at 4 ◦C. 
Glass coverslips (Ø = 18 mm) were properly cleaned with ethanol and 
treated with oxygen plasma for 5 min 60 μL diluted Matrigel solution in 
Advanced DMEM/F12 (1:10, v/v) was placed on the coverslips and 
incubated overnight at 4 ◦C. The remaining solution was then discarded 
by pipetting to have Matrigel-coated coverslips. In the meantime, the 
PAA stock solutions and PBS were degassed in a vacuum chamber for 15 
min. The working solution (Table 2) was quickly prepared and mixed by 

Table 1 
Matrigel substrates: Composition of the solutions for making Matrigel-based 
substrates.   

Pure Matrigel Cross-linked Matrigel 

Matrigel [μL] 500 500 
EDC [mM] N.A. 40 
NHS [mM] N.A. 10 
AFM measured elasticity [Pa] 33.3 ± 1.6 418.8 ± 15.2  
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vortexing for a few seconds, and a 70 μL drop was then placed on a 
silanized glass coverslip (Ø = 14 mm, see Section 2.4) and sandwiched 
by a Matrigel-coated coverslip. The set-up was left in ambient condition 
for 30 min to allow PAA polymerization before peeling off the Matrigel- 
coated coverslip from the PAA gel. As-fabricated Matrigel-coated PAA 
substrates were then soaked in PBS overnight to remove the unreacted 
chemicals before use. 

2.6. Fabrication of 3D scaffolds with CL-Matrigel 

2.6.1. Microfabrication of 3D negative master mold 
4-inch silicon wafers and 100 μm negative photoresist dry films 

(Nagase ChemteX, provided by Laboratory of Analysis and Architecture 
of Systems (LAAS), Toulouse) were used to prepare the 3D master mold 
of crypt-villus architecture. Firstly, a 100 μm negative photoresist dry 
film was laminated on a pre-baked 4-inch silicon wafer (200 ◦C for 
10–20 min) by a laminator at 100 ◦C with a speed of 0.2 m/min. This 
step was repeated twice more to obtain a 300 μm-thick layer of photo
resist. The wafer was then exposed to UV through a chromium photo
mask with 200 μm dark dots by MJB4 mask aligner (SUSS MicroTec) for 
40 s at 21.1 mW/cm2. A post-exposure bake was carried out at 100 ◦C for 
10 min on a hotplate. After, a second layer of 100 μm-thick negative 
photoresist dry film was laminated on the wafer as mentioned above. 
The wafer was exposed to UV with half of the light dose after properly 
aligning the second mask so that each 200 μm dot was surrounded by six 
100 μm transparent circles. A similar post-exposure bake was followed 
and the exposed layer was developed with cyclohexanone for about 25 
min on a shaker until the background surface becomes clean. After being 
rinsed with ethanol, the negative master mold was then dried and stored 
in a cool and dry place. 

2.6.2. Preparation of PDMS negative mold with rounded up villi and crypts 
To avoid sticking PDMS to the master mold, the mold was exposed to 

the vapor of TMCS for 5 min in a Petri dish before the first use. Freshly 
mixed PDMS polymer and linker (RTV 615, Momentive Performance 
Materials, 10:1 w/w) were poured on the mold. The trapped bubbles 
were removed by degassing in a vacuum chamber and the mixture was 
allowed to reticulate at 75 ◦C for at least 4 h. After peeling off, the first 
PDMS replica has villi and crypts with squared edges. The replica was 
then gently dipped on a coverslip (Ø = 40 mm) coated with pre- 
polymerized PDMS (by spin-coating at 2500 rpm for 60 s). This step 
transfers small drops of liquid PDSM onto the tips of villi, which formed 
half-spheres after hanging the structure upside down at room tempera
ture overnight. A further incubation at 75 ◦C for at least 1 h was followed 
to fully polymerize the drops. The obtained PDMS mold was plasma 
treated 1 min by air plasma and exposed to the vapor of TMCS for 1 h in 
a sealed Petri dish, prior to being used to produce a second negative 
PDMS replica. After, the above steps were repeated to round up the 
crypts (spin-coating pre-polymerized PDMS on Ø = 40 mm coverslip at 
3000 rpm for 60 s). 

2.6.3. Fabrication of 3D CL-Matrigel scaffolds with villi and crypts 
The negative PDMS molds from section 2.6.2 were used to prepare 

positive PDMS replicas with rounded villi and crypts. To produce 3D CL- 
Matrigel scaffolds, negative PAA molds were prepared to avoid Matrigel 
adhesion during molding and gelation. Briefly, after oxygen plasma 
treatment for 5 min, the positive PDMS mold was covered by a drop of 
acrylamide/bis-acrylamide working solution (for preparing PAA sub
strates with an elasticity of 55 kPa [42]). The trapped air bubbles were 
removed by vacuuming for 5 min and a silanized glass coverslip (Ø = 14 
mm) was then placed on top of the working solution. The whole set-up 
was then transferred into a humid argon chamber to allow PAA poly
merization for 1 h. The PDMS replica was then detached from the 
negative PAA mold that was covalently bound onto the silanized 
coverslip. The negative PAA mold was soaked in PBS for 48 h to reach 
swelling stability. A freshly made mixture of pure Matrigel and 
EDC/NHS (see section 2.5) was then added to the negative PAA mold 
and degassed under vacuum at 4 ◦C for 15 min before a sterile glass 
coverslip (Ø = 14 mm) was placed on top of the mold. Then the set-up 
was transferred into a humid chamber and incubated at 37 ◦C over
night. The formed EDC/NHS CL-Matrigel 3D scaffolds were peeled off 
from PAA molds and soaked into PBS for 48 h at 37 ◦C with multiple PBS 
replacements to eliminate unreacted EDC and NHS. These scaffolds were 
stored in PBS at 37 ◦C until use. 

2.7. AFM measurement for the elasticity of the intestinal tissue and 2D/ 
3D scaffolds 

Mouse jejunum was dissected into 0.2–0.5 cm small pieces and cut 
longitudinally and transversally to get access to the luminal part of the 
tissue. Tissue pieces were then rinsed thoroughly with PBS for cleaning 
prior to atomic force microscopy (AFM) measurements. 

To decellularize the intestinal tissue, the tissue pieces were carefully 
washed with deionized water (resistivity 18.2 MΩ/cm) on a shaker 
overnight at 4 ◦C and decellularized by incubation in 4% sodium 
deoxycholate while shaking for 4 h, and then with 2000 kU DNase-I in 1 
M NaCl for 3 h at room temperature [43]. Although the pieces became 
half-transparent, crypt-villus architecture could still be distinguished 
under a microscope (see Fig. 1E). 

For AFM measurements, the cut native intestinal tissue pieces or 
decellularized samples were immersed in PBS and mounted to a Petri- 
dish using a stainless-steel slice anchor (Warner Instruments). AFM 
measurements were performed by probing the surface of villi or crypts at 
the periphery of the tissue pieces. Similarly, the elasticity of 2D/3D CL- 
Matrigel/PAA scaffolds was determined by AFM under PBS. 

AFM measurements were performed on a JPK NanoWizard III AFM 
mounted on a Zeiss Axio Observer. Z1 optical microscope, using pre- 
calibrated Bruker MLCT-SPH-5UM DC colloidal probes with a tip 
radius of 5.5 μm and calibrated according to the SNAP method. We 
recorded 50 μm2 arrays of 8 × 8 force curves (force-mapping). Ramp size 
was set to 8 μm, tip velocity to 2 μm/s, and force threshold from 0.5 nN 
to 2 nN depending on sample elasticity to get similar indentations. Data 
were recorded using the JPK 6.3.43 version and analyzed using the 
corresponding data processing software for Hertz model fitting. Gel 
elasticities are shown as the mean ± S.E.M for each map (Tables 1 and 
2). 

2.8. Adaptation for 2D cultures and 3D scaffolds 

The intestinal organoids routinely cultured in Matrigel domes were 
suspended in 3 mL cold Advanced DMEM/F12 and mechanically broken 
by repeatedly pipetting using 200 μL tips. The broken organoids were 
suspended in EM (section 2.3) containing 10 μM ROCK inhibitor Y- 
27632 and directly seeded on 2D culture scaffolds (section 2.5) or 3D 
scaffolds (section 2.6). These cells were allowed to attach to the scaffolds 
by incubating at 37 ◦C for 24 h and the unattached cells were washed off 
later. For 2D cultures, fresh EM was added to the samples. For 3D 

Table 2 
PAA substrates: Composition of stock and working solutions for making PAA- 
hydrogel substrates.  

Stock solutions 

40% Acrylamide [mL] 1.25 1.25 3.75 
10% Bis-acrylamide [mL] 0.3 0.5 0.75 
1 × PBS [mL] 3.45 3.25 0.5 

Working Solutions 

Stock solution [μL] 150 150 125 
1 × PBS [μL] 347 347 372 
TEMED [μL] 0.75 0.75 0.75 
10% Ammonium persulfate 

[μL] 
2.5 2.5 2.5 

AFM measured elasticity 79.5 ± 3.7 
[Pa] 

369.2 ± 74.6 
[Pa] 

5.22 ± 0.64 
[kPa]  
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cultures, cells were cultured in EM supplemented with 10 μM Y-27632 
for 12 h after seeding on scaffolds. After Y-27632 removal, cells were 
maintained in EM, which was renewed every two days. 3D cultures 
could be maintained for 3–15 weeks (the longest period tested) in these 
culture conditions. 

2.9. Immunostainings, image acquisition and analysis 

Cells were fixed using 4% paraformaldehyde for 15 min or cold 
methanol (− 20 ◦C) for 5 min, permeabilized using 0.02% saponin so
lution in PBS for 20 min, then blocked for 30 min in 0.02% saponin/1% 
BSA solution in PBS before proceeding to incubation with the primary 
antibodies diluted in 0.02% saponin/1% BSA solution at 4 ◦C overnight. 
The secondary antibodies diluted in 0.02% saponin/1% BSA solution 
were then added after 3 washing steps in PBS and left to incubate for 2 h 
at RT. Immunostained samples were mounted in either Vectashield or 
Mowiol mounting media. Image acquisition was performed on a 
confocal LSM780 microscope (Zeiss, Zen software) or a confocal Leica 
SP8 microscope (STED 3D, Inserm, IPNP) with × 25/0.8NA LD LCI Plan- 
Apochromat, × 40/1.3NA Plan-Apochromat and × 63/1.2NAPlan 
Apochromat oil/water-immersion objectives. Image analyses were per
formed using Imaris and Fiji. 

EdU pulse was performed for proliferative cell labelling. Briefly, 10 
μM EdU in EM was incubated for 15 min. After removal of EdU 

containing medium and PBS wash, cells were fixed in 4% PFA and 
permeabilized using 0.5% Triton X-100. Then, EdU signal was detected 
using the Click-iT Alexa Fluor 488 Imaging kit (Thermo Fisher 
Scientific). 

For mouse intestinal tissue analyses, samples were prepared as pre
viously described [44]. Briefly, 1-cm pieces of mouse small intestine 
were fixed for 2 h in either 4% formaldehyde or by successive 1 h in
cubations in cold 70%, 90%, or 100% methanol solutions and then 
stored at − 20 ◦C in methanol. The samples were then paraffin-embedded 
and 5 μm sections were prepared. Paraffin sections were further 
de-waxed in a xylene bath, rehydrated in isopropanol and in solutions 
with decreasing ethanol concentrations, and were processed for histo
logical staining or immunostaining. For histology, 5 mm sections were 
stained with hematoxylin and eosin as previously described [45]. For 
immunostaining, de-waxed tissue sections were blocked in 1.5% donkey 
serum (Sigma-Aldrich, St Louis, Missouri, USA) for 1 h. Primary anti
body incubations were performed at 4 ◦C overnight and secondary 
antibody incubations at room temperature for 2 h, both in 1.5% donkey 
serum solution. Hoechst 33,342 staining (Life Technologies, Paisley, 
UK) was used to detect nuclei. Tissue sections were mounted in home
made Mowiol 488 solution. 

Fig. 1. Stiffness measurement along the crypt-villus 
axis in mouse small intestine. A. Histological image 
of hematoxylin-eosin stained paraffin section of 
mouse jejunum. The intestinal epithelium (IE) orga
nizes along the crypt-villus axis. Scale bar, 100 μm. B. 
Representative phase-contrast image of the crypt- 
villus axis arrangement in thin sections of fresh 
decellularized mouse jejunum prepared for AFM 
measurements. Scale bar, 100 μm. C. Schematic rep
resenting the AFM approach to measuring the intes
tinal tissue/ECM elasticity. Scale bar, 100 μm. D. 
Statistical analyses of the mouse jejunum IE elasticity 
at the villi or the crypts. Elasticity (villus) = 22.0 ±
2.8 Pa, elasticity (crypt) = 74.3 ± 9.7 Pa (mean ± S.E. 
M.). N = 2 mouse jejunum samples, n (measured 
villus) = 6, n (measured crypt) = 3. Unpaired t-test: 
***p ≤ 0.0002. E. Representative image of live AFM 
measurement on a decellularized mouse jejunum 
sample. Crypt layer is determined by green dotted 
lines. Scale bar, 100 μm. F. Statistical analyses of the 
mouse jejunum ECM elasticity at the villi and the 
crypts. Elasticity (ECM-villus) = 75.1 ± 5.1 Pa, elas
ticity (ECM-crypt) = 143.9 ± 13.3 Pa (mean ± S.E. 
M.), n = 3 mouse jejunum samples, n (measured vil
lus) = 16, n (measured crypt) = 8. Unpaired t-test: 
****p < 0.0001.   
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2.10. Statistics 

All statistical analyses were performed using Prism (GraphPad 
Software, San Diego, CA, USA, version 7.0) and Excel (Microsoft Office). 
Unless otherwise stated, experiments were replicated 3 times 
independently. 

2.11. Data availability 

The data that support the findings of this study are available from the 
corresponding author upon request. 

3. Results 

3.1. Determine tissue and ECM stiffness along the small intestinal crypt- 
villus axis 

Mechanical properties of the small intestine extracellular matrix are 
largely unexplored. Many measurements were obtained via different 
techniques and approaches and often reflect the rigidity of the entire 
intestinal mucosa [25]. For example, mechanical properties of soft tis
sues are measured by macro-scale testing methods, such as uniaxial 
tensile testing, which probes a length scale ranging from mm to cm [46]. 
However, key mechanical sensing events often happen within a length 
scale of several hundred microns. Thus, the genuine microscale stiffness 
of IE and its ECM remained to be determined. With an AFM probe, soft 
tissue can be probed down to nanometer-scale resolution, offering local 
tissue/ECM characteristics, to which cells respond. Along this line, to 
test stiffness amplitude along the crypt-villus axis in native tissue, we 
measured the stiffness of either villus or crypt epithelium on fresh mouse 
small intestine pieces using the AFM method with a micrometer-sized 
colloidal probe (Fig. 1A–C). We found that the average villus elasticity 
is 22.0 ± 2.8 Pa, and the tissue elasticity is 74.3 ± 9.7 Pa in the crypt 
area (Fig. 1D). Later, we decellularized intestinal tissue pieces as pre
viously described [43] to expose the intestinal ECM. Removal of the 
columnar epithelial layer by chemical and enzymatic treatments pre
served the underlying matrix architecture (Fig. 1B and E), enabling 
direct ECM elasticity measurements along the crypt-villus axis with an 
AFM tip (Fig. 1C and E). We found that the elasticity of the intestinal 
ECM is also low (75.1 ± 5.1 Pa at the villus and 143.9 ± 13.3 Pa at the 
crypt) (Fig. 1F). Hence, our results showed that the stiffness of mouse IE 
and its ECM is at least one order of magnitude lower than the values 
provided by previous measurements carried out on intestinal tissue as a 
whole [25,47]. In addition, a significant stiffness variation occurs be
tween the crypt and villus compartments in vivo (Fig. 1D and F), sug
gesting a potential role of ECM mechanical properties in guiding ISC 
proliferation and differentiation. This is further in line with recent 
studies showing that modulation of matrix rigidity could dictate ISC fate 
towards stem-cell expansion or organoid formation in 3D intestinal 
organoid culture [34]. Based on this, we hypothesized that an ideal 
designer biomaterial for ex vivo IE culture should properly match the 
mechanical properties of intestinal ECM. Such soft substrates may offer a 
good compromise for optimal enterocytic differentiation while preser
ving proliferative properties of the tissue. 

3.2. Cross-linked matrigel with increased elasticity supports the long-term 
culture of IE cells 

We sought soft matrices close to the intestinal native conditions for 
ex vivo culture of IE cells. Amongst a large number of studies, researchers 
used Matrigel for routine intestinal organoid cultures, demonstrating the 
advantages of this natural hydrogel in supporting their development [4, 
48]. We first determined the stiffness of Matrigel by AFM measurements 
and revealed a mean elasticity of 33.3 ± 1.6 Pa (Table 1), which is about 
2–5 times softer than the native intestinal ECM (Fig. 1F). Second, we 
tested if planar, polymerized Matrigel substrates could support the 

long-term culture of IE monolayers. Intestinal organoids were mechan
ically broken and transferred on 2D Matrigel layers on coverslips 
(Fig. 2A) as dissociated intestinal organoids (DIOs). While cells from 
organoids were initially attached to the Matrigel substrates, they could 
not expand to form large planar monolayers but instead grew into 
confined, multi-layered 3D cell domains (Fig. 2B–D). This is in line with 
previous reports showing that pure Matrigel could not support proper 
primary epithelium expansion on flat surfaces, probably in part due to 
the poor mechanical stability of the hydrogel [17,18,33]. Indeed, large 
radial Matrigel wrinkles, which might correspond to Matrigel defor
mation, formed around these cell domains (Fig. 2C, white arrowheads). 
Hence, upon cell adhesion to the substrate, traction forces generated by 
the cells and transduced to the adhesive sites may result in deformation 
on the surface of the soft gel [36], preventing further monolayer 
spreading. These data suggest that Matrigel does not possess appropriate 
mechanical stability and/or rigidity for the expansion of IE cells in 2D 
format. Additionally, it is known that DIOs grown on very rigid sub
strates such as PDMS of the same surface chemical properties quickly 
lose their viability and proliferative ability, resulting also in poor surface 
coverage [33]. Thus, these conventional materials do not allow the 
long-term culture of 2D IE monolayers. 

We then investigated whether Matrigel could be stabilized and 
stiffened to match the physiological intestine ECM mechanical charac
teristics by increasing its cross-linking degree. We covalently crosslinked 
carboxylic-terminuses to amino-terminuses in a Matrigel by mixing it 
with a solution of EDC and NHS [18] (Fig. 2E). The course of the re
actions, based on the carbodiimide crosslinking chemistry, could be 
slowed down at a low temperature, allowing us to flatten the pre-gelled 
mixture on a glass substrate before its full gelation (Fig. 2F). Newly 
formed amide bonds in the gel increased the cross-linking degree inside 
Matrigel (referred to as cross-linked Matrigel (CL-Matrigel) below) 
(Fig. 2E) and led to stiffened Matrigel-based hydrogel. Indeed, 
CL-Matrigel exhibited a 12-folds increase in the elasticity (418.8 ± 15.2 
Pa) compared to the pure Matrigel (Table 1). Moreover, Matrigel surface 
chemistry homogeneity was maintained after the chemical cross-linking. 
When culturing DIOs on CL-Matrigel substrates, we found that IE do
mains continuously proliferated and expanded into dense monolayers 
which could reach a surface area of >4 mm2 and nearly 100% coverage 
in about two weeks (Fig. 2G–I). Such IE monolayers contained large 
regions populated by differentiated cells such as enterocytes which 
developed a brush border, as demonstrated by the intense signal of 
apical actin and the brush border marker, villin (Fig. 2J and K, respec
tively). These monolayers also maintained proliferative crypt-like do
mains as reported previously [15] (Fig. 2K). Of note, such 
CL-Matrigel-based DIO cultures could be maintained as stable mono
layers for a long-term (Fig. S1; the longest period tested was 70 days). 
Moreover, these DIO monolayers could be detached via conventional 
trypsin treatment in a typical cell passage process and re-seeded into 
pure Matrigel droplets or onto CL-Matrigel to form again conventional 
organoids or DIO monolayers, respectively, testifying to their ability of 
interconversion. Altogether, these data demonstrated that the combined 
effect of stabilization and stiffening of Matrigel allowed DIO cultures to 
expand into large, stable and self-renewal planar monolayers, but also 
promoted the emergence of enterocytic polarization and differentiation 
domains. 

3.3. Substrate stiffness dedicates epithelial differentiated characteristics of 
2D DIO monolayers 

We further tested whether substrate rigidity alone was capable of 
influencing organization of the differentiated domains in the 2D DIO 
cultures. For this purpose, we produced synthetic hydrogels with 
tunable elasticity (Table 2) using PAA. PAA hydrogels have been used as 
cell culture substrates due to their univariate elasticity, with the possi
bility to cover a large range from 0.1 to 200 kPa [32] and to be func
tionalized with biomaterials by surface chemistry approaches, such as 
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Fig. 2. Long-term culture of dissociated intestinal organoids (DIOs) on 2D Matrigel substrates. A. Schematic showing the preparation of Matrigel-layer coated 
coverslips. Thawed Matrigel was manually smeared on glass-coverslips and cross-linked at 37 ◦C before cell seeding. B–C. Bright-field images of DIOs after 9 days of 
culture on 2D Matrigel substrates. Yellow dashed box indicates an unmodified region of Matrigel substrate. White arrowheads indicate aligned Matrigel fibers caused 
by cell contractility. Scale bars, 1000 μm (B) and 400 μm (C). D. Confocal analysis of the distribution of E-cadherin (magenta) and actin (green) in DIOs cultured on 
2D Matrigel substrates. Both xy (upper panels) and xz (lower panels) views are presented. Nuclei are stained with Hoechst 33,342 (gray). Scale bar, 100 μm. E. 
Illustration demonstrates the principle of EDC/NHS induced cross-linking in Matrigel. Cross-linking degree in Matrigel was increased by EDC/NHS treatment that 
covalently crosslinked carboxylic-terminuses to amino-terminuses. F. Schematic shows the procedure for the preparation of cross-linked (CL)-Matrigel substrates. A 
solution of Matrigel containing EDC and NHS was prepared and manually spread on glass coverslips. This layer was left at 37 ◦C for 2 h to form CL-Matrigel layer for 
cell seeding. G-H. Bright-field images of DIO culture after 35 days of culture on flat CL-Matrigel substrates. Scale bars, 1000 μm (G) and 200 μm (H). I. Quantitative 
analysis of the coverage of DIOs cultured on pure or CL-Matrigel as a function of time. Three independent experiments were carried out. Values are mean ± S.E.M. 
Between 2 and 9 samples were used for each condition. J. Confocal analysis of the distribution of E-cadherin (magenta) and actin (green) in DIOs cultured after 9 
days on 2D CL-Matrigel substrates. Both xy (upper panels) and xz (lower panels) views are presented. Nuclei were stained with Hoechst 33,342 (gray). Scale bar, 100 
μm. K. Confocal analysis of the distribution of villin (green) and phosphor-histone H3 (PH3, magenta) in 2D DIO monolayer cultured after 9 days on CL-Matrigel. 
White arrows point towards crypt-like areas. Nuclei were stained with Hoechst 33,342 (gray). Scale bars, 100 μm. 
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N-hydroxysuccinimide ester reaction [49], to promote cell adhesion. 
Here, based on previous reports [42], we developed solution recipes to 
adjust the elasticity of PAA hydrogels to overlap with the range of the in 
vivo intestinal ECM stiffness (Table 2, Fig. 1F). The PAA gels were then 
co-polymerized with a thin layer of Matrigel to create a Matrigel coating 

on their surface (Fig. 3A, referred to as PAA-Matrigel from now on), 
thereby allowing stable cell-substrate adhesion. 

First, we compared the early progression of tissue expansion ac
cording to various substrate rigidities, i.e., 80 and 370 Pa PAA-Matrigel, 
CL-Matrigel (ca. 420 Pa) and 5.2 kPa PAA-Matrigel. We found that the 

Fig. 3. Culture of DIOs on Matrigel-coated soft hydrogels. A. Schematic shows preparation of Matrigel-coated PAA 2D substrates. PAA was polymerized on a 
Matrigel-coated glass slide (activated glass). After peeling off, a thin Matrigel layer was transferred to the surface of the hydrogel substrate. B. Quantification of the 
variations in cell area on different planar substrates as a function of time. N = 16 cells in each time point. Values are mean ± S.E.M. C. Quantification of the variations 
in cell density on different planar substrates as a function of time. N = 16 cells in each time point. Values are mean ± S.E.M. D-G. Confocal analysis of the distribution 
of E-cadherin (magenta) and actin (green) distribution in DIO cultures on 80 Pa (D), 370 Pa (E) and 5.22 kPa (F) PAA-based substrates, and in mouse jejunum IE (G). 
Both xy (upper panels) and xz (lower panels) views are presented. Scale bars D-F, 100 μm; G, 30 μm. H. Statistical analyses of tissue height on various flat substrates. 
Mean tissue height (80 Pa PAA) = 21.8 ± 0.97 μm, (370 Pa PAA) = 14.33 ± 0.35 μm, (CL-Matrigel) = 13.78 ± 0.99 μm, (5.22 kPa PAA) = 3.99 ± 0.17 μm, (in vivo 
villus) = 20.37 ± 0.96 μm N = 11 cells for each condition. One-way ANOVA, Tukey’s multiple comparisons test, ****p < 0.0001. I. Statistical analyses of cell aspect 
ratio (height/width) on various flat substrates. Mean cell aspect ratio (80 Pa PAA) = 4.58 ± 0.36, (370 Pa PAA) = 2.33 ± 0.15, (CL-Matrigel) = 2.05 ± 0.18, (5.22 
kPa PAA) = 0.35 ± 0.02, (in vivo villus) = 4.17 ± 0.38. N = 11 cells for each condition. One-way ANOVA, Tukey’s multiple comparisons test, ***p = 0.0002, ****p <
0.0001. J. Statistical analyses of the E-cadherin intensity ratio between lateral membranes and the cytoplasm. Mean E-cadherin intensity (80 Pa PAA) = 12.94 ± 1.86, 
(370 Pa PAA) = 14.71 ± 2.1, (5.22 kPa PAA) = 8.22 ± 1.38, (CL-Matrigel) = 12.6 ± 1.47, (in vivo villus) = 13.23 ± 1.69. N = 11 cells for each condition. Two-way 
ANOVA, Tukey’s multiple comparisons test. *p = 0.0378; **p = 0.0036. K. Quantification of the percentage of actin fluorescence intensity at the apical, cytoplasm or 
basal side of DIOs cells cultured on various 2D substrates. N = 11 cells for each condition. For each analysis, three independent experiments were carried out. 
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average cell area in differentiated domains continuously expanded until 
they reached a plateau (Fig. 3B), regardless of the substrate rigidity. 
During the first 4 days of culture, while the cell area expanded, the tissue 
density of the monolayers decreased (Fig. 3C), before reaching a plateau 
and remained relatively stable until day 8. Although this tendency was 
observed on the substrates of varying mechanical properties, the 
development of the differentiated domains in DIO monolayers was 
impacted by the substrate rigidity. Indeed, after 8-days culture, the 
average cell areas developed on CL-Matrigel and 370 Pa PAA-Matrigel 
were 1.5-times larger than those on 80 Pa PAA-Matrigel (mean cell 

areas: 74–77 μm2 for 370 Pa PAA-Matrigel and CL-Matrigel versus 49 
μm2 for 80 Pa PAA-Matrigel, respectively). Moreover, in contrast to the 
soft gels (80, 370 Pa PAA-Matrigel and CL-Matrigel), the stiffest sub
strate (5.2 kPa PAA-Matrigel) led to large mean cell areas and loosely 
packed monolayers (mean cell area: 274 μm2 and mean cell density: 39 
cells per 10,000 μm2 after 8-days culture). These observations were 
further confirmed by the analysis of monolayer morphology after 9 days 
of culture. We found that the DIOs on soft PAA hydrogels adopted 
densely packed monolayers and columnar cell shape (Fig. 3D–E, H-I) 
similar to those on CL-Matrigel (Figs. 2J, 3H–I) while on the stiffest 

Fig. 4. Enterocytic differentiation in DIOs grown on 2D CL-Matrigel. A-C. Confocal analysis of the distribution of villin (green) and EdU (magenta) distribution in 2D 
DIO cultures on 80 Pa (A), 370 Pa (B) and 5.22 kPa (C) PAA-based substrates. Scale bars, 30 μm. D. Statistical analysis of the ratio between the surfaces covered by 
villin-positive cells and by EdU-positive cells. One-way ANOVA, Tukey’s multiple comparisons test, ns non-significant, **p = 0.0047. N (80 Pa PAA) = 3, n (370 Pa 
PAA) = 4, n (5.22 kPa PAA) = 6 samples. Three independent experiments were carried out. E-F. Confocal microscopy analysis of the distribution of E-cadherin, 
occludin, villin, actin, Na+,K+-ATPase and DPP-IV (green) in 2D DIOs on CL-Matrigel (E) and in transversal sections of mouse jejunum villi (F). In E, both xy (upper 
panels) and xz (lower panels) views are presented. Nuclei are labelled in gray. Scale bars, 20 μm. 
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substrate, cells displayed spread and flatten cell shape (Fig. 3F, H-I). In 
addition, the IE monolayers on CL-Matrigel and 370 Pa PAA-Matrigel 
resembled closely each other in the cell shape and tissue organization 
(Figs. 2J and 3E, H-I), indicating that regardless of the nature of the 
bulky materials, cells regulated tissue architecture mainly according to 
the substrate stiffness. Interestingly, such hexagonal epithelial cell 
shapes on the soft gels also resembled those of intestinal villi (Fig. 3G–I), 
suggesting that the close-to-nature soft substrate favored the develop
ment of in vivo-like differentiated IE domains. 

Immunostainings of key morphologic protein expression further 
revealed the influence of substrate elasticity on IE properties. Cell 
cohesiveness was assessed by the localization of E-cadherin, a marker for 
the adherens junctions (AJs). The monolayers on the soft hydrogels 
showed an optimal lateral distribution of E-cadherin at levels compa
rable to in vivo villi (Figs. 2J, 3D-E, G, J). Moreover, actin signal at cell 
apical, cytoplasmic and basal portion also demonstrated a similar in
tensity distribution between the differentiated cells on the soft gels and 
those on native villi (Figs. 2J and 3G, K). We then sought to determine 
which stiffness could lead to stable and large differentiated domains in 
the monolayers. The IE homeostatic state was assessed by villin as a 
marker of enterocytic differentiation and EdU as a proxy of the prolif
erative cells (Fig. 4A–C). We found the monolayer on 370 Pa PAA- 
Matrigel possessed the highest villin/EdU area ratio in comparison 
with 80 Pa and 5.2 kPa PAA-Matrigel (Fig. 4D). Hence a substrate close 
to ~400 Pa appeared to be an optimal condition for the development of 
enterocytic differentiation domains. We noticed that such rigidity was 
higher than the AFM-determined intestinal ECM rigidity (Fig. 1F). 
However, protein-protein interactions might be disturbed due to the 
decellularization process [50]. Moreover, the decellularized ECM lacked 
modulation by cells and their contractile forces owing to the absence of 
stromal cells. Thus, such chemical treatment might lead to a weakened 
ECM with a slightly lower AFM-measured elasticity. To confirm the 
suitability of CL-Matrigel (~420 Pa) for 2D differentiated IE culture, the 
differentiation level of DIO monolayers was assessed with the analysis of 
the expression and distribution of key enterocytic markers (Fig. 4E). In 
fact, the enterocytic differentiation of 2D DIO monolayers on 
CL-Matrigel presented a high similarity with villus IE from mouse 
jejunum (Fig. 4E–F). In both cases, the AJ-associated protein, E-cadherin 
was concentrated at the upper half of lateral membranes, and occludin, a 
tight junction component, was found at the upper apical part of cell-cell 
contacts [51]. Additionally, high density of villin, a brush border 
marker, was detected exclusively at the apical domain [52,53]. Simi
larly, actin that is enriched within microvilli as one of the main brush 
border core proteins was also concentrated at the apical membrane of 
the cells [52,53]. These suggested that a large number of microvilli 
covered the differentiated enterocytes on 2D CL-Matrigel as in vivo villi. 
In contrast, the sodium-potassium pump Na+/K+-ATPase was only 
localized to the lateral membranes [54,55]. Moreover, these large, 
planar differentiated domains were distinctly marked with dipeptidyl 
peptidase-IV (DPP-IV), an intestinal hydrolase responsible for peptide 
digestion, which is expressed by enterocytes [56]. Globally, the locali
zations of these protein markers in differentiated zones on CL-Matrigel 
(Fig. 4E) mirrored those in mouse enterocytes (Fig. 4F), demonstrating 
that the CL-Matrigel exhibits favourable mechanical stability and sub
strate stiffness towards enterocytic differentiation. 

Hence, substrate mechanical properties could dictate the character
istics of 2D IE monolayers. Our data revealed that an appropriate stiff
ness window (~100–500 Pa) was required for the formation of an ex vivo 
planar IE with high-density packing and elongated columnar cell shape, 
reminiscent of in vivo tissue. PAA-Matrigel and CL-Matrigel with an 
elasticity closed to 400 Pa offered the optimal conditions for the for
mation of enterocytic differentiated domains. Although these soft 
hydrogel substrates were suitable for the long-term culture of planar IE 
monolayers, they lack the 3D geometric cues for the formation of crypt- 
villus micro-architectures. 

3.4. Fabrication of 3D scaffolds to mimic crypt-villus axis using CL- 
Matrigel 

We then aimed to transpose DIO monolayer cultures in a suitable 3D 
microenvironment that reproduced the topography and arrangement of 
the crypt-villus axis in mouse jejunum [57] (Fig. 5A–B). Previously, 
similar patterns were made by soft-lithography [18] or 3D-printing 
technology [19]. Nevertheless, crypt-like structures produced by 
soft-lithography exhibit flat bottoms with sharp edges and rectangular 
corners, while the method employing stereolithography relied on 
expensive and sophisticated machines [18,19]. Here, to address these 
problems, simplify fabrication and improve yield, we developed a 
two-steps photolithography process. We firstly produced PDMS stamps 
with pillars and wells of sharp rectangular edges at the tips and the 
bottoms (Fig. 5C, 1st – 2nd row), respectively. We then rounded up the 
sharp edges by curing hemispherical drops of PDMS on the tips and the 
bottoms by two-steps wet-stamping and remolding. In this way, we 
obtained a negative PDMS mold with a reverse crypt-villus axis (Fig. 5C, 
last row). Using the negative mold, we produced positive PDMS replicas, 
which showed a 3D micropattern consisting of pillars (~350 μm in the 
height and ~175 μm in the diameter) and wells (~150 μm in the depth 
and ~100 μm in the diameter) (Fig. 5D). These pillars were laid out by 
close-packing of equal spheres and each was surrounded by six wells 
(Fig. 5B). With the PDMS replicas, negative PAA master molds (~55 
kPa) were then produced. 

Molding soft materials into 3D structures with high aspect ratios is 
currently a challenge in microengineering. Although often used in 
microfabrication protocols, PAA material could not be used here as a 
core component of the 3D culture scaffolds. In practice, soft PAA 
(~100–500 Pa) could not be shaped into stable 3D microstructures of a 
high aspect ratio. In addition, while 370 Pa PAA substrates could pro
mote enterocytic differentiation on micro-pillars, the former required an 
extra step to functionalize a thin layer of Matrigel on its surface for cell 
adhesion. Moreover, this method caused adhesion between the hydrogel 
and the mold, and thus failed in generating well-defined 3D crypt-villus 
axis of high aspect ratio (Fig. 5A–B). Hence, we chose to directly poly
merize CL-Matrigel on the 55 kPa PAA negative master molds. Due to 
their protein repellent surface, these PAA master molds allowed the 
polymerization and easy unmolding of 3D CL-Matrigel scaffolds. To test 
the substrate elasticity after the molding process, we probed and 
compared 3D CL-Matrigel scaffold and 2D CL-Matrigel substrate flatten 
by flat PAA layers using AFM (Figs. S2A–B). Although slightly increased 
after the molding procedure (Fig. S2B), the elasticity of 3D CL-Matrigel 
remained very close to the optimal stiffness window for DIO differen
tiation and was still at least one order of magnitude lower than reported 
Collagen I [18] and PEG-DA [19] scaffolds. 

3.5. Primary cultures of DIO on 3D CL-Matrigel scaffolds mimic in vivo 
intestinal tissue 

DIOs were plated on 3D CL-Matrigel scaffolds and cultured in EM 
medium. The 3D CL-Matrigel scaffolds remained stable in culture 
(Fig. S3) and supported the adhesion and expansion of DIOs (Fig. 6A). 
Indeed, after 21 days of culture, pillars and wells mimicking crypts and 
villi were lined with a regular cell monolayer (Fig. 6A). Notably, in the 
3D DIO cultures, the high density of the brush border markers – actin 
and villin, was concentrated on the pillars (Fig. 6B, D and E, left panels), 
resembling villi of mouse jejunum (Fig. 6B, D and E, right panels). In 
vivo, villin is highly expressed in differentiated intestinal cells, i.e., 
enterocytes [53] and its expression already starts at a low level in pro
genitor cells [58] (Fig. 6B and E, right panels). This uneven distribution 
of villin in 3D DIO cultures indicates enterocytes preferentially reside on 
the pillars. To confirm this, we further stained the in vitro 3D DIOs and 
native tissues with DPP-IV (Figs. S4A–B) and found similar DPP-IV dis
tribution. In short, on 3D CL-Matrigel scaffolds both villin and DPP-IV 
were more enriched on the pillars than in the wells by about 

W. Xi et al.                                                                                                                                                                                                                                       

192



Biomaterials 282 (2022) 121380

11

1.4–1.6-folds (Fig. S4C), which is comparable to that (1.6–1.7-folds, 
Fig. S4C) for native tissues. In addition, cells were extruded at the tip of 
the pillars (white arrow in Fig. 6B, low panel), reproducing epithelial 
cell shedding that takes place on villi in vivo [59,60]. Moreover, ISCs 
detected with LGR5 marker were found to preferentially localize in the 
wells (Fig. 6C, left panel and 6 F), reminiscent of mouse crypts labelled 
with OLFM4 marker (Fig. 6C, right panel). To investigate the compart
mentalization of different intestinal cells on the 3D scaffolds, we 
determined the expression of laminins α3 and α5 subunits in the 3D DIO 
cultures (Fig. S5A). Laminins α3 and α5 are known to be associated with 

the villus compartment [61] and could play a role in the differentiation 
process [62,63]. We found both laminins α3 and α5 were preferentially 
expressed at the cell base, adjacent to the scaffolds (Fig. S5A). Moreover, 
similar to villin and DPP-IV, our staining showed an anisotropic distri
bution of laminins α3 and α5 on the 3D scaffolds with a higher fluo
rescent intensity concentrated at the pillars than the wells (Fig. S5B). As 
Matrigel does not contain these laminins, our results suggested the 
endogenous contribution of the IE to the differentiated villus compart
mentalization. Taking together, these data indicate the 
self-compartmentalization of the proliferative and differentiated regions 

Fig. 5. Fabrication of 3D scaffolds with soft CL-Matrigel to mimic intestinal crypt-villus axis. A. Schematic representation of the 3D mimetic scaffold being generated. 
B. Schematic representation of the planar arrangement of pillars and wells in the 3D scaffold being generated. C. Schematic of the microfabrication process to 
produce positive PDMS replica to micromold negative PAA mold. Two-step photolithography was used to produce positive mold in photoresist. This is followed by 
two molding steps and two wet stamping steps. D. SEM images of positive PDMS replicas of the microfabricated 3D crypt-villus axis scaffolds. Scale bars, 200 μm. 

W. Xi et al.                                                                                                                                                                                                                                       

193



Biomaterials 282 (2022) 121380

12

(caption on next page) 

W. Xi et al.                                                                                                                                                                                                                                       

194



Biomaterials 282 (2022) 121380

13

on the CL-Matrigel-based 3D scaffolds resembled in vivo intestinal tissue. 
Of note, we could maintain the 3D DIO cultures for as long as 15 weeks 
in these culture conditions. 

Taking a close look at cross-sections of DIO on the pillars (Fig. 6D) 
and in the wells (Fig. 6E), we found monolayers lining the scaffolds 
exhibited features of in vivo IE tissue. Cells adopted a columnar cell 
shape as well as a cohesive organization with physiological apical-basal 
polarity (Fig. 6D–E, left panels and Fig. 6G). We noted that cell height 
and aspect ratio on the pillars were higher than that on the planar CL- 
Matrigel substrates and close to the mouse tissue (Fig. 3H–I; 6H–I). 
Analysis of actin intensity over the pillar cross-sections revealed a high 
density of actin at the cell apical domain (Fig. 6D, left panels), similar to 
its in vivo counterpart (Fig. 6D, right panels). The distribution of actin 
intensity over the cells indicated a highly condensed signal at the brush 
border (Fig. 6D, left panels, and 6G); this was further confirmed by the 
enrichment of villin and DPP-IV at the same location (Fig. 6D, left panels 
and Fig. S4). We attributed these epithelial properties to a higher degree 
of differentiation and physiological-like tissue organization. The effects 
of 3D geometric on epithelial organization have been studied previously, 
and it was proposed that 3D curvature is an additional cue besides ri
gidity for the arrangement of the epithelial tissue [64]. Cells may 
strengthen AJs to maintain out-of-plan curved topography and thus, 
leading to a more compressed monolayer with an elongated cell shape 
[35]. Taken together, our results demonstrate that the soft CL-Matrigel 
3D scaffolds promote IE compartmentalization, differentiation and or
ganization that mimic the in vivo tissue. 

4. Discussion 

Herein, we describe a new method to produce Matrigel-based 
hydrogels that match the physiological elasticity of intestinal tissue. 
Compared to 2D layers of small patches on pure Matrigel and short-lived 
IE layers on stiff PDMS substrates, our CL-Matrigel and soft PAA- 
Matrigel substrates support the long-term culture of self-renewal, com
partmentalized and largely expanded IE in 2D format. We analyzed the 
importance of substrate elasticity in guiding planar intestinal epithelium 
growth and organization. Firstly, we measured the elasticity of fresh 
mouse intestinal tissue and ECM by the AFM method (Fig. 1). Our 
measurement revealed that the intestinal ECM is one order of magnitude 
softer than previously reported results that were obtained via micro- 
scale testing methods [30]. The AFM measurement provided local me
chanical properties that are likely within the mechano-sensing range of 
cells. Base on this, we produced hydrogels that varied from 80 Pa to 5.2 
kPa and, by testing substrates of various elasticities, we identified a 
narrow mechanical window (~100–500 Pa) required for the formation 
of a simple columnar differentiated IE. Such IE mimicked many 
morphological aspects of intestinal tissue. For example, differentiated 
cells on the soft gels adopt dense packing of highly columnar cells 
similar to differentiated intestinal cells in villi. This switch from a flat 
and spread cell shape on the rigid substrate to columnar one could be 

due to changes in force balance among tissue contractility, cell-cell 
interaction and cell-substrate adhesion [35] that are tuned by the sub
strate rigidity. One could envisage that rigid substrates facilitate the 
formation of focal adhesions (FAs) that promote cell adherence and cell 
spreading, resulting in flattened cells. On the other hand, on very soft 
hydrogel like pure Matrigel, tissue contractility and tension originating 
from cell-cell junction may overcome weak cell-substrate adhesion [65, 
66], preventing cells from spreading and leading to cell layers folding 
into 3D configurations. Our experimental observations demonstrated a 
decreasing trend in tissue height and cell aspect ratio on PAA-Matrigel 
from 5.22 kPa to 80 Pa (Fig. 3H–I), suggesting that cells were sub
jected to compression as the substrate stiffness decreased. This could be 
attributed to the mechanical cross-talk between cell-matrix and cell-cell 
adhesions since soft surfaces could favor cell compaction through 
downregulation of FAs [65,66]. However, whether there is a sharp 
threshold of stiffness for epithelial tissue organization and how epithe
lial cells control their shapes via mechano-sensing pathways remain 
unknown, and the detailed mechanisms deserve further investigations. 

The experimental procedure we developed displays diverse advan
tages. For instance, Matrigel is widely used in cell biology experimen
tations, notably for the 3D cultures of epithelial cells. This hydrogel of 
natural origin recapitulates the biochemical signature of the basal 
lamina of epithelia. Its wealth in diverse ECM proteins and growth 
factors may promote the self-compartmentalization of IE into prolifer
ative and differentiated domains [4,11,15], whereas DIOs on collagen I 
substrates comprise predominantly proliferative cells which are 
randomly embedded among other cells [18]. Hence, in contrast to the 
simple component substrates, the Matrigel-based 3D substrates we 
developed do not require a series of switches in culture conditions to 
achieve large, expanded differentiated zones and localized stem cell 
compartments. Moreover, increasing the cross-linking degree within 
Matrigel by chemical method lifted its elasticity close to that of intestinal 
ECM and significantly improve its mechanical stability for IE expansion. 
Thus, our approach allows the culture of primary IE using a single type 
of culture medium for the long-term and permits the connection of 
short-term mechano-sensing and biochemical responses of cells to 
long-term tissue development and homeostasis. 

3D scaffolds, mimicking villus shape and suitable for established cell 
line cultures, have previously been produced in our lab [64]. Here we 
have generated soft hydrogel scaffolds consisting of 3D crypt-villus 
microarchitecture that matches the physiological dimension of villi 
and crypts in mouse jejunum [18]. In contrast to previous 
collagen-based 3D scaffolds, our hydrogel scaffolds were at least 
10-times softer and thus very close to the mechanical properties of the 
natural ECM. Although being soft, the 3D CL-Matrigel scaffold was 
chemically strengthened in its mechanical stability, which supported 3D 
DIO culture for more than 3 months without significant deformation. 
This stability also outperforms a recent cross-linked collagen 3D scaffold 
whose villi are more than 50% shortened by IE after 14-days of culture 
[67]. We also demonstrated that IE on our scaffolds was fully polarized, 

Fig. 6. DIOs cultured on CL-Matrigel 3D scaffolds mimic the in vivo intestinal tissue. A. Upper left panel, confocal microscopy analysis of the DIOs grown on 3D Cl- 
Matrigel scaffolds for 21 days. Cells were labelled for actin (green) and nuclei (gray). After z-stack acquisition, 3D rendering was generated. V, villus-like structures; 
*, crypt-like structures. Upper right panel, schematic representation of the crypt-villus axis. Lower panels, confocal analysis of the DIO monolayer at the level of the 
villus-like structure (1), the transition between villus and crypts (2) and crypt-like structures (3). Scale bars, 50 μm. B. Confocal analysis of brush border markers actin 
(upper panels) and villin (lower panels) in DIO cultures on 3D Cl-Matrigel scaffolds (left panels) and in mouse jejunum IE (right panels). White arrow, events of cell 
extrusion. Scale bars, 50 μm. C. Left panels, confocal analysis of the stem cell marker LGR5+ (magenta) together with E-cadherin (green) at the level of the villus-like 
(1) or crypt-like (2) structures in DIO cultured on 3D CL-Matrigel scaffolds. Right panels, confocal analysis of the stem cell marker OLFM4 (magenta) together with E- 
cadherin (green) along crypt-villus axis and in crypts (2) in mouse jejunum. White dotted line delimits crypts. Scale bars, 50 μm. D-E. Cross-sectional confocal images 
of E-cadherin, actin and villin at the villi (D) or crypts (E) in DIOs grown on 3D CL-Matrigel scaffolds (left panels) or in mouse jejunum (right panels). White dotted line 
delimits crypts. Nuclei are shown in gray. Scale bars, 50 μm. F. Satistical analysis of the relative number of Lgr5+ cells in the crypt-like or villus-like areas in vitro. N 
= 5 wells, n = 4 domes. Unpaired t-test, **p < 0.01. Two independent experiments were carried out. G. Quantification of the percentage of actin fluorescence 
intensity at the apical, cytoplasm or basal side of cells in different cultures and native tissues. N = 11 cells for each condition. H. Statistical analyses of tissue height in 
various cultures and intestinal tissues. N = 11 cells for each condition. One-way ANOVA, Tukey’s multiple comparisons test, ns non-significant, *p < 0.05, ***p <
0.001. I. Statistical analyses of cell aspect ratio (height/width) in various cultures and native tissues. N = 11 cells for each condition. One-way ANOVA, Tukey’s 
multiple comparisons test, ns non-significant, **p < 0.01, ***p < 0.001. 
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differentiated, and formed in vivo-like cell morphology. Surprisingly, the 
3D scaffolds alone were sufficient to compartmentalize the proliferative 
and differentiated cells for LGR5+ cells were preferentially enriched in 
the wells (Fig. 6F), whereas the villin-positive brush border was 
concentrated along the pillars (Fig. 6B, D and Fig. S4C). Such 
compartmentalization took place without any external signals such as 
biochemical gradients in ECM deposition as well as a soluble morpho
genic factor and directed stiffness variations [21]. This may be attrib
uted to a combined effect of endogenous laminins α3 and α5 expression 
(Fig. S5), physiological rigidities and 3D crypt-villus geometries in 
regulating cellular signal in IE self-organization and assembly. Indeed, 
epithelial organizations are known to be responsive to external geo
metric cues [68,69]. The mechanism underpinned the influence of 
topographical cues on intestinal cell sorting thus deserves thorough in
vestigations in the future. The simplicity and stability of our platform 
further enable high-resolution imaging, broad utility in relevant 
research, in vitro toxicology tests for drug screening and high-throughput 
pre-clinical trials. To conclude, our experimental approach opens novel 
routes for the development of an ex vivo intestinal model for multiple 
applications in fundamental and translational biological studies. 
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