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RÉSUMÉ 
 

La glande mammaire est composée d’un épithélium bicouche ramifié qui consiste en une couche 
interne de cellules luminales polarisées, bordées par une couche externe de cellules basales, 
principalement des cellules myoépithéliales. L’épithélium est séparé du stroma de la glande 
mammaire par une membrane basale. Tout au long du développement de l’épithélium, la 
prolifération et la différenciation requièrent une étroite régulation entre ces deux couches par 
l’intermédiaire des jonction intercellulaires. L’étude de ces interactions in vitro nécessite la 
conception d’un modèle tridimensionnel (3D) hétérotypique de la glande mammaire. L’objectif de 
cette étude était de concevoir un modèle reproductible et physiologiquement pertinent de l’unité 
fonctionnel, l’acinus bicouche, de glande mammaire in vitro 3D. Nos résultats proviennent de la 
co-culture, pendant quatorze jours, des lignées cellulaires luminales MCF-12A et myoépithéliales 
Hs 578Bst non-tumorigéniques dans le Matrigel® – un extrait de membrane basale riche en 
laminine. Différentes conditions de culture ont été essayées, dont le ratio cellulaire, la 
concentration du Matrigel® et le milieu de culture. Ces acini bicouches ont été caractérisés par 
microscopie confocale à l’aide de marqueurs épithéliaux et myoépithéliaux et par cryosection. 
Nos résultats démontrent qu’il est possible de reproduire des acini bicouches in vitro. Ces acini 
in vitro permettront de comprendre le rôle des interactions intercellulaires dans le développement 
normal de la glande mammaire. De plus, ils révéleront comment leur perturbation peut induire un 
phénotype cancéreux.  

Mots clés : glande mammaire; co-culture; Matrigel; MCF-12A; Hs 578Bst; acinus bicouche; 
jonctions 
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CHAPITRE 1: REVUE DE LITTÉRATURE 
 

1.1 La glande mammaire 

Contrairement à la majorité des organes du corps humain, dont le développement complet 

s’accompli durant l’embryogenèse, la glande mammaire atteint son état fonctionnellement mature 

seulement durant le cycle de grossesse-lactation (« pregnancy-lactation cycle », PLC) chez la 

femme adulte (Hassiotou et Geddes 2013). Aussi, cet organe unique est continuellement 

remodelé après la puberté sous l’influence cyclique des hormones reproductives (Polyak et Kalluri 

2010). La glande mammaire a pour but principal de synthétiser, sécréter et délivrer le lait au 

nouveau-né lors de la lactation (Medina 1996 ; Tiede et Kang 2011). 

 

La glande mammaire humaine est formée de deux compartiments cellulaires principaux. Le 

premier, un épithélium dynamique qui subit des cycles de prolifération, de différenciation et 

d’apoptose en réponse aux signaux environnants et endocriniens. Le deuxième, le stroma 

complexe qui subit des remodelages de composition tout au long du développement et des PLC 

de la glande mammaire (Figure 1) (Su et al. 2011 ; D'Cruz et al. 2002). 

1.1.1 Système canalo-lobulaire de l’épithélium 

L’épithélium est organisé en système canalo-lobulaire ramifié. Ce système comprend de quinze 

à vingt lobes reliés par les canaux galactophores qui convergent au mamelon. Chaque lobe se 

divise en lobules, constitués à leur tour d’acini, ou d’alvéoles (Figure 1) (Harris 2014). 
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Figure 1 : Illustration de la structure anatomique de la glande mammaire humaine, incluant 
l’épithélium avec son système canalo-lobulaire bicouche ramifié, et le stroma. L’illustration de gauche 
représente la vue de face externe du sein et l’illustration de droite représente l’épithélium ramifié entouré 
de stroma. La glande mammaire repose sur la paroi thoracique (« chest wall ») composée de côtes (« ribs ») 
et de muscles (« muscle »). Le stroma est composé de divers cellules (adipocytes, fibroblastes, cellules 
endothéliales, cellules nerveuses, cellules immunitaires) et de composantes acellulaires de la matrice 
extracellulaire (Silberstein 2001). Le lait est produit dans les lobules (« lobules ») des lobes (« lobe ») qui 
sont reliés par les canaux galactophores (« ducts ») qui convergent au mamelon (« nipple »). L'aréole 
(« areola ») du mamelon joue un rôle de lubrification dans ce processus (National Cancer Institute © 2011 
Terese Winslow, U.S. Govt. has certain rights) 

L’acinus est l’unité fonctionnelle sécrétrice de la glande mammaire (Harris 2014). Les acini et les 

canaux du système canalo-lobulaire ramifié de l’épithélium ont un lumen central bordé de deux 

couches de cellules : une couche interne de cellules luminales polarisées et une couche externe 

de cellules basales, composée majoritairement de cellules myoépithéliales contractiles (Figure 2) 

(Weigelt et Bissell 2008). Ces dernières affichent des propriétés phénotypiques de cellules de 

muscles lisses (Hassiotou et Geddes 2013). La couche externe de cellules basales comprend 

également une petite population de cellules souches mammaires et de cellules progénitrices. 
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Figure 2 : Représentation schématique d’une coupe transversale de l’unité fonctionnelle sécrétrice 
de la glande mammaire : l’acinus bicouche. La lumière (lumen) est délimitée par une couche interne de 
cellules épithéliales luminales sécrétrices qui est à son tour entourée par une couche discontinue de 
cellules myoépithéliales. L’épithélium est séparé du stroma par la membrane basale. Le compartiment 
stromal est composé de différentes cellules comme les fibroblastes, les cellules endothéliales, les cellules 
immunitaires, les cellules nerveuses, les adipocytes, et de composantes acellulaires de la matrice 
extracellulaire (laminine, fibronectine, collagène, protéoglycane, etc.) (Silberstein 2001) (Figure adaptée de 
Mélanie Busby (non publiée)). 

1.1.2 Cellules épithéliales luminales 

Les cellules luminales forment la couche interne continue de l’épithélium bicouche de la glande 

mammaire. Cette couche interne peut être subdivisée en cellules luminales canalaires, qui 

tapissent la paroi interne du canal, et en cellules luminales alvéolaires, qui sécrètent du lait dans 

le lumen de l’alvéole – de l’acinus – durant la lactation (Figure 3). Cette sécrétion de lait est 

régulée par des hormones lactogéniques, comme la progestérone et la prolactine (Macias et 

Hinck 2012 ; Tiede et Kang 2011). 

 

La surface apicale des cellules luminales est en contact avec le lumen alors que la surface basale 

est en contact avec la couche de cellules myoépithéliales ou la membrane basale (MB). Le côté 

apical est chargé de protéines mucines fortement glycosylées, comme la mucine 1, qui 

empêchent l’adhérence (Muschler et Streuli 2010). Cette architecture cellulaire polarisée est 

établie par les complexes jonctionnels intercellulaires serrées et adhérentes (Anderson et al. 

2007).  

Adapté de Mélanie Busby

Cellules 
luminales

Cellules 
myoépithéliales

Lumen

Membrane basale

Composantes du 
stroma
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Figure 3 : Représentation schématique d’acini de glande mammaire d’un sein non-allaitant (gauche) 
et ceux d’un sein en lactation (droite). La couche externe discontinue de cellules myoépithéliales 
s’organise en filet autour de la couche interne continue de cellules épithéliales luminales (Basic Histology 
2011) 

1.1.3 Cellules myoépithéliales 

Les cellules myoépithéliales composent majoritairement la couche externe de cellules basales de 

l’épithélium bicouche de la glande mammaire (Emerman et Vogl 1986). Les cellules 

myoépithéliales canalaires maintiennent une forme de fuseau et s’orientent parallèlement le long 

de l’axe du canal. Elles forment une couche continue autour des cellules luminales canalaires. 

En revanche, les cellules myoépithéliales alvéolaires ont une forme stellaire, formant une couche 

similaire à un filet qui enveloppe, de façon discontinue, les cellules luminales alvéolaires de la 

couche interne de l’épithélium (Figure 3) (Adriance et al. 2005 ; Emerman et Vogl 1986 ; Sopel 

2010). 

 

La structure des cellules myoépithéliales réflète leurs fonctions : (1) la contraction de l’épithélium, 

(2) l’induction de la polarité des cellules luminales et (3) la régulation de la morphogenèse 

canalaire (Adriance et al. 2005).  

Sein non-allaitant Sein en lactation

Cellules 
myoépithéliales
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1.1.3.1 Contraction 

La contraction des cellules myoépithéliales se déroule durant la lactation en réponse à l’ocytocine. 

Sous l’effet de cette hormone, les cellules myoépithéliales raccourcissent pour diminuer le 

diamètre du lumen alvéolaire et canalaire pour expulser le lait des acini vers le mamelon 

(Emerman et Vogl 1986). Les jonctions lacunaires et adhérentes qui relient les cellules 

myoépithéliales coordonnent ce processus (Monaghan et al. 1996).  

1.1.3.2 Induction de la polarité 

La polarité des cellules luminales de la couche interne de l’épithélium est induite par les cellules 

myoépithéliales de la couche externe de l’épithélium durant le développement (Gudjonsson et al. 

2002 ; Runswick et al. 2001). Pour explorer les interactions cellulaires qui gouvernent cette 

induction de polarité, des systèmes de culture cellulaire en trois dimensions (3D) ont été utilisés. 

Ce type de modèle in vitro consiste à cultiver des cellules à l’aide d’une matrice (« with scaffold ») 

faite de matériaux naturels ou synthétiques, ou de manière dépourvue de matrice (« scaffold-

free »), pour qu’elles puissent former des sphéroïdes ou des agrégats tridimensionnels 

(Edmondson et al. 2014 ; Knight et Przyborski 2015).  

 

Lorsque des cellules primaires épithéliales luminales normales humaines étaient cultivées en 3D 

dans un extrait de membrane basale riche en laminine (EMBrl), elles formaient des sphéroïdes 

acinaires avec une bonne polarité, même en absence de cellules myoépithéliales (Figure 4a) 

(Petersen et al. 1992). Lorsqu’elles étaient cultivées dans une matrice à base de collagène de 

type I, dépourvu de laminine, elles formaient des structures avec une expression altérée 

d’intégrines (Howlett et al. 1995), une polarité inversée et une absence de lumen central (Figure 

4b) (Gudjonsson et al. 2002). Cependant, lorsque ces mêmes cellules étaient co-cultivées avec 

des cellules primaires myoépithéliales normales humaines dans cette même matrice à base de 

collagène de type I, elles présentaient de nouveau une bonne polarité apico-basale (Figure 4c) 

(Gudjonsson et al. 2002). 

 



 6 

 
Figure 4 : Microscopie par double fluorescence à la sialomucine (rouge) et ESA (« epithelial-specific 
antigen », vert) de cellules épithéliales luminales cultivées en trois dimensions. Les cellules 
épithéliales luminales ensemencées dans la matrice à base de collagène de type I avaient une polarité 
inversée et formaient un acinus dont le marqueur apical sialomucine était exprimé au pourtour de la 
structure plutôt qu’uniquement en son centre (B). À l’opposé, les cellules ensemencées dans l’extrait de 
membrane basale riche en laminine (EMBrl) maintenaient une polarité normale (A). Par l’addition de cellule 
myoépithéliales (C), la polarité de l’acinus au marquage inversé a été corrigée (bar, 25 μm) (Gudjonsson 
et al. 2002) 
 

Il a été conclu que cette morphogenèse aberrante (polarité inversée, expression altérée 

d’intégrines et absence de lumen central) des structures simili-acinaires de cellules luminales 

ensemencées dans les matrices à base de collagène de type I pouvait être corrigée par l’ajout de 

cellules myoépithéliales (Gudjonsson et al. 2002). De toutes les molécules produites par les 

cellules myoépithéliales, la laminine-1 s’est démarquée comme étant le principal médiateur de 

cette induction de polarisation. La laminine-1 est un hétérotrimère de chaînes α1, β1 et γ1, et est 

une composante majeure de la MB (Ekblom, Lonai et Talts 2003). 

 

Le rôle des interactions entre les cellules et la laminine-1 dans la morphogenèse et le maintien 

de la polarité a déjà été démontré dans le rein, la glande salivaire et les cellules épithéliales de 

l’intestin (S. Li et al. 2003 ; Simon-Assmann et al. 1995 ; Sorokin et al. 1992). Ces résultats ont 

aussi souligné l’importance des interactions cellule-matrice extracellulaire (MEC) dans 

l’établissement de la polarité apico-basale dans l’épithélium. Ils confirment le rôle essentiel des 

cellules myoépithéliales productrices de laminine-1 comme source de MB essentielle à ces 

interactions (Deugnier et al. 1995).  

BA

Matrice à base de 
collagène de type I

Extrait de membrane 
basale riche en laminine

C

Matrice à base de 
collagène de type I et 
cellules myoépithéliales
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1.1.3.3 Régulation de la morphogenèse canalaire 

Les cellules myoépithéliales régulent également la morphogenèse canalaire de la glande 

mammaire (Niranjan et al. 1995). L’ancrage à la MB et les interactions avec les cellules luminales 

favorisent des mécanismes de régulation paracrine. Une coordination adéquate de toutes ces 

activités est nécessaire pour maintenir une fonction normale de la glande mammaire. La 

dérégulation de ces interactions et/ou de la fonction des cellules myoépithéliales est une étape 

clé dans le développement du cancer du sein (Adriance et al. 2005 ; Ronnov-Jessen, Petersen 

et Bissell 1996 ; Sternlicht et Barsky 1997 ; Sternlicht et al. 1997). 

1.1.3.4 Suppresseur de tumeur 

De nombreuses études suggèrent un quatrième rôle aux cellules myoépithéliales : celui de 

suppresseurs de tumeur naturels (Lakhani et O'Hare 2001 ; Sternlicht et al. 1997 ; Sternlicht et 

Barsky 1997). En effet, il a été démontré qu’elles inhibent la prolifération des cellules tumorales 

du sein en provoquant un arrêt de croissance et une induction de l’apoptose. Aussi, elles 

interfèrent avec le caractère invasif des cellules tumorales et inhibent l’angiogenèse (Deugnier et 

al. 2002). Les cellules myoépithéliales des glandes mammaires normales et celles des tumeurs 

de carcinome canalaire in situ (« Ductal Carcinoma In Situ », DCIS) séparent les cellules 

luminales de l’épithélium des vaisseaux sanguins et du stroma. La barrière ainsi formée doit être 

franchie lors de l’invasion. Les cellules myoépithéliales pourraient alors fonctionner comme une 

frontière physique, empêchant la progression de tumeurs non-invasives vers un cancer invasif 

(Sopel 2010). 

 

Le mécanisme de la dégradation de la MEC et de la MB par des métalloprotéases matricielles 

(« matrix metalloproteinases », MMPs) joue un rôle lors de l’invasion. Il a été démontré que des 

cultures primaires de cellules myoépithéliales inhibent l’invasion de lignées cellulaires 

cancéreuses en régulant à la baisse l’expression de MMPs des cellules tumorales et des 

fibroblastes (Jones et al. 2003). De plus, en 2010, Pandey, Saidou et Watabe ont démontré les 

lignées cellulaires et les cultures primaires de cellules myoépithéliales mammaires produisent 

des niveaux élevés d’inhibiteurs de protéases, tels que l’inhibiteur tissulaire des 

métalloprotéases-1 (TIMP-1), la protéase nexine-II, l’anti-trypsine α-1 (inhibiteur de la sérine 

protéase) et la maspine (Pandey, Saidou et Watabe 2010). Ces inhibiteurs de protéases bloquent 

l’activité des enzymes plutôt que d’inhiber la synthèse protéolytique des enzymes (Pandey, 
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Saidou et Watabe 2010). La maspine est une protéine membre de la famille serpine des sérines 

protéases. Elle est produite par les cellules myoépithéliales. Il a été démontré que 

lorsqu’exprimée dans des cellules tumorales du sein, elle bloque leur croissance, diminue leur 

potentiel invasif et prévient la dissémination de tumeurs in vivo (Deugnier et al. 2002 ; Streuli 

2002). Les cellules myoépithéliales produisent également des facteurs anti-angiogéniques, 

comme la thrombospondine-1 et le récepteur de facteur de croissance des fibroblastes soluble 

(Deugnier et al. 2002 ; Nguyen et al. 2000 ; Sternlicht et al. 1997). 

 

L’ensemble de ces résultats suggère que les cellules myoépithéliales normales inhibent les 

fonctions de la cellule tumorale grâce à une suppression concertée de la croissance des cellules 

tumorales, de l’invasion et de l’angiogenèse. 

1.1.4 Composition et rôle de la membrane basale 

L’épithélium bicouche est séparé du stroma environnant par la MB (Weigelt, Ghajar et Bissell 

2014 ; Weigelt et Bissell 2008). Cette MB est une forme spécialisée de MEC composée 

principalement de collagène de type IV et de laminine (Leblond et Inoue 1989), notamment la 

laminine-1 et laminine-332 (Tzu et Marinkovich 2008). La MB permet également d’ancrer les 

cellules myoépithéliales par ligation des molécules de surface cellulaire et d’organiser le côté 

basal du myoépithélium par le biais de la laminine-1 et d’hémidesmosomes (Inman et al. 2015). 

1.1.5 Composition et rôle du stroma et de la matrice extracellulaire 

Le stroma est composé de MEC et d’un mélange cellulaire hétérogène : des fibroblastes, des 

adipocytes, des cellules immunitaires, comme les lymphocytes et les macrophages, des cellules 

endothéliales et des cellules nerveuses (Polyak et Kalluri 2010 ; Su et al. 2011 ; Weigelt, Ghajar 

et Bissell 2014 ; Silberstein 2001). La MEC est la composante protéinique du stroma (Kass et al. 

2007). Les cellules myoépithéliales et stromales synthétisent les éléments qui sont incorporés 

dans la MEC et la MB, comme les laminines, les collagènes, la fibronectine et les protéoglycanes 

(Inman et al. 2015). Les fibroblastes du stroma synthétisent des composantes de la MEC, comme 

le collagène I, III, IV, V et VI (Lam et al. 2004 ; Zou et al. 2008 ; Prockop 1982 ; Narayanan et 

Page 1985), la majorité de la protéoglycane décorine (de Lima et al. 2012) et la fibronectine 

(Inman et al. 2015). Les fibroblastes produisent également des enzymes de remodelage de la 

MEC, incluant les métalloprotéases matricielles (« matrix metalloproteinases », MMPs), qui, en 
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plus de remodeler la MEC en dégradant des protéines qui la composent, libèrent des facteurs de 

croissance et des cytokines qui influencent les fonctions cellulaires et tissulaires de la glande 

mammaire (Inman et al. 2015 ; Simian et al. 2001 ; Wiseman et Werb 2002). Ainsi, en plus de 

son rôle de support physique, le stroma interagit de façon « chimique » avec l’épithélium 

permettant le maintien d’une architecture tissulaire appropriée (Campbell et Watson 2009).  

1.1.6.1 Réciprocité dynamique entre les cellules et la MEC du stroma et l’épithélium 

Il existe une réciprocité dynamique entre la MEC, les composantes cellulaires du stroma, et la 

signalisation vers les cellules épithéliales (Weigelt, Ghajar et Bissell 2014). La MEC fournit des 

signaux biochimiques par l’intermédiaire des récepteurs transmembranaires (Bissell, Hall et Parry 

1982). Ces signaux biochimiques guident l’organisation de la chromatine et du cytosquelette pour 

réguler la différenciation, la survie, la croissance et la migration cellulaire, toutes nécessaires au 

maintien de l’intégrité tissulaire de l’épithélium (Weigelt, Ghajar et Bissell 2014 ; Inman et al. 2015 

; Polyak et Kalluri 2010). En réponse aux signaux de la MEC, découlant d’un changement dans 

sa composition, les intégrines s’assemblent en complexes de signalisation intracellulaires. Ces 

complexes de signalisation intracellulaires sont connectés à l’actine du cytosquelette. Cette 

liaison permet d’activer des voies de signalisation de croissance et de survie pour influencer la 

destinée et la morphologie des cellules (Kass et al. 2007). Par exemple, l’ancrage de l’intégrine 

à la laminine-1 permet l’activation des voies de signalisation prolactine (PRL) dépendantes de 

Janus Kinase-2 et de Stat5, et la transcription PRL-dépendant et Stat5-dépendante des protéines 

du lait (Naylor et al. 2005). Parmi ces récepteurs transmembranaires qui transmettent les signaux 

biochimiques de la MEC à l’épithélium, on compte : les intégrines (récepteurs du collagène, de la 

laminine et de la fibronectine), le dystroglycane (récepteur de la laminine-1), la tyrosine kinase du 

récepteur du domaine discoïdine I (récepteur de collagène) et les syndécans (co-récepteur de 

protéoglycanes à héparane sulfate, de fibronectine, de laminine, de collagène et de facteurs de 

croissance) (Fata, Werb et Bissell 2004 ; Kass et al. 2007 ; Vidi, Bissell et Lelievre 2013). 

 

Les différentes cellules du stroma fournissent non seulement un support physique à l’épithélium, 

mais régulent également la fonction et le développement normal des cellules épithéliales sous-

jacentes par le biais des interactions paracrines, physiques et hormonales (Polyak et Kalluri 

2010). Par exemple, les fibroblastes du stroma communiquent bidirectionnellement avec 

l’épithélium au cours de la morphogenèse de la ramification. Ainsi, ils fournissent des instructions 

sous forme de facteurs de croissances, de protéases et d’autres éléments (Howard et Lu 2014). 
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Tel qu’expliqué plus haut, les fibroblastes synthétisent plusieurs composantes de la MEC et des 

enzymes, comme la métalloprotéase matricielle (« matrix metalloproteinase », MMP). Ces 

enzymes peuvent dégrader la MEC et en modifier la densité ou la composition. À ce titre, les 

fibroblastes producteurs de MMPs peuvent réguler les cellules de l’épithélium qu’ils enveloppent 

en modifiant la composition de leur microenvironnement (Luhr et al. 2012). Les adipocytes ont 

une fonction endocrine dans la glande mammaire : ils réguleraient la croissance épithéliale et la 

fonction de l’épithélium mammaire, en plus de communiquer avec d’autres cellules de la glande 

mammaire (Hovey et Aimo 2010). Par exemple, il a été suggéré que les adipocytes régulent 

l’angiogenèse dans la glande mammaire en sécrétant le facteur de croissance de l’endothélium 

vasculaire (« vascular endothelial growth factor », VEGF) (Hovey et al. 2001).  

1.1.7 Mammogenèse 

Le développement de la glande mammaire, ou la mammogenèse, comprend trois étapes. Ce 

processus débute durant le développement embryonnaire, se poursuit pendant la puberté et 

aboutit avec la grossesse et la lactation (Figure 5) (Campbell et Watson 2009). Nos 

connaissances de ces trois étapes proviennent majoritairement d’études réalisées sur des souris, 

offrant un aperçu de la biologie du sein humain (Macias et Hinck 2012). 

 
Figure 5 : Représentation schématique du développement de l'épithélium de la glande mammaire 
chez la souris. Structure de l’épithélium à la naissance (« Birth ») (A); élongation des canaux durant la 
puberté (« Puberty ») (B); canaux matures chez l’adulte (« Virgin ») (C); acini durant la lactation 
(« Lactation ») (D); involution suite à l'allaitement (« Involution ») (E) (Inman et al. 2015) 
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1.1.7.1 Première étape 

La première étape se déroule chez l’embryon où les glandes mammaires se développent le long 

des régions spécialisées de l’ectoderme. Celles-ci qui sont localisées dans deux crêtes 

mammaires ventrales, appelées lignes de lait (Javed et Lteif 2013). Les cellules de l’ectoderme 

migrent le long de chaque ligne de lait et s’unissent pour former des régions nommées placodes 

(Veltmaat et al. 2004). Ces placodes pénètrent le mésenchyme pour former un bourgeon. Celui-

ci se ramifie en un arbre mammaire rudimentaire (Watson et Khaled 2008). Dans cet arbre 

mammaire rudimentaire se développe un lumen central par un processus de cavitation. Ce 

processus est provoqué par l’apoptose des cellules épithéliales centrales en l’absence d’un 

contact direct avec la MEC (Boudreau et al. 1995 ; Coucouvanis et Martin 1995). Après la 

naissance, la glande mammaire rudimentaire continue de croître à un rythme proportionnel à celui 

du corps (Watson et Khaled 2008). 

1.1.7.2 Deuxième étape 

La deuxième étape de la mammogenèse débute à la puberté, au moment où les niveaux 

d’œstrogène commencent à augmenter. À ce moment-là, apparaissent les bourgeons terminaux 

(« terminal end buds », TEBs), des structures hautement prolifératives situées au bout des 

canaux (Campbell et Watson 2009). L’œstrogène circulant promeut la prolifération des TEBs 

provocant la croissance et la ramification canalaire. À la fin de la puberté, la majorité du stroma 

a été envahi par les canaux primaires, les TEBs sont moins prolifératifs et ont diminué de taille. 

Des canaux secondaires latéraux se développent à partir des canaux primaires et envahissent à 

leur tour le stroma. Avec l’arrivée de la maturité sexuelle et des cycles œstraux, le développement 

canalaire diminue (Campbell et Watson 2009). Par contre, lors des cycles menstruels, des phases 

de prolifération auront lieu afin de préparer la glande mammaire à une éventuelle grossesse. En 

l’absence de fécondation, une phase d’apoptose, appelée involution (Figure 5e), permettra la 

résorption des structures formées (Andres et Strange 1999).  

1.1.7.3 Troisième étape 

La troisième et dernière étape se déroule au moment de la grossesse accompagnée d’une 

augmentation significative de progestérone. Cela induit l’élongation et l’embranchement tertiaire 

des canaux et la formation de structures lobulo-alvéolaires, les acini, pour la production de lait 
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durant la lactation (Geddes 2007). Suivant l’allaitement, la glande mammaire subit la phase 

d’involution caractérisée par un processus de remodelage des lobules et des canaux au moyen 

des protéases et de l’apoptose massive de cellules épithéliales (Macias et Hinck 2012). La glande 

mammaire revient alors à son phénotype pré-grossesse (K. Hughes et al. 2012). En plus de 

l’involution post-grossesse, la glande mammaire subit une phase d’involution durant la 

ménopause (Hassiotou et Geddes 2013). La glande mammaire s’atrophie, mais le volume du 

sein ne diminue pas toujours, car il est compensé par l’augmentation des tissus graisseux (Macias 

et Hinck 2012). 

1.2 Le cancer 

Le cancer est une maladie dans laquelle des cellules anormales se divisent de manière 

incontrôlable et peuvent envahir les tissus avoisinants (PubMed Health 2017). Il existe plusieurs 

théories sur l’origine du cancer. Toutefois, elles partagent deux concepts : le cancer comporte 

plusieurs stades et met en jeu plusieurs mécanismes (Weinstein 1988).  

 

Cette maladie découle de subversions des voies de régulation de croissance cellulaire normale 

dans les cellules du tissu. Ces subversions sont causées majoritairement par des mutations 

génétiques et des modifications épigénétiques dans les oncogènes, les gènes suppresseurs de 

tumeurs et ceux de réparation de l’ADN (Su et al. 2011). Dix altérations cellulaires gouvernent le 

développement des tumeurs. Les cellules qui deviennent cancéreuses peuvent : (1) maintenir 

des voies de signalisation de prolifération, (2) éluder des suppresseurs de croissance, (3) évader 

le système immunitaire, (4) favoriser l’immortalité réplicative, (5) induire une inflammation 

protumorale, (6) activer les processus d’invasion et de métastase, (7) induire l’angiogenèse, (8) 

démontrer une instabilité génomique et des mutations génétiques, (9) combattre la mort cellulaire 

et/ou (10) remanier le métabolisme des cellules tumorales (Figure 6) (Hanahan et Weinberg 

2011). Ces dix propriétés peuvent survenir dans un ordre différent et elles ne sont pas présentes 

dans toutes les tumeurs (Hanahan et Weinberg 2011). 
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Figure 6 : Représentation schématique des dix propriétés acquises des cellules cancéreuses. 
(Hanahan et Weinberg 2011) 
 

Chacun de ces changements physiologiques – facultés acquises durant le développement de la 

tumeur – représente une dérogation aux mécanismes de défense contre le cancer présent 

normalement dans les cellules (Hanahan et Weinberg 2011). 

1.2.1 Les trois grandes étapes de la cancérogenèse 

Il est prouvé que la cancérogenèse est un processus en trois étapes :  l’initiation, la promotion et 

la progression (Pitot et Dragan 1991). Elles reflètent des altérations génétiques entraînant une 

transformation progressive des cellules humaines normales en cellules hautement malignes 

(Hanahan et Weinberg 2000). Les trois étapes séquentielles au développement de cancer sont:  

1.2.1.1 Initiation  

La première étape de la cancérogenèse est l’initiation. Cette étape commence par l’altération d’un 

gène à la suite d’une mutation spontanée, d’une exposition à un agent cancérigène mutagénique 

(un génotoxique) ou par l’hérédité (Siddiqui et al. 2015). Ces altérations génétiques sont stables, 
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héritables et irréversibles, dû à l’incapacité du système de réparation de l’ADN à les réparer 

(Siddiqui et al. 2015). La cellule devient alors « initiée » : elle n’est pas cancéreuse, mais a le 

potentiel de le devenir (Buick et Pollak 1984). Cette cellule initiée pourrait se multiplier pour former 

une tumeur, à moins que les cellules de son environnement inhibent sa prolifération ou que la 

cellule initiée meurt par apoptose (Trosko et al. 1996). 

1.2.1.2 Promotion 

La promotion, deuxième étape de la cancérogenèse, voit les cellules initiées prolifèrer et 

s’accumuler pour former une lésion prénéoplasique. Il s’agit d’un processus long et réversible si 

l’exposition à des agents promoteurs de tumeur est interrompue (Siddiqui et al. 2015). En effet, 

l'exposition au promoteur de tumeur doit être continue pour enclencher une transformation 

cellulaire. Une seule exposition passagère n’induit souvent pas de réponse (Pitot et Dragan 

1991). Les promoteurs de tumeurs sont des carcinogènes non réactifs de l’ADN allant des 

composés chimiques aux protéines inflammatoires (Fujiki, Sueoka et Suganuma 2013). Des 

changements dans l’expression génique induisent une dérégulation dans les voies de 

signalisation biochimiques associées à une augmentation de la prolifération et de la survie 

cellulaire aberrante des cellules (Siddiqui et al. 2015).  

1.2.1.3 Progression 

La progression est la troisième et dernière étape de la cancérogenèse. C’est à ce moment qu’on 

considère les cellules comme étant cancéreuses. Durant ce processus, les cellules acquièrent 

des changements génétiques et phénotypiques irréversibles. Par exemple, elles acquièrent une 

croissance complètement autonome provoquant l’augmentation de la grosseur de la tumeur. À 

cause de cette prolifération active, les cellules tendent à subir davantage de mutations causées 

par des erreurs de réplication et de réparation (Siddiqui et al. 2015). Ces mutations résultent 

généralement en des changements au niveau chromosomique suscitant une instabilité 

caryotypique dans les cellules. Ces transformations génétiques entraînent aussi l’activation 

d’oncogènes et/ou l’inactivation de gènes suppresseurs de tumeurs (Pitot et Dragan 1991). Enfin, 

les cellules peuvent acquérir des changements génétiques ou épigénétiques supplémentaires 

leur permettant d'envahir les tissus environnant et de métastaser différents organes (Pitot et 

Dragan 1991).  
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1.2.2 Cancer du sein 

1.2.2.1 Statistiques du cancer du sein  

Le cancer du sein est la forme de cancer la plus répandue chez la femme au Canada. Près de 

26 300 Canadiennes recevront un diagnostic de cancer du sein en 2017 (Société canadienne du 

cancer 2017). Ce chiffre représente environ 25 % de tous les nouveaux cas de cancer chez la 

femme au Canada (Figure 7) (Statistiques canadiennes sur le cancer 2017). De ces 26 300 

Canadiennes, 5000 en mourront (Société canadienne du cancer 2017). Voilà pourquoi le cancer 

du sein s’avère la 2ème cause de décès par cancer chez les femmes au pays (Figure 8) (Société 

canadienne du cancer 2017). Cependant, le nombre de décès attribués au cancer du sein a 

beaucoup diminué au fil des années. Depuis 1986, le nombre de décès a baissé de 44 % grâce 

aux programmes de mammographies régulières, aux avancées technologiques dans le domaine 

du dépistage, aux diagnostics plus précoces et aux améliorations apportées aux traitements 

(Statistiques canadiennes sur le cancer 2017). En date de 2017, chez les femmes canadiennes, 

le taux de survie à cinq ans atteingnait de 87 % (Statistiques canadiennes sur le cancer 2017).  

 
Figure 7 : Distribution en pourcentage des nouveaux cas de cancer projetés, selon le sexe, au 
Canada en 2017. Le pourcentage d’incidence de cancer du sein est le plus élevé de tous les cancers chez 
les femmes canadiennes (Statistiques canadiennes sur le cancer 2017) (SNC : système nerveux central. 
SAI : sans autre indication) 
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Figure 8 : Distribution en pourcentage du nombre projeté de décès par cancer, selon le sexe, au 
Canada en 2017. Le cancer du sein occupe la deuxième position par rapport à son pourcentage de 
mortalité chez les femmes canadiennes. (Statistiques canadiennes sur le cancer 2017) (SNC : système 
nerveux central. SAI : sans autre indication. * : Le nombre de décès par cancer du foie est sous-estimé; 
voir l’Annexe II : Source de données et méthodologie du document en référence 

1.2.2.2 Sous-types de cancers du sein  

Le cancer du sein est une maladie hétérogène et est généralement classifiée en quatre sous-

types moléculaires distincts : luminal A, luminal B, enrichi en HER2 (« HER2-enriched », ou 

HER2e) et triple négatif (« Triple negative breast cancer », TNBC) (Figure 9) (Perou et al. 2000). 

Ces quatre sous-types peuvent être déterminés cliniquement en utilisant l’immunohistochimie. 

Cette technique permet d’identifier le ou les types de marqueurs exprimés, ou pas, par les cellules 

de la tumeur (Polyak 2011). Ces marqueurs comprennent le récepteur d’œstrogène (« Estrogen 

Receptor », ER), le récepteur de progestérone (« Progesterone Receptor », PR) et le récepteur 

2 du facteur de croissance épidermique humain (« Human Epidermal growth factor Receptor 2 », 

HER2) (Hon et al. 2016). Le sous-type luminal A est positif pour ER et/ou PR, et négatif pour 

HER2. Le sous-type luminal B est positif pour ER et/ou PR, et positif pour HER2. Le sous-type 

HER2e est négatif pour ER et PR, mais positif pour HER2. Enfin, le TNBC est négatif pour les 

trois types de récepteurs et comprend la sous-classe du cancer du sein de type basal (« Basal-

Like Breast Cancer », BLBC) (Hon et al. 2016).  
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Figure 9 : Résumé schématique des différents sous-types moléculaires de cancer du sein : luminal 
A, luminal B, HER2e (« HER2+ ») et TNBC (prévalence, récepteurs exprimés, grade histologique, 
pronostic et réponse aux thérapies médicales) (Wong 2012)   

Les sous-types moléculaires de cancer du sein sont associés à différents pronostic. Les patients 

ayant des tumeurs de sous-type luminal A ont le meilleur pronostic, alors que ceux ayant un 

TNBC ou BLBC ont le pire pronostic (Hon et al. 2016). Les options de traitements diffèrent 

également selon le sous-type moléculaire du cancer du sein du patient. Les sous-types luminal 

A, luminal B et HER2e sont sensibles aux traitements ciblés, tandis que les patients ayant un 

TNBC n’ont recours qu’à la chimiothérapie (Barnard, Boeke et Tamimi 2015 ; Hon et al. 2016 ; 

Parker et al. 2009). 

1.2.2.3 Stades du cancer du sein 

Dans le cancer du sein, la progression linéaire de la tumeur mammaire suppose la transition 

graduelle des lésions du sein d’un état d’hyperplasie prémaligne à un carcinome non-invasif local, 

comme un carcinome canalaire in situ (« ductal carcinoma in situ », DCIS) non-invasif 

(Wiechmann et Kuerer 2008). Ensuite, le cancer devient un carcinome invasif local qui peut 

métastaser vers divers organes, tels que les poumons, les os et le foie (Medina 1996 ; 

Wiechmann et Kuerer 2008). La transition entre le DCIS et les métastases est caractérisé par 

plusieurs stades sur une échelle de 0 à IV (Figure 10) (Medina 1996). La qualification du stade 

de cancer se base sur quatre caractéristiques : la grosseur de la tumeur, l’état invasif ou non-

invasif du cancer, la présence de cellules cancéreuses dans les nœuds lymphatiques et la 

présence de cellules cancéreuses dans d’autres organes du corps, au-delà du sein 
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(Breastcancer.org 2017).  

 
Tableau 1 : Classification des différents stades du cancer du sein 
 

Stades Dimension des 
tumeurs Localisation du cancer 

Stade 1   
Stade 1A Deux (2) cm ou moins. Dans le sein.  
Stade 1B Deux (2) cm ou moins ou 

aucune tumeur détectée 
dans le sein. 

Dans peu de ganglions lymphatiques (ne mesurent pas plus de 
deux (2) mm). 

Stade 2   
Stade 2A Deux (2) cm ou moins ou 

aucune tumeur détectée 
dans le sein.  

Dans le sein, et : 
Dans un (1) à trois (3) ganglions lymphatiques axillaires, ou 
ganglions lymphatiques à l’intérieur du thorax, et/ou ganglions 
mammaires internes.  

Plus de deux (2) cm et 
moins de cinq (5) cm. 

Dans le sein.  

Stade 2B Plus de deux (2) cm et 
moins de cinq (5) cm. 

Dans le sein, et : 
Dans un (1) à trois (3) ganglions lymphatiques axillaires et/ou 
ganglions lymphatiques mammaires. 

Plus de cinq (5) cm. Dans le sein. 
Stade 3   
Stade 3A 

 
 
 
 
 
 

Cinq (5) cm ou moins ou 
aucune tumeur détectée 
dans le sein. 

Dans le sein, et : 
Dans quatre (4) à neuf (9) ganglions lymphatiques axillaires, ou; 
Dans des ganglions lymphatiques mammaires internes. 

Plus de cinq (5) cm. 
 
 
 
 

Dans le sein, et : 
Dans un (1) à neuf (9) ganglions lymphatiques axillaires ou 
ganglions lymphatique mammaire interne, ou; 
Dans un (1) à trois (3) ganglions axillaires et ganglions mammaires 
internes. 

Stade 3B 
 
 
 
 

 Dans le sein, et : 
Dans les muscles de la paroi thoracique et/ou la peau, ou; 
Dans un (1) à neuf (9) ganglions lymphatiques axillaires ou des 
ganglions lymphatiques mammaires internes, ou; 
Dans un (1) à trois (3) ganglions axillaires et ganglions mammaires 
internes. 

Stade 3C 
 
 
 
 

 Dans le sein, et : 
Dans au moins dix (10) ganglions lymphatiques axillaires ou infra-
claviculaires, ou; 
Dans plus de trois (3) ganglions lymphatiques axillaires et ganglions 
lymphatiques mammaire internes, ou; 
Aux ganglions lymphatiques sus-claviculaires. 

Stade 4 
 
 

 Dans le sein, et : 
À l’extérieur du sein pour aller envahir différents organes du corps, 
comme la peau, les os, le foie, le cerveau, les poumons et les 
ganglions lymphatiques distants. 

(Société canadienne du cancer 2017, Breastcancer.org 2017) 
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Figure 10 : Représentation schématique des différents stades de cancer du sein. Du stade I (« Stage 
I »), au stade II (« Stage II »), puis au stade III (« Stage III ») et enfin au stade IV (« Stage IV ») (Société 
canadienne du cancer 2017) 

1.2.2.4 Grades du cancer du sein 

Le grade décrit l’apparence de cellules cancéreuses en comparaison à celle de cellules non 

cancéreuses. Les cellules cancéreuses d’une tumeur d’un cancer du sein peuvent avoir un grade 

de 1 à 3 (Société canadienne du cancer 2017). Dans le cancer du sein de type carcinome 

canalaire in situ (« ductal carcinoma in situ », DCIS), le grade histologique de la tumeur se base 

sur le degré de différenciation des cellules qui composent le tissu tumoral, l’apparence de leurs 

noyaux et la présence de cellules cancéreuses nécrosées (Société canadienne du cancer 2017). 

Les cellules cancéreuses d’un DCIS de grade 1 ont des petits noyaux de même forme et il n’y a 

aucune nécrose dans l’échantillon (Société canadienne du cancer 2017). Les cellules 

cancéreuses d’un DCIS de grade 2 ont des petits noyaux de même forme et il y a des petites 

zones nécrosées dans l’échantillon (Société canadienne du cancer 2017). Les cellules 

cancéreuses d’un DCIS de grade 3 ont des gros noyaux, de forme inégale et l’échantillon a peut-

être des zones nécrosées (Société canadienne du cancer 2017). Pour établir le grade 

histologique d’un cancer invasif, il s’agit d’évaluer semi-quantitativement les caractéristiques 

morphologiques suivantes : le degré de formation de tubules (cellules dans la tumeur ayant des 

structures tubulaires appelés tubules), le polymorphisme nucléaire et le compte mitotique (Rakha 

et al. 2010). Les cellules d’un cancer invasif de grade 1 sont bien différenciées et ressemblent 

beaucoup à des cellules normales. Le risque de propagation de la tumeur est minime (Société 

canadienne du cancer 2017). Les cellules d’un cancer invasif de grade 2 sont modérément 

différenciées, elles se divisent plus rapidement que la normale et présentent une atypie nucléaire 

plus prononcée (Société canadienne du cancer 2017, Breastcancer.org 2017). Enfin, Les cellules 
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d’un cancer invasif de grade 3 sont des cellules totalement dédifférenciées qui prolifèrent 

rapidement. Le risque de propagation devient alors élevé (Breastcancer.org 2017). 

1.2.2.5 Rôle des jonctions dans la glande mammaire et la cancérogenèse 

Comme déjà mentionné, l’épithélium de la glande mammaire comprend deux couches cellulaires 

: une couche interne de cellules épithéliales luminales et une couche externe de cellules basales, 

surtout composée de cellules myoépithéliales, entourées de la MB (Weigelt et Bissell 2008). Cet 

épithélium subit des cycles de prolifération, de différenciation et d’apoptose en réponse aux 

signaux environnants et aux hormones. Ce processus requiert une étroite régulation de ces 

signaux, en plus des interactions épithéliales-myoépithéliales, et une communication directe entre 

les cellules adjacentes par le biais de protéines de jonctions (Geddes 2007 ; Hennighausen et 

Robinson 2005 ; Macias et Hinck 2012 ; McLachlan, Shao et Laird 2007). Une dérégulation dans 

l’expression de ces protéines de jonctions a été associée au cancer du sein (Knights et al. 2012 

; Morris, Young et Dawson 2008).  

1.3 Les jonctions intercellulaires 

Dans les tissus épithéliaux de la glande mammaire, les interactions entre cellules sont médiées, 

entre autres, par des complexes jonctionnels intercellulaires qui comprennent les jonctions 

serrées, les jonctions adhérentes et les jonctions lacunaires (Alberts 2002). Chaque type de 

jonctions intercellulaires possèdent une morphologie, une composition et des fonctions distinctes 

(Farquhar et Palade 1963). 

1.3.1 Jonctions serrées 

Les jonctions serrées (JS) comptent trois types de protéines transmembranaires : les claudines, 

l’occludine et les molécules d’adhérence jonctionnelles (« junctional adhesion molecules », JAMs) 

(Figure 11). Les JS sont ancrées à l’actine du cytosquelette par des protéines adaptatrices, 

comme la zonula occludens (ZO) et la cinguline (Bazzoun, Lelievre et Talhouk 2013 ; Itoh et 

Bissell 2003 ; Niessen 2007). Les protéines adaptatrices ZOs, plus spécifiquement la ZO-1 et la 

ZO-2, sont importantes pour la liaison des claudines et de l’occludine (Figure 11) (Niessen 2007). 

Les JS sont les composantes les plus apicales des complexes jonctionnels intercellulaires (Figure 

11) (Itoh et Bissell 2003).  
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Il existe quatre fonctions majeures aux JS (Markov, Aschenbach et Amasheh 2017). D’abord, les 

JS forment une barrière caractérisée par une perméabilité sélective de molécules entre les 

cellules. Cette régulation de transport paracellulaire permet de séparer les compartiments de 

différentes compositions (Tsukita, Furuse et Itoh 2001). Ensuite, les JS établissement une polarité 

cellulaire en marquant la frontière entre deux zones de la membrane plasmique. Cette frontière 

prévient le mélange des composants lipidiques et protéiques des domaines apical et basolatéral 

de la membrane plasmique pour maintenir la polarité cellulaire (Itoh et Bissell 2003 ; 

Schneeberger et Lynch 1992 ; Spring 1998). Puis, elles ont également une fonction de 

signalisation. Des molécules de signalisation et du cytosquelette sont recrutées au domaine 

intercellulaire des JS. Ce recrutement permet une cascade de signalisations résultant en une 

translocation de protéines vers le noyau pour se lier à des facteurs de transcription, ou pour agir 

comme facteurs de transcription, et pour réguler l’expression génique (Itoh et Bissell 2003 ; 

Tsukita, Furuse et Itoh 2001). Enfin, la fonction de stabilisation de JS permet de maintenir 

l’intégrité de l’épithélium, comme sa structure tridimensionnelle (Stelwagen et Singh 2014). 

L’intégrité des JS des cellules luminales de l’épithélium mammaire est primordiale pour la 

sécrétion de lait durant la lactation, entre autres en empêchant le lait de fuir du lumen (Itoh et 

Bissell 2003).  
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Figure 11 : Représentation schématique des composantes moléculaires des jonctions serrées entre 
deux cellules adjacentes. Celles-ci incluent les protéines transmembranaires (claudines, occludine et 
JAMs), les protéines d’échafaudage (ZOs 1, 2 et 3, et cinguline) et les protéines régulatrices (par exemple, 
protéine kinase C, tyrosine kinase et phosphatidylinositol triphosphate). Les protéines transmembranaires 
des jonctions serrées sont liées à l’actine du cytosquelette par les protéines d’échafaudage. (Redzic 2011) 

1.3.2 Jonctions adhérentes 

Les jonctions adhérentes (JA) sont composées d’une famille de protéines transmembranaires, 

les cadhérines, dont le domaine extracellulaire se lie via des interactions homophiliques avec la 

cadhérine d’une cellule adjacente (Meng et Takeichi 2009). Le domaine intracellulaire de la 

cadhérine s’associe à des protéines, les caténines, qui forment un complexe cytoplasmique. Ce 

complexe est composé d’α-caténine, de β-caténine, d’γ-caténine (plakoglobine) et de caténine 

p120 (Knudsen et Wheelock 2005). Ce complexe cytoplasmique permet de relier les 

homodimères de cadhérines à des composantes du cytosquelette, tels que les filaments d’actine 

et les microtubules (Figure 12) (Meng et Takeichi 2009). Ces complexes cadhérine-caténines 

s’organisent pour former un velcro structurel qui relie le réseau du cytosquelette de cellules 

adjacentes (McEwen, Escobar et Gottardi 2012). Dans l’épithélium, les JA forment une ceinture 
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continue d’adhérence, appelée zonula adherens, positionnée autour de chaque cellule (Niessen 

2007). La zonula adherens d’une cellule coïncide parfaitement à celle d’une cellule adjacente 

dans un même épithélium. Elle est positionnée immédiatement sous les JS dans les complexes 

jonctionnels intercellulaires. Ainsi, les JA permettent de maintenir une adhérence entre des 

cellules adjacentes. Une perturbation de ces associations occasionne un relâchement des 

contacts cellule-cellule, menant à une désorganisation de l’architecture tissulaire qui a été 

associée au cancer (Meng et Takeichi 2009). Dans un épithélium tumoral dont les cellules ont 

subi une transition épithéliale-mésenchymateuse (« Epithelial-mesenchymal transition », EMT), 

une expression inappropriée de N-cadhérine a été remarquée (Cavallaro, Schaffhauser et 

Christofori 2002). Cette EMT est une modification du phénotype cellulaire caractérisée par la 

perte de l’adhérence cellulaire et par une plus grande motilité cellulaire. Cela permet l’invasion 

des cellules tumorales. La N-cadhérine est reconnue comme étant un marqueur de cette 

transition (Wu, Sarkissyan et Vadgama 2016). Les JA ont également un rôle à jouer dans la 

signalisation. Les protéines p120 et β-caténine, lorsqu’elles ne sont pas liées aux JA, peuvent 

interagir avec des facteurs de transcription nucléaires pour modifier l’expression génique dans 

une cellule (Knudsen et Wheelock 2005). L’action de β-caténine dans la voie de signalisation de 

Wnt est bien documentée, ainsi que sa translocation nucléaire lors de l’EMT (McEwen, Escobar 

et Gottardi 2012). 

 

La E-cadhérine (épithéliale), N-cadhérine (neurale), P-cadhérine (placentaire) et R-cadhérine 

(rétinale) sont toutes exprimées dans la glande mammaire (Hazan et al. 1997 ; Paredes et al. 

2002 ; Radice et al. 2003 ; Sommers 1996). Dans l’épithélium normal de la glande mammaire, la 

E-cadhérine est exprimée par les cellules épithéliales luminales, alors que les cellules 

myoépithéliales expriment la P-cadhérine (Daniel, Strickland et Friedmann 1995). Ainsi, la E-

cadhérine permet de mailler les cellules épithéliales luminales entre elles, alors que la P-

cadhérine fait de même auprès des cellules myoépithéliales entre elles (Knudsen et Wheelock 

2005). La N-cadhérine est exprimée dans les cellules mésenchymateuses du stroma de la glande 

mammaire et la R-cadhérine est présente dans les cellules épithéliales de la glande mammaire 

(Agiostratidou et al. 2009 ; Andrews, Kim et Hens 2012). 
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Figure 12 : Représentation schématique des composantes moléculaires des jonctions adhérentes 
entre deux cellules adjacentes. Le domaine extracellulaire cadhérine interagit avec l’actine du 
cytosquelette en passant par les protéines caténines cytoplasmiques : α-caténine, β-caténine, γ-caténine 
et caténine p120. La conformation de la cadhérine est stabilisée par la liaison d’ions calcium aux motifs 
extracellulaires de la protéine (X. Liu et Chu 2014) 

1.3.3 Jonctions lacunaires 

Les jonctions lacunaires (JL) sont des jonctions communicantes intercellulaires formées de sous-

unités protéiques appelées connexines (Cxs) (Stewart, Simek et Laird 2015). Une connexine est 

une protéine composée de quatre domaines transmembranaires hélices-α, de deux boucles 

extracellulaires et d’une boucle intercellulaire. Les extrémités N-terminale et C-terminale sont 

toutes deux cytoplasmiques (Figure 13) (Baranova et al. 2004). Chez l’humain, il existe 21 

membres de la famille des connexines (Laird 2006). Six connexines s’oligomérisent en hexamère 

pour former un connexon, qui peut s’assembler avec le connexon d’une cellule adjacente. Se 

forme alors un canal intercellulaire (Laird 2006). Un regroupement compact de quelques-uns ou 

de centaines de canaux intercellulaires définit une plaque jonctionnelle (ou jonction lacunaire). 

Cette jonction lacunaire permet l’échange directe de petites molécules entre des cellules 

adjacentes (Figure 13) (Alexander et Goldberg 2003). Les ions et les seconds messagers, tels 

que le calcium, l’adénosine monophosphate cyclique (AMPc), l’inositol triphosphate (IP3), 

l’adénosine diphosphate (ADP) et l’adénosine triphosphate (ATP) sont des exemples 

d’importantes molécules transjonctionnelles (Laird 2006). La taille des molécules ne peut 

généralement pas excéder 1kDa (Alexander et Goldberg 2003 ; Bennett et Verselis 1992 ; 
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Bukauskas et Verselis 2004). Un connexon peut-être formé d’un seul type de connexines ou de 

différentes sortes de connexines compatibles, menant à la formation d’un connexon 

homomérique ou hétéromérique, respectivement (Laird 2006 ; Sohl et Willecke 2004). De plus, 

le niveau de complexité des types de canaux est amplifié lors de l’assemblage de deux connexons 

de cellules adjacentes pour former des canaux. Un canal homotypique est formé de l’union de 

deux mêmes connexons homomériques ou hétéromérique, alors qu’un canal hétérotypique est 

formé de deux différents connexons homomériques ou hétéromériques (Mese, Richard et White 

2007). Les propriétés de perméabilité des canaux sont différentes et dépendent des connexines 

qui composent ce canal (Goldberg, Valiunas et Brink 2004). 

 

 
Figure 13 : Représentation schématique des unités permettant la formation d’une jonction 
lacunaire, ou plaque jonctionnelle, liant le cytoplasme de deux cellules adjacentes. Six connexines 
s’assemblent pour former un connexon. La fonction lacunaire est médiée par une ouverture (connexon de 
gauche) ou une fermeture (connexon de droite) du canal. Des changements dans le pH et dans la 
concentration en ion calcium peuvent réguler la fonction lacunaire de la jonction (El-Sabban, Abi-Mosleh 
et Talhouk 2003) 
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Les connexines sont exprimées par presque tous les types cellulaires des mammifères, incluant 

les cellules de glandes mammaires. Seules les Cx26 et Cx43 ont été identifiées dans l’épithélium 

de glande mammaire humaine (Goodenough, Goliger et Paul 1996). Cx26 est exprimée dans les 

cellules luminales et Cx43 est exprimée dans les cellules myoépithéliales, bien que quelques 

études suggèrent que Cx43 est exprimé dans les cellules luminales également (Laird et al. 1999 

; Monaghan et al. 1996). De plus, Cx30 et Cx32 ont été détectées par immunofluorescence dans 

les cellules luminales de la glande mammaire, tout comme il avait été démontré chez la souris 

(Teleki et al. 2014). 

1.4 Modèles d’études expérimentaux 

Plusieurs modèles expérimentaux permettent l’étude des fonctions biologiques, du 

développement ou des pathologies des tissus. Chacun de ces modèles démontrent des 

avantages et des inconvénients. 

1.4.1 Modèles in vivo 

Pour étudier la glande mammaire, les modèles animaux sont sans aucun doute la référence 

absolue lorsqu’il s’agit d’études concernant les développements cellulaires et moléculaires. Il en 

va de même pour les travaux d’analyses et de diagnostics (Campbell et Watson 2009). Ces 

modèles in vivo présentent un système intégral qui inclut les systèmes vasculaire, immunitaire et 

endocrinien de l’animal (Voelkel 2014), la MEC spécialisée et unique à la glande mammaire 

(Gattazzo, Urciuolo et Bonaldo 2014), auxquelles d’ajoutent toutes les différentes cellules qui la 

composent (Edmondson et al. 2014). Toutefois, ces modèles sont coûteux, sont longs à réaliser 

et nécessitent du personnel et des installations spécialisées (Antoni et al. 2015 ; Holen et al. 

2017). 

1.4.2 Modèles in vitro 

Les essais cellulaires in vitro visent plutôt à être un outil simple, rapide et rentable. Elles 

permettent d’éviter des tests in vivo dispendieux et à grande échelle (Campbell et Watson 2009).  

Les résultats des essais cellulaires in vitro sont basés principalement sur les réponses cellulaires 

des cellules en culture suite à des stimuli externes (Edmondson et al. 2014).  
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1.4.2.1 Modèles in vitro en 2D 

À ce jour, la majorité de ces essais cellulaires in vitro recourent à la culture en deux dimensions 

(2D) (Figure 14a). Ce type de culture cellulaire traditionnelle met en jeu la culture de cellules qui 

adhèrent à des substrats plats et rigides, où elles forment une monocouche. Cette monocouche 

est composée en grande partie de cellules prolifératives puisque les cellules nécrosées se 

détachent de la surface et sont retirées du système de culture lors des changements de milieu 

de culture (Edmondson et al. 2014). Cette disposition en monocouche permet à toutes les cellules 

en croissance de recevoir, du milieu de culture, une quantité égale de nutriments et de facteurs 

de croissance (Huang et al. 2013).  

1.4.2.2 Modèles in vitro en 3D 

Dans les dernières années, beaucoup d’efforts ont été consacrés à concevoir une variété de 

systèmes de culture en 3D. Ces systèmes 3D ont été utilisés pour la recherche visant la 

découverte de médicaments, pour l’étude de la biologie des cellules cancéreuses et des cellules 

souches, pour l’étude de la physiologie normale des tissus et pour d’autres analyses cellulaires 

(Edmondson et al. 2014). Ce type de modèle in vitro consiste à cultiver des cellules à l’aide d’une 

matrice (« with scaffold ») (Figure 14b, 14c, 14d) ou sans matrice (« scaffold-free ») (Figure 14d) 

afin qu’elles puissent former des sphéroïdes ou des agrégats tridimensionnels. 

 

 
Figure 14 : Représentation schématique des quatre types de modèles de culture cellulaire 
in vitro. La culture traditionnelle en 2D (« 2D monolayer ») contraint les cellules à former une 
monocouche (A). La culture en 3D peut être déclinée en deux techniques: avec matrice – culture 
en 3D sur une matrice (« 3D spheroids grown on matrix ») (B) et culture en 3D dans une matrice 
(« 3D spheroids grown within matrix ») (C) – et sans matrice – culture en 3D en suspension (« 3D 
spheroids grown in suspension ») (D). (Edmondson et al. 2014) 
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1.4.2.3 Comparaison des modèles in vitro 2D et 3D 

Le modèle de culture cellulaire favorisé pour la recherche in vitro est celui de la culture en 2D 

classique. Ce type de modèle présente plusieurs avantages : l’environnement de culture est plus 

facile à contrôler, il est plus facile d’y observer les cellules, de les mesurer et de les manipuler, 

contrairement aux cultures en 3D (Shamir et Ewald 2014). De plus, il existe une documentation 

scientifique étendue à laquelle les résultats obtenus en 2D peuvent être comparées.  

 

Toutefois, dans ce type de culture cellulaire, les composantes de la MEC, la morphologie 

cellulaire, l’architecture spécifique au tissu, les interactions cellule-cellule et cellule-MEC 

importantes pour la différenciation, la prolifération et les fonctions cellulaires in vivo sont perdues 

(Mazzoleni, Di Lorenzo et Steimberg 2009). Par exemple, les protéines d’ancrage sont 

concentrées du côté basal, les interactions cellule-cellule sont limitées au pourtour des cellules 

(Bokhari et al. 2007), les cellules adoptent une morphologie aplatie ce qui remodèle le 

cytosquelette et le noyau. Il a été démontré que ces changements modifient l’expression génique 

et protéique des cellules (Vergani, Grattarola et Nicolini 2004 ; Thomas et al. 2002)  

 

En comparaison, le modèle de culture cellulaire en 3D rétablit les caractéristiques in vivo qui 

étaient perdues en culture 2D. Ce modèle permet d’augmenter les interactions cellule-cellule 

(Knight et Przyborski 2015). Les récepteurs et les molécules d’adhérence sont uniformément 

distribués sur l’ensemble de la surface des cellules (Bokhari et al. 2007). Les cellules peuvent 

s’organiser en structures tridimensionnelles qui rappellent le tissu d’origine. Ces aspects (spatial 

et physique) des cultures 3D ont un effet sur la traduction du signal de l’extérieur vers l’intérieur 

des cellules et influencent ultimement l’expression génique et la réponse cellulaire (Edmondson 

et al. 2014). En effet, il a été démontré que les réponses cellules en culture 3D sont plus 

semblables à celles observées in vivo par rapport aux cellules en culture 2D (Zietarska et al. 

2007).  

 

Le modèle de culture 3D imite mieux la situation in vivo comparé au modèle classique de culture 

2D. Cependant, les systèmes 3D courants n’inclus pas le système vasculaire complexe qui 

soutient normalement les tissus in vivo pour l’oxygénation, l’apport en nutriments et le retrait des 

déchets cellulaires (Edmondson et al. 2014).  
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1.5 Méthodes de culture des modèles in vitro en 3D 

1.5.1 Méthodes sans matrice 

Trois méthodes permettent de générer les sphéroïdes 3D sans matrice (« scaffold-free ») ou en 

suspension : par la suspension forcée (« forced floating »), par la goutte suspendue (« hanging 

drop ») ou par agitation (Figure 15) (Breslin et O'Driscoll 2013).  

1.5.1.1 Méthode de suspension forcée 

La méthode de suspension forcée (Figure 15a) consiste à générer des sphéroïdes en évitant que 

les cellules adhèrent au récipient de culture en modifiant sa surface. Les cellules sont alors 

contraintes à demeurer en suspension et à former des sphéroïdes (Breslin et O'Driscoll 2013). 

Par exemple, cette technique a été utilisée pour produire des sphéroïdes de cellules cancéreuses 

et de cellules normales. Quatre-vingt-seize puits de plaques ont été recouverts avec 0.5% 

méthacrylate de poly-2-hydroxyéthyl (poly-HEMA), pour prévenir l’adhérence des cellules à la 

surface des puits de la plaque (Ivascu et Kubbies 2006). Dans cette étude, une suspension 

cellulaire a été déposée dans chacun des puits et les plaques ont été centrifugées pour 

encourager les cellules à s’assembler afin de former qu’un seul sphéroïde par puits (Ivascu et 

Kubbies 2006). 

 

Cette méthode présente certains avantages. Il s’agit d’une méthode simple et reproductible. La 

grosseur des sphéroïdes formés est réglable en fonction de la concentration cellulaire de 

l’échantillon déposé dans chaque puits. Les cellules sont libres de produire leur propre MEC plutôt 

que d’utiliser des matrices prédéfinies (« scaffolds ») (Breslin et O'Driscoll 2013). Cependant, le 
temps requis pour recouvrir tous les puits des plaques constitue un inconvénient majeur qu’il faut 

comparer au coût des plaques pré-recouvertes qui peuvent s’avérer très dispendieuses (Breslin 

et O'Driscoll 2013). Enfin, les cellules ne sont pas libres de former plusieurs sphéroïdes de 

grosseur naturelle puisqu’un seul sphéroïde est artificiellement formé par puits (Ivascu et Kubbies 

2006).  
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1.5.1.2 Méthode de la goutte suspendue  

La méthode de goutte suspendue (Figure 15b) consiste à déposer une goutte de suspension 

cellulaire dans les puits sans fond de plaques spécialement conçues à cet effet (« MicroWell 

MiniTray » ou « 3D Biomatrix »). La goutte d’échantillon de suspension cellulaire devient une 

goutte suspendue qui est tenue en place par la tension de surface (Breslin et O'Driscoll 2013). 

Les cellules s’accumulent à la pointe de la goutte, à l’interface liquide-air où elles peuvent 

proliférer pour former un seul sphéroïde par puit (Breslin et O'Driscoll 2013). 

 
Cette méthode simple et reproductible permet d’obtenir des sphéroïdes compactes où les cellules 

peuvent suivre leur tendance naturelle à adhérer ensemble et à produire leur propre MEC, plutôt 

que d’utiliser des matrices prédéfinies (« scaffolds ») (Breslin et O'Driscoll 2013). Un inconvénient 

potentiel de la méthode de la goutte suspendue réside dans le fait que le volume maximal de la 

goutte se limite à 50µL, incluant le milieu contenant le traitement (Kurosawa 2007). Également, 

avec cette méthode, il est difficile de changer le milieu de culture sans que l’aspiration du milieu 

ne perturbe le sphéroïde. L’utilisation de plaques spécialisées peut s’avérer coûteuse (Breslin et 

O'Driscoll 2013). Aussi, les cellules ne sont pas libres de former plusieurs sphéroïdes de grosseur 

naturelle puisqu’un seul sphéroïde peut être formé par puits.  

1.5.1.3 Approches par agitation 

Les approches par agitation peuvent être classifiées en deux catégories: les bioréacteurs à fileur 

rotatif (« spinner flask bioreactors ») (Figure 15c-i) (Lin et Chang 2008) et les systèmes de culture 

en rotation (« rotational culture systems ») (Figure 15c-ii) (Goodwin et al. 1993). Toutes les 

approches par agitation demandent de placer dans un récipient une suspension cellulaire qui est 

maintenue en mouvement continu et doux : soit à l’aide d’un élément d’agitation (fileur rotatif) 

(Kim 2005), soit par rotation continue du récipient (Breslin et O'Driscoll 2013). Le mouvement 

continu des cellules en suspension empêche celles-ci d’adhérer aux parois du récipient et 

favorise les interactions entre cellules. Cela permet la formation dans la suspension de plusieurs 

sphéroïdes de différentes grosseurs dans la suspension (Breslin et O'Driscoll 2013). 
 
Cette méthode relativement simple permet une production à grande échelle et de longue durée 

de cultures 3D. Un autre avantage de cette méthode est la facilité avec laquelle le milieu de 

culture peut être changé (Barrila et al. 2010 ; Breslin et O'Driscoll 2013). Toutefois, avec 
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l’utilisation des bioréacteurs à fileur rotatif, la force appliquée sur les cellules en suspension par 

le remuement du fileur peut porter atteinte à la physiologie cellulaire (Lin et Chang 2008). Aussi, 

la quantité de milieu de culture nécessaire (environ 100 à 300 mL) aux flasques avec fileur rotatif 

est beaucoup plus grande que pour les méthodes décrites précédemment (Breslin et O'Driscoll 

2013). 

 

 
Figure 15 : Représentation schématique des méthodes sans matrice permettant la formation de 
sphéroïdes. Ces méthodes incluent la suspension forcée (« forced floating methods ») (a), la goutte 
suspendue (« hanging drop methods ») (b) et l’approche par agitation (« agitation based approaches ») 
incluant les bioréacteurs à fileur rotatif (« spinner flask bioreactors ») (c-i) et les systèmes de culture en 
rotation (« rotational culture systems ») (c-ii) (Breslin et O'Driscoll 2013)  

1.5.2 Méthodes avec matrice 

Les cultures en 3D avec une matrice peuvent être générées en déposant des cellules sur une 

matrice acellulaire (Figure 14b) ou en ensemençant des cellules dans une matrice liquide suivi 

d’une phase de solidification ou de polymérisation (Figure 14c) (Edmondson et al. 2014). Il existe 

deux types de matériaux de matrices couramment utilisés : les matrices dérivées de matériaux 

biologiques et les matrices composées de matériaux synthétiques (Edmondson et al. 2014). 

1.5.2.1 Matrices dérivées de matériaux biologiques 

Différents types de matrices dérivées de matériaux biologiques sont offertes. Selon une étude, 

ces types de matrices sont biologiquement pertinentes (Lovitt, Shelper et Avery 2014) et 
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intrinsèquement biocompatibles et bioactives puisqu’elles sont dérivées de matériaux biologiques 

(Dawson et al. 2008). En effet, elles sont typiquement composées de protéines et de 

composantes de la MEC (Tibbitt et Anseth 2009). Par exemple, les matrices d’extraits de 

membrane basale riche en laminine (EMBrl), commercialement connues sous les noms de 

Matrigel® Matrix (Corning Incorporated Life Sciences), BD Matrigel™ (BD Biosciences) ou 

Cultrex® Basement Membrane Extract (Trevigen), sont couramment utilisées (G. Y. Lee et al. 

2007). Les EMBrl sont des préparations de membrane basale solubilisées, extraites du sarcome 

de souris Engelbreth-Holm-Swarm (EHS). C’est une tumeur riche en protéines de la MEC, 

comme la laminine, le collagène IV et l’entactine (Corning Incorporated Life Sciences 2012-2013). 

 

Pour utiliser ce type de matrice en culture 3D, il est possible d’ensemencer les cellules 

complètement dans l’EMBrl (Petersen et al. 1992) ou de déposer les cellules sur une mince 

couche d’EMBrl, puis de les recouvrir d’une solution diluée d’EMBrl (Lelievre et al. 1998). L’EMBrl 

peut être utilisé pour favoriser l’attachement et la différenciation de cellules dépendantes 

d’ancrage (Mullen 2004). Par exemple, des neurones, des cellules de Sertoli, des cellules 

endothéliales vasculaires, des hépatocytes, des cellules de poumons, des cellules de rein et des 

cellules de glandes, comme la thyroïde, la glande salivaire et la glande mammaire (Wang et 

Discher 2007).  

 

Il a été démontré que les cellules normales de glande mammaire humaine voient leur 

différenciation morphologique et fonctionnelle rétablie lorsqu’elles sont cultivées dans l’EMBrl 

(Weigelt, Ghajar et Bissell 2014). En effet, plusieurs études confirment que des cellules normales 

forment des sphéroïdes polarisés, semblables à des acini lorsque cultivées dans un EMBrl 

(Debnath, Muthuswamy et Brugge 2003 ; G. Y. Lee et al. 2007 ; Weigelt et Bissell 2008).  

 

Il est également possible d’utiliser du collagène de type I (Gudjonsson et al. 2002) pour les 

cultures 3D. Le collagène de type I est une protéine constituée de deux chaînes (α1(I) et α2(I)). 

Ensemble, elles forment une triple hélice. C’est une des composantes protéiques de la MEC 

(Lodish et al. 2000). Pour des applications en culture 3D, le collagène de type I peut être utilisé 

comme un gel (le collagène est gélifié préalablement), sur lequel les cellules sont cultivées. Ou, 

les cellules peuvent être mélangées puis fixées dans le collagène. Ou encore, le collagène peut 

être utilisé comme un additif au milieu de culture ou même de concert avec d’autres composants 

de la MB (Sigma-Aldrich 2017). Le collagène de type I a été utilisé pour former des structures 

semblables à des glandes à partir de cellules souches embryonnaires (Chen et al. 2003), pour 



 33 

former des sphéroïdes d’hépatocytes (Y. J. Wang et al. 2004) et même des structures canalaires 

de cellules de glande mammaire humaine (Krause et al. 2008). 

 

Le collagène de type I permet l’attachement, la croissance, la différenciation et la migration des 

cellules (Sigma-Aldrich 2017). Un des avantages d’utiliser le collagène de type I tient au fait que 

cette matrice est dépourvue de facteurs de croissance (Sigma-Aldrich 2017). Aussi, c’est un 

substrat biologiquement défini, peu coûteux à préparer ou à acheter, et il est plus facile de se le 

procurer (Wang et Discher 2007). Puisque le collagène de type I est une protéine abondante chez 

les animaux et qu’il est structurellement conservé, les gels de collagène de type I sont bien tolérés 

pour la culture in vitro de cellules animales (Wang et Discher 2007). De plus, l’élasticité d’un gel 

de collagène de type I peut être modulé (réticulation, changement de pH) (Grant et al. 2009). 

Enfin, il a été démontré qu’un des avantages de travailler avec le collagène de type I en culture 

3D est que les solutions et les molécules peuvent facilement diffuser à travers le collagène. Cela 

permet de bien marquer les structures cellulaires ensemencées, par exemple, pour le marquage 

à l’immunofluorescence (Wozniak et Keely 2005). 

 

L’acide hyaluronique (AH) est un polysaccharide linéaire d’acide D-glucuronique et N-acétyl-D-

glucosamine, en alternance. Tout comme le collagène de type I, l’AH est une composante de la 

MEC (Chung et Burdick 2009). À ce jour, des matrices à base d’AH ont été développées sous 

forme d’hydrogels (Mohand-Kaci et al. 2013), d’éponges (Solchaga et al. 1999) et de structures 

en filet (Brun et al. 1999). Il est possible de modifier des matrices d’acide hyaluronique par 

l’addition de composantes de la MEC (Sanyal S 2014), comme le collagène (Wang et Spector 

2009). Ces matrices à base d’AH sont biocompatibles puisqu’elles peuvent interagir avec les 

récepteurs de surface pour l’AH des cellules (Chung et Burdick 2009). Ce sont des matrices 

biologiques qui ont été utilisées pour cultiver en 3D des cellules de prostate (Gurski et al. 2009), 

des lignées cellulaires métastatiques (David et al. 2008) et des cellules souches neurales (Wang 

et Spector 2009).   

1.5.2.2 Matrices composées de matériaux synthétiques 

Des matrices peuvent aussi être formées de molécules synthétiques comme le polyéthylène 

glycol (« poly(ethylene glycol) », PEG), l’alcool polyvinylique (« poly(vinyl alcohol) », PVA) et le 

méthacrylate de poly-2-hydroxyéthyl (poly(2-hydroxyethyl methacrylate)) (Tibbitt et Anseth 2009). 

Ces matrices composées de matériaux synthétiques sont formées de réseaux de polymères 
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réticulés maintenus par des liens covalents ou des interactions non-covalentes, comme les 

interactions ioniques, les liaisons hydrogènes, les interactions hydrophobes, les enchevêtrements 

physiques, ou une combinaison de ceux-ci (Cruz-Acuna et Garcia 2017). La photo-polymérisation 

et la réaction chimique de réticulation sont les deux méthodes les plus utilisées pour provoquer 

la réticulation des polymères de matrices composées de matériaux synthétiques (Cruz-Acuna et 

Garcia 2017). 

 

L’utilisation de matrices synthétiques peut faciliter la reproductibilité des essais cellulaires puisque 

leur composition est bien définie (Cruz-Acuna et Garcia 2017). Il est possible de moduler leurs 

propriétés biochimiques et mécaniques pour optimiser les signaux chimiques et biochimiques des 

cultures cellulaires en 3D (Cruz-Acuna et Garcia 2017). Ces matrices possèdent une teneur en 

eau élevée, permettant le transport d’oxygène, de nutriments, de déchets et de facteurs solubles 

essentiels à la fonction des cellules ensemencées (Fang et Eglen 2017). Aussi, plusieurs matrices 

composées de matériaux synthétiques peuvent être modifiées pour incorporer des ligands 

d’adhérence cellulaire (Lutolf et Hubbell 2005) et des unités d’acide polylactique ou des 

séquences peptidiques. Ces dernières peuvent être clivées (Lutolf et al. 2003) afin de biodégrader 

la matrice dans le but de récupérer les cultures (pertinence pour l’ingénierie tissulaire et médecine 

régénérative) (Fang et Eglen 2017). Une de ces matrices synthétiques a été utilisée pour cultiver 

des chondrocytes et il a été démontré que cette matrice a permis de maintenir la viabilité des 

cellules et le dépôt de MEC (Bryant et Anseth 2002). 

1.6 Propriétés des modèles in vitro en 3D 

1.6.1 Structure et composition cellulaire  

Les systèmes de culture cellulaire en 3D sont d’excellents modèles in vitro pour promouvoir 

l’assemblage des cellules en structure rappelant le tissu d’intérêt. Par exemple, les cellules 

épithéliales normales et les lignées cellulaires non-tumorigéniques de la glande mammaire 

forment des sphéroïdes ou agrégats, dotés d’un lumen, similaires aux acini de cet organe 

lorsqu’elles sont cultivées en 3D dans un EMBrl (Barcellos-Hoff et al. 1989 ; Petersen et al. 1992). 

De plus, les sphéroïdes tridimensionnels sont composés de cellules à différentes phases: 

proliférative, quiescente, apoptotique, hypoxique et nécrotique (Khaitan et al. 2006 ; Kim 2005). 

Une telle hétérogénéité cellulaire est comparable à la composition du tissu in vivo (Edmondson 

et al. 2014). 
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1.6.2 Organisation spatiale des récepteurs et protéines jonctionnelles 

La formation en sphéroïde ou en agrégat qu’adoptent des cellules cultivées en 3D influence 

l’organisation spatiale des récepteurs de la MEC et des protéines jonctionnelles de surface 

(Bokhari et al. 2007). Ils sont répartis sur l’ensemble de la surface des cellules en culture 

tridimensionnelle, comparativement aux cellules en monocouches. Les cellules peuvent alors 

recevoir des signaux des cellules adjacentes et de la MEC en établissant des interactions cellule-

cellule et cellule-MEC, respectivement (Weigelt et Bissell 2008).  

1.6.3 Expression de fonctions spécifiques au tissu 

La présence ubiquiste de ces interactions en culture tridimensionnelle favorise notamment 

l’expression de fonctions spécifiques au tissu d’intérêt (Weigelt et Bissell 2008). En effet, en 

ensemençant les cellules dans un environnement en 3D, plusieurs aspects des fonctions 

observées in vivo peuvent être rétablis en culture in vitro (Weigelt et Bissell 2008). Par exemple, 

il a été démontré que la culture cellulaire en 3D sur de l’EMBrl permet à des cellules épithéliales 

mammaires de souris de répondre aux hormones lactogéniques, tout comme elles le font in vivo 

(Aggeler et al. 1991 ; Barcellos-Hoff et al. 1989). Ainsi, des cellules épithéliales mammaires de 

souris produisent et sécrètent des protéines de lait, comme la caséine β, en réponse aux 

hormones lactogéniques lorsque cultivées en 3D (Aggeler et al. 1991). Il a été démontré que 30 

à 40 % des cellules cultivées en 3D sur une matrice à base de collagène de type I et plus de 90 

% des cellules cultivées en 3D sur de l’EMBrl produisent de la caséine β (M. L. Li et al. 1987). 

Comparativement, seulement 2 à 10 % des cellules cultivées en 2D expriment de la caséine β 

(M. L. Li et al. 1987). 

1.6.4 Morphologie cellulaire et processus cellulaires 

En plus de promouvoir des fonctions spécifiques au tissu d’intérêt, la présence de ces interactions 

intercellulaires et cellule-MEC favorise une morphologie cellulaire étroitement similaire à leur 

forme naturelle dans le corps. Cette morphologie similaire à la morphologie in vivo, favorise les 

processus cellulaires qui imitent également plus fidèlement la situation in vivo (Gurski et al. 2010). 

Par exemple, il a été démontré que la morphologie pouvait influencer la prolifération et le profil 
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d’expression génique et protéique des cellules, ce qui influencera ultimement les réponses 

cellulaires aux stimuli externes (Birgersdotter, Sandberg et Ernberg 2005 ; Tibbitt et Anseth 2009).  

1.6.4.1 Prolifération 

Il a été démontré que les cellules épithéliales mammaires cultivées en 2D perdent leur polarité 

inhérente à leur état in vivo. Cela affecte leurs voies de signalisation intracellulaires, incluant 

celles engagées dans la prolifération (Birgersdotter, Sandberg et Ernberg 2005 ; Roignot, Peng 

et Mostov 2013). Conséquemment, le taux de prolifération des cultures en 2D différait de ceux 

des cultures en 3D. En effet, il a été démontré que des lignées cellulaires, telles que les cellules 

endométriales cancéreuses EN-1078D, Ishikawa, KLE et RL95-2, affichaient un taux de 

prolifération réduit lorsque cultivées en 3D dans un EMBrl comparées à celui des lignées 

cellulaires cultivées en 2D (Fallica et al. 2012 ; Luca et al. 2013 ; Maria et al. 2011). Cette baisse 

du taux de prolifération avait été quantifiée en fonction de la baisse de l’expression de la protéine 

PCNA (« proliferating cell nuclear antigen ») et du nombre total de cellules après huit jours en 

culture (Chitcholtan, Sykes et Evans 2012). De façon similaire, les cellules de la lignée cellulaire 

épithéliale non-tumorigénique de la glande mammaire humaine démontraient un taux de 

prolifération plus bas en culture 3D qu’en culture 2D (X. Wang et al. 2010 ; Kenny et al. 2007 ; 

Petersen et al. 1992). Selon ces observations, il a été proposé que des cellules épithéliales 

mammaires se développent comme des cellules tumorigéniques lorsque cultivées en 2D, mais 

qu’elles retournent à leur comportement de croissance normale (taux de prolifération plus bas 

qu’un taux de prolifération chez les cellules tumorigéniques) lorsque cultivées en 3D dans un 

environnement comparable à celui in vivo (Petersen et al. 1992). Cette inférence ne s’applique 

qu’à la majorité des cultures tridimensionnelles cultivées à l’aide de matrice (« with scaffold »). Il 

est également à noter que les taux de prolifération peuvent être plus élevés ou plus bas, en 

fonction du type cellulaire et du type de culture 3D (avec matrice ou sans matrice) (Chopra, Dinh 

et Hannigan 1997 ; Torisawa et al. 2005).  

1.6.4.2 Expression génique et réponse cellulaire  

Les différences de comportement cellulaire observées entre les cultures 2D et 3D proviennent de 

changements dans l’expression de gènes dans les cellules. Ces changements sont une 

conséquence de la réaction des cellules à leur microenvironnement : les cellules réagissent 

différemment en 2D qu’à un environnement 3D plus naturel et comparable à l’environnement in 
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vivo (Tibbitt et Anseth 2009). En effet, il a été suggéré que l’environnement extracellulaire 

influence les cellules et coordonne une cascade de signalisations intracellulaires qui influencent 

leur destin phénotypique en altérant l’expression des gènes et ultimement celle des protéines 

(Birgersdotter, Sandberg et Ernberg 2005). (Birgersdotter, Sandberg et Ernberg 2005). En effet, 

des différences dans les profils d’expression génique entre différents types cellulaires non-

tumorigéniques cultivés en 2D versus en 3D ont été démontrées (Birgersdotter, Sandberg et 

Ernberg 2005). Par exemple, plus de 1700 gènes étaient différentiellement exprimés par des 

cellules de la lignée cellulaire non-tumorigénique MCF-10A cultivées en 2D en monocouches par 

rapport à celles cultivées en 3D en sphéroïdes (Yu et al. 2012). Dans cette étude, les gènes 

identifiés variaient de plus de 1.5 fois avec des changements reproductibles parmi les réplicats 

biologiques (P < 0,05) (Yu et al. 2012). À guise d’exemple, le gène ECM1 codant pour les 

protéines de collagène de type 1 de matrice (« matrix proteins collagen 1 ») était exprimé à la 

hausse de 1,6 fois dans les cultures 3D comparativement aux cultures 2D (Yu et al. 2012). Cela 

démontre que les MCF-10A étaient plus actives à produire de la MEC lorsqu’elles étaient 

cultivées en 3D que lorsque cultivées en 2D. Les gènes différentiellement exprimés 

représentaient de nombreuses voies de signalisation prouvant que les cellules cultivées en 2D et 

celles en 3D présentent des différences évidentes dans leurs programmes d’expression génique 

et, ainsi, dans leurs propriétés de voies de signalisation. Voilà pourquoi il est possible d’affirmer 

que les conditions de culture, dans lesquelles les cellules épithéliales mammaires existent, 

peuvent significativement influencer l’activation des voies de signalisation (Yu et al. 2012). 

 
Enfin, plusieurs études ont démontré à l’aide de profils métaboliques et de profils de microARN, 

que l’expression génique des cellules en 3D ressemble davantage à celle des cellules in vivo que 

celle des cellules en 2D  (J. Lee, Cuddihy et Kotov 2008 ; Shield et al. 2009 ; Zietarska et al. 2007 

; Smith et al. 2012).  
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1.6.5 Conclusion 
 
Somme toute, les cultures cellulaires en 3D constituent d’excellents modèles in vitro pour 

récapituler :  

• La structure et la composition cellulaire semblables à celles du tissu in vivo; 
• L’organisation spatiale des récepteurs et des protéines jonctionnelles; 
• Les réponses cellulaires semblables à celles des cellules du tissu in vivo; 
• La morphologie cellulaire et les processus cellulaires, similaires à la situation in vivo : 

o Prolifération cellulaire 
o Expression génique et protéique 
o Réponses cellulaires 
o etc.  

Tout cela, dans un environnement imitant celui in vivo.  

1.7 Modèle in vitro de la glande mammaire humaine normale 

L’objectif ultime d’un bon modèle consiste à répliquer aussi simplement que possible, d’une 

manière reproductible et manipulable, le comportement d’un système in vivo, tout en étant 

physiologiquement pertinent (Campbell et Watson 2009). Pour modéliser la glande mammaire 

humaine in vitro, l’acinus bicouche, l’unité fonctionnelle de cet organe, est un bon choix. Ce 

modèle de glande mammaire permettrait d’étudier à la fois la fonction, la physiologie, les 

interactions fonctionnelles et la signalisation normale du tissu.  

 

Des systèmes de culture en 3D utilisant des cellules humaines de glande mammaire ont déjà été 

réalisés, soit à l’aide de cellules primaires épithéliales normales provenant de glande mammaire 

humaine (Figure 16a) (Barcellos-Hoff et al. 1989), soit au moyen de lignées cellulaires épithéliales 

non-tumorigéniques (HMT-3522, Figure 16b ou MCF 10A, Figure 16c, 16d et Figure 17a, 17d) 

(Petersen et al. 1992). Les cellules peuvent être cultivées sur une matrice (Barcellos-Hoff et al. 

1989 ; Petersen et al. 1992) ou ensemencées dans une matrice (Petersen et al. 1992). Sous ces 

deux conditions, les cellules formaient des sphéroïdes, dotés d’un lumen, qui rappelaient l’acini 

de glande mammaire. 
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Figure 16 : Formation de sphéroïdes, dotés d’un lumen. Structures formées à partir de cellules 
primaires épithéliales normales de glande mammaire humaine (A) et de lignées cellulaires épithéliales non-
tumorigéniques de glande mammaire HMT-3522 (B) et MCF 10A (C et D) cultivées en 3D. Microscopie 
électronique à balayage (A), bar 100μm. Micrographies à contraste de phase (B). Microscopie à double 
fluorescence pour sialomucine (C) et collagène humain de type IV (D) (Barcellos-Hoff et al. 1989 ; Petersen 
et al. 1992) 
 

Les lignées cellulaires épithéliales non-tumorigéniques de glande mammaire humaine MCF 10A 

(Figure 17a, 17d), MCF-12A (Figure 17b) et HMT-3522 S1 (Figure 17c) forment des sphéroïdes 

polarisés, munis d’un lumen central, similaires aux acini de glande mammaire lorsque cultivées 

en 3D dans une matrice (G. Y. Lee et al. 2007 ; Debnath, Muthuswamy et Brugge 2003 ; 

Marchese et Silva 2012). Parfois, ces structures présentaient même un dépôt de composantes 

de MB (laminine V) et des cellules apoptotiques au lumen central (Marchese et Silva 2012). 

 

 
Figure 17 : Sphéroïdes similaires aux acini de glande mammaire humaine cultivés en 3D dans une 
matrice. Structures formées de lignées cellulaires épithéliales non-tumorigéniques MCF 10A (A et D), 
MCF-12A (B) et HMT-3522 S1 (C). Images de microscopie confocale de sphéroïdes colorés par 
immunofluorescence au moyen d’anticorps contre la laminine V (rouge) et la caspase-3 activée (vert). 
Contre-coloration des noyaux au To-PRO 3 (bleu) (Marchese et Silva 2012). Micrographies par contraste 
de phase de sphéroïdes formés de HMT-3522 S1 (C) (G. Y. Lee et al. 2007) ou MCF 10A (D) (Debnath, 
Muthuswamy et Brugge 2003)  
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C
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Les systèmes de culture en 3D présentés ci-dessus utilisent des monocultures, c’est-à-dire 

seulement un type cellulaire. L’avantage d’utiliser des systèmes de culture 3D est de fournir des 

interactions cellule-cellule et cellule-MEC en monoculture. Cela permet d’étudier les réponses 

cellulaires dans un environnement qui imite les conditions in vivo. De plus, il ouvre la voie à la co-

culture de différentes cellules ensembles afin de bien répliquer la complexité histologique de la 

glande mammaire normale (Campbell et Watson 2009 ; Weigelt, Ghajar et Bissell 2014). De cette 

façon, plutôt que d’obtenir des sphéroïdes monocouches dotés d’un lumen, il serait possible 

d’obtenir des sphéroïdes à double couche dotés également d’un lumen, similaires aux acini 

bicouches de l’épithélium mammaire.  

1.7.2 Défis des modèles hétérotypiques in vitro en 3D  

Les défis des cultures hétérotypiques en 3D sont considérables. Il faut d’abord définir le choix 

des types cellulaires co-cultivés, leurs ratios respectifs en co-culture, la méthode de culture en 
3D et les conditions physicochimiques du microenvironnement de culture (Kim, Stein et O'Hare 

2004 ; Swamydas et al. 2010). 

1.7.2.1 Types cellulaires 

La glande mammaire est un tissu complexe, formé de plusieurs types de cellules différents. Une 

première étape pour former des structures acinaires bicouches, similaires à celles de l’épithélium 

de la glande mammaire, consiste à introduire des cellules myoépithéliales dans le système de 

monoculture de cellules luminales épithéliales (Weigelt et Bissell 2008). Un tel modèle d’acinus 

bicouche en 3D a déjà été réalisé au moyen de cellules primaires luminales et myoépithéliales 

de glande mammaire humaines (Gudjonsson et al. 2002 ; Runswick et al. 2001). Ce modèle est 

toutefois difficilement manipulable et reproductible, puisqu’il utilise des cellules primaires. Les 

cellules primaires qui sont isolées directement des tissus ont une durée de vie limitée à cause du 

petit nombre de divisions réalisables in vitro, ce qui fait entrave aux études à long terme (Vidi, 

Bissell et Lelievre 2013). En plus d’être généralement difficiles à transfecter (Horibe et al. 2014), 

elles sont très sensibles et requièrent des milieux de cultures spécialisés contenant des 

nutriments qui ne sont pas inclus dans les milieux de culture traditionnels. Par exemple, les 

milieux de culture spécialisés aux cultures primaires sont optimisés pour chaque type cellulaire. 

Ils contiennent peu ou pas de sérum. Pour compenser, le milieu est additionné de messagers 

biochimiques comme des facteurs de croissance, des cytokines ou des hormones, et des lipides. 
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L’addition spécifiques de ces composantes permet de mieux optimiser leur concentration et la 

composition du milieu de culture.  Dans le cas de cultures primaires, l’échantillon peut être 

contaminé de cellules primaires différentes des cellules primaires d’intérêts (Eibl R et al. 2008). 

Cette variabilité dans les populations de cellules primaires réduit la reproductibilité expérimentale 

(Vidi, Bissell et Lelievre 2013). 

 

Un modèle manipulable et reproductible de glande mammaire non-tumorigénique devrait plutôt 

utiliser des lignées cellulaires de cellules normales. En effet, les lignées cellulaires représentent 

une population cellulaire pure, ce qui permet d’obtenir un échantillon cohérent et des résultats 

reproductibles (Kaur et Dufour 2012). Ces types de cellules sont hautement prolifératives et sont 

plus faciles à cultiver et à transfecter (Eibl et al. 2008). 

 

Le choix du ratio cellulaire avec lequel les cellules seront ensemencées dans une culture 

hétérotypique aura un impact (Weigelt, Ghajar et Bissell 2014). Une analyse au moyen d’un tri 

cellulaire activé par fluorescence (« Fluorescence-activated cell sorting », FACS) a permis de 

confirmer que les cellules myoépithéliales et luminales existent à un ratio 1:1 dans l’épithélium 

mammaire normal (O'Hare et al. 1991 ; Carter et al. 2017). C’est pourquoi les cellules 

myoépithéliales et luminales devraient être ensemencées en co-culture à ce ratio pour mieux 

imiter l’état physiologique et ainsi favoriser la formation d’acini bicouches. Par contre, puisqu’en 

culture cellulaire, les cellules ont souvent des taux de dédoublement différents (« doubling time »), 

il peut être nécessaire d’ensemencer les cellules avec un ratio différent afin d’obtenir un ratio 1:1 

après quelques jours de culture en 3D. 

 

Enfin, l’optimisation d’un modèle hétérotypique génère le défi supplémentaire de considérer les 

différents besoins métaboliques et nutritionnels des différents types de cellules en co-culture.  En 

plus du choix de matrice, le type de milieu de culture doit favoriser la croissance et le maintien du 

phénotype distinctif de chaque type cellulaire (Weigelt et Bissell 2008).  

1.7.2.3 Méthode de culture in vitro en 3D  

Le choix de méthode de culture tridimensionnelle pour obtenir un acinus bicouche in vitro est 

critique. Comme indiqué plus tôt, il existe plusieurs méthodes pour cultiver des cellules de glande 

mammaire en 3D. Elles peuvent être catégorisées en systèmes avec matrice (« with scaffold ») 

et sans matrice (« scaffold-free ») (Knight et Przyborski 2015). 



 42 

 

Les modèles de culture sans matrice, comme la suspension forcée, la goutte suspendue 

(« hanging drop method »), l’approche par agitation avec fileur rotatif ou avec un système de 

culture en rotation, ont tous été utilisés pour des cultures 3D de cellules de glandes mammaires. 

Comme déjà signalé, il est difficile de contrôler la grosseur des sphéroïdes formés avec une 

approche par agitation, ce qui met en question la reproductibilité du modèle (Vantangoli et al. 

2015). Aussi, par les méthodes de suspension forcée et de goutte suspendue, les cellules sont 

encouragées à s’assembler artificiellement pour former un seul sphéroïde. Les cellules ne sont 

pas libres de former de façon autonome et naturelle des structures rappelant les acini des glandes 

mammaires (Breslin et O'Driscoll 2013). C’est pourquoi la majorité des cellules de glandes 

mammaires cultivées au moyen de ces systèmes sans matrice sont des cellules tumorigéniques, 

comme les MCF-7 (Vantangoli et al. 2015), les MDA-MB-231 (Ivascu et Kubbies 2006) ou les T-

47D (Ivascu et Kubbies 2006), utilisées pour obtenir des sphéroïdes tumoraux qui répliquent in 

vitro les tumeurs (Vinci et al. 2012). 

 

Les modèles de culture avec matrice (« with scaffold ») sont des systèmes de culture de choix 

utilisés par plusieurs équipes de recherche pour concevoir des cultures tridimensionnelles de la 

glande mammaire humaine. Effectivement, les lignées cellulaires épithéliales non-

tumorigéniques de la glande mammaire humaine MCF 10A (Krause et al. 2008), MCF-12A 

(Marchese et Silva 2012) et HMT-3522 S1 (G. Y. Lee et al. 2007) ont toutes déjà été cultivées à 

l’aide de matrices.  

1.7.2.4 Conditions physicochimiques du microenvironnement de culture 

Plusieurs matrices dérivées de matériaux biologiques et composées de matériaux synthétiques 

ont été étudiées comme alternatives à la MEC pour des modèles cellulaires 3D. Néanmoins, 

chaque matrice diffère dans sa capacité à permettre la formation de modèles 3D de la glande 

mammaire. Le type de microenvironnement dans lequel les cellules sont cultivées en 3D, est un 

élément critique de tout modèle. Il module la morphologie et le comportement des cellules 

ensemencées (Carey, Martin et Reinhart-King 2017) (Hongisto et al. 2013). Une matrice idéale 

pour une co-culture supporterait à la fois les cellules luminales et myoépithéliales, et devrait imiter 

la MEC in vivo de l’épithélium mammaire par la présence des ligands appropriés pour maintenir 

une fonction épithéliale normale (Campbell et Watson 2009). 
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Les matrices composées de matériaux synthétiques seraient appropriées pour un modèle 3D in 

vitro de glandes mammaires puisqu’elles ont les avantages d’une composition chimique définie 

et de propriétés mécaniques modulables (Knight et Przyborski 2015). Ainsi, les matrices 

synthétiques assurent une reproductibilité du modèle. Toutefois, les matériaux synthétiques qui 

composent ces matrices peuvent manquer de sites d’adhérence cellulaire que possèdent les 

protéines de la MEC. Donc,  ils peuvent nécessiter alors un revêtement de MEC naturelle pour 

tenter d’imiter le microenvironnement dans lequel les cellules de la glande mammaire résident 

naturellement (Knight et Przyborski 2015). Aussi, les conditions physiques extrêmes (ex. : photo-

polymérisation) et la toxicité de certains solvants nécessaires à la réticulation des matrices 

synthétiques ne sont pas compatibles avec la viabilité cellulaire (Campbell et Watson 2009). 

 

À la différence, les matrices dérivées de matériaux biologiques fournissent un 

microenvironnement plus biocompatible et contenant plus de sites d’adhérence cellulaire (Knight 

et Przyborski 2015).  

 

Dans une étude très récente, il a été démontré qu’une matrice à base de collagène de type I 

permet la formation de l’architecture en bicouche de l’acinus à partir de cellules primaires 

myoépithéliales et luminales normales isolées, alors que l’EMBrl ne le permettait pas (Carter et 

al. (2017). Ces résultats sont contradictoires avec ceux d’autres études qui démontraient plutôt 

que le collagène de type I n’était pas favorable à la formation d’un acini bicouche (Carey, Martin 

et Reinhart-King 2017). En effet, il a été démontré que l’utilisation d’une matrice à base de 

collagène de type I induit une expression génique mésenchymateuse et un phénotype épithélial 

invasif MT1-MMP-dépendant contrairement à l’utilisation de l’EMBrl (Carey, Martin et Reinhart-

King 2017). La métalloprotéase matricielle transmembranaire de type 1 (« membrane type-1 

matrix metalloproteinase », MT1-MMP) est une enzyme protéolytique connue pour être 

responsable de la dégradation de la MEC et de contribuer au processus d’invasion et de 

progression du cancer (Jiang et al. 2006). Donc, cette étude conclut qu’il faut éviter d’utiliser le 

collagène de type I pour la formation d’acini bicouches. 

 

De plus, il existe une différence significative de composition entre la MEC de la MB, directement 

en contact avec l’épithélium, et celle du tissu stromal (Carey, Martin et Reinhart-King 2017). En 

effet, alors que la MB épithéliale est un maillage mince et dense composé principalement de 

laminine et de collagène de type IV (LeBleu, Macdonald et Kalluri 2007), la MEC stromale 

consiste en un réseau fibrillaire, structuralement hétérogène, dominé par le collagène de type I 
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(Carey, Martin et Reinhart-King 2017). Puisque la composition de la MB régule le phénotype des 

cellules épithéliales par l’intermédiaire de signaux par le biais des récepteurs transmembranaires, 

comme les intégrines (Lu, Weaver et Werb 2012), il n’est pas surprenant d’observer des 

différences matrice-dépendantes au niveau de l’expression protéique et une réponse 

phénotypique tributaire (Carey, Martin et Reinhart-King 2017). Ces hypothèses ont été 

confirmées dans une étude utilisant des cellules de la lignée cellulaire épithéliale non-

tumorigénique mammaire humaine MCF 10A cultivées dans un EMBrl ou dans une matrice à 

base de collagène de type I (Carey, Martin et Reinhart-King 2017). Dans cette étude, les matrices 

d’EMBrl et de collagène de type I représentaient respectivement la MB et la MEC stromale. Les 

cellules MCF 10A cultivées dans le collagène de type I démontraient une expression génique 

de signature plus mésenchymateuse par rapport aux cellules cultivées dans du EMBrl (Carey, 

Martin et Reinhart-King 2017), puisque des protéines comme la vimentine, la fibronectine, 

Snail, et la MT1-MMP étaient exprimées. De plus, les cellules MCF 10A cultivées dans l’EMBrl 

formaient des sphéroïdes acinaires, alors qu’elles formaient graduellement des sphéroïdes 

invasifs et perdaient leur morphologie ronde pour une morphologie plutôt stellaire et protrusive 

lors de l’ajout graduel de collagène de type I à l’EMBrl (Carey, Martin et Reinhart-King 2017). 

Cette étude se prononce également contre l’utilisation de collagène de type I pour la formation 

d’acini bicouches.  

 

L’effet phénotypique tributaire d’une modulation de l’expression génique matrice-dépendante a 

été démontré par une étude dans laquelle des cellules de la lignée cellulaire non-tumorigénique 

de la glande mammaire humaine MCF 10A étaient cultivées dans le collagène ou dans l’EMBrl 

(Krause et al. 2008).  Elles formaient des structures canalaires lorsqu’ensemencées dans le 

collagène, mais formaient plutôt des structures acinaires lorsqu’ensemencées dans le Matrigel® 

(Krause et al. 2008). Ces études démontrent que pour favoriser la formation de structures comme 

l’acini bicouche dans le but de modéliser la glande mammaire in vitro, il est préférable d’utiliser 

une matrice qui avantage la formation des structures acinaires et une expression génique 

épithéliale plutôt que mésenchymateuse. Ces études favorisaient donc également l’utilisation 

d’EMBrl plutôt que du collagène de type I.  

 

Ainsi, toutes ces études suggèrent donc qu’il est préférable d’utiliser un EMBrl, comme le 

Matrigel®. En effet, ce type de matrice fournit un contexte structurel et fonctionnel adéquat pour 

étudier les évènements contribuant au maintien de la morphologie et de la fonction normale de 
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l’épithélium mammaire. De plus, il permet d’étudier les évènements qui provoquent une 

perturbation des structures et qui mènent potentiellement au cancer du sein.  

1.7.2.5 Rigidité du microenvironnement de culture 

Il a été démontré que la différenciation des cellules épithéliales mammaires est dépendante 

des stimuli mécaniques du microenvironnement cellulaire (Levental et al. 2009 ; Paszek et al. 

2005 ; Provenzano et al. 2009), et que la rigidité de la MEC régule l’homéostasie du tissu 

(Paszek et al. 2005). En effet, il a été démontré qu’une matrice plus rigide entraîne une hausse 

de la croissance cellulaire et une altération de l’organisation de cellules épithéliales mammaires 

normales (Paszek et al. 2005).  

Il a également été démontré que la rigidité de la MEC favorise l’activation et l’agrégation 

d’intégrines et des complexes d’adhérence focale (AF) (Wei et al. 2008 ; Friedland, Lee et 

Boettiger 2009). Les intégrines et les complexes protéiques d’AF en aval sont des 

mécanosenseurs. Ils détectent, puis font la transduction des signaux mécaniques en signaux 

biochimiques dans la cellule (Yeh et al. 2017). Dans le cas d’une MEC plus rigide, l’agrégation 

résultante des complexes d’AF coordonne l’organisation du cytosquelette d’actine de la cellule. 

La motilité cellulaire, la migration cellulaire et plusieurs fonctions cellulaires sont ainsi affectées 

(Yeh et al. 2017).  

En accord avec ces principes, il a été démontré que le microenvironnement tumoral est plus rigide 

que le tissu normal (Paszek et Weaver 2004) et qu’à elle seule, la rigidité de la matrice est 

suffisante pour induire des changements phénotypiques chez les cellules épithéliales (Carey, 

Martin et Reinhart-King 2017).  

Les changements phénotypiques et fonctionnels des cellules en réaction à la rigidité de leur MEC 

sont fondamentaux à la réponse cellulaire subséquente. C’est pourquoi le choix de rigidité de la 

matrice est important dans la conception d’un modèle de glande mammaire in vitro. 

1.8 Lignées cellulaires utilisées dans cette étude 

Il existe quelques lignées cellulaires commerciales de cellules épithéliales luminales non-

tumorigéniques pouvant être utilisées en 3D. La lignée cellulaire choisie pour cette étude est la 

MCF-12A. À l’opposé, il n’existe qu’une seule lignée cellulaire de type myoépithéliale offerte 

commercialement, la lignée cellulaire Hs 578Bst.  
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1.8.1 Les cellules MCF-12A 

Les cellules de la lignée MCF-12A sont de type épithélial et dérivent de tissus de la glande 

mammaire d’une femme souffrant de la maladie fibrokystique du sein (American Type Culture 

Collection 2017). C’est une lignée qui a été immortalisée spontanément. Il a été démontré que 

les cellules de la lignée MCF-12A adoptent une morphologie d’organoïdes multidimensionnels 

rappelant des acini de glandes mammaires lorsque cultivées en 3D (Hansen et al. 2009 ; Kenny 

et al. 2007 ; Marchese et Silva 2012). Il est donc envisageable que ces cellules puissent 

également former des acini bicouches.  

1.8.2 Les cellules Hs 578Bst 

Les cellules de la lignée Hs 578Bst, non-transformées et immortalisées spontanément, dérivent 

de tissus normaux, périphériques à un carcinosarcome (Hackett et al. 1977). Ces cellules 

normales et diploïdes sont adhérentes et démontrent une morphologie fibroblastique en culture 

(American Type Culture Collection 2017). Également, elles possèdent des marqueurs spécifiques 

des cellules myoépithéliales, comme la vimentine, la p63, la calponine et l’α-actine de muscle 

lisse (Curschellas, Matter et Regenass 1987 ; Russell et al. 2015). 

1.9 Problématique 

Bien que beaucoup d’efforts ont été consacrés à concevoir une variété de systèmes de culture 

en 3D pour étudier la physiologie normale de la glande mammaire humaine, la majorité des 

études ont recours à une seule lignée cellulaire épithéliale luminale ou à des co-cultures de 

cellules primaires épithéliales luminales et myoépithéliales. Même si l’utilisation d’une 

monoculture permet d’obtenir un modèle d’acinus de glande mammaire polarisé, il demeure 

physiologiquement  non pertinent puisque les cellules myoépithéliales en sont absentes. De la 

même manière, l’utilisation de cellules primaires produit un modèle bicouche, mais peu 

manipulable et peu reproductible. À ce jour, il n’existe toujours pas de modèle d’acinus bicouche 

de la glande mammaire humaine, utilisant des cellules épithéliales luminales et myoépithéliales, 

qui soit reproductible, manipulable et physiologiquement pertinent pour étudier la physiologie 

normale de la glande mammaire humaine. 
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Rationnel et hypothèse de travail  

D’abord, il est connu qu’il est possible de cultiver ensemble plusieurs types cellulaires ensembles 

en co-culture, in vitro, pour former un modèle hétérotypique d’un tissu, comme l’épithélium 

mammaire. Ce modèle multicellulaire est plus physiologiquement pertinent considérant la 

diversité cellulaire de son épithélium bicouche. C’est pourquoi il a été proposé que l’introduction 

de cellules myoépithéliales dans les systèmes de monoculture cellulaire de cellules épithéliales 

luminales constitue un premier pas vers la conception d’un modèle hétérotypique d’épithélium 

mammaire.  Cet ajout permettrait de reproduire l’unité fonctionnelle de l’épithélium mammaire : 

l’acinus bicouche. De plus, il a été démontré que la culture cellulaire en 3D permet aux cellules 

de s’organiser en structures qui imitent leur architecture in vivo (c’est-à-dire, en acini bicouches). 

Cet arrangement permettrait d’étudier la physiologie normale du tissu et la présence des 

complexes jonctionnels intercellulaires dans un contexte plus physiologiquement pertinent que 

dans celui de la culture bidimensionnelle en monocouche. Aussi, il a été démontré que l’utilisation 

de lignées cellulaires plutôt que des cultures primaires permet de produire un modèle plus 

reproductible et manipulable. L’hypothèse de ce projet de recherche est donc que des cellules 

d’une lignée cellulaire épithéliale luminale, non-tumorigénique, humaine, en co-culture 3D avec 

des cellules d’une lignée cellulaire myoépithéliale, non-tumorigénique, humaine, formeraient des 

acini bicouches, semblables à ceux trouvés dans l’épithélium mammaire humain.  

Objectifs 

L’objectif de cette étude vise à concevoir et à optimiser un modèle de co-culture en 3D de l’unité 

fonctionnelle de la glande mammaire humaine, l’acinus bicouche, à l’aide de deux lignées 

cellulaires distinctes, soit la lignée cellulaire épithéliale luminale MCF-12A, qui forme la couche 

interne de l’acinus, et la lignée cellulaire myoépithéliale Hs 578Bst, qui forme la couche externe 

de l’acinus. Plus spécifiquement, ce projet a pour but de produire un modèle physiologiquement 

pertinent, manipulable et reproductible qui sera 1) optimisé pour obtenir un bon rendement d’acini 

bicouches et dont 2) les acini produits seront caractérisés. 
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CHAPITRE 2: LUMINAL MCF-12A AND MYOEPITHELIAL-LIKE HS 
578BST CELLS FORM 3D BILAYERED ACINI SIMILAR TO HUMAN 
BREAST  
 
Traduction française du titre : Les cellules luminales MCF-12A et myoépithéliales Hs 
578Bst forment des structures bicouches 3D in vitro semblables aux acini du sein humain  

2.1 Présentation des auteurs 

2.1.1 Auteurs 

Anne Weber-Ouellette, étudiante à la maîtrise en sciences expérimentales de la santé, 
INRS-Institut Armand-Frappier 
Mélanie Busby, étudiante au doctorat en biologie, INRS-Institut Armand-Frappier 
Dre Isabelle Plante, directrice de recherche, INRS-Institut Armand-Frappier 

2.1.2 Contributions des auteurs 

Toutes les expériences et toutes les optimisations de protocole contribuant à la rédaction 

de cet article ont été réalisées en majorité par Anne Weber-Ouellette et en partie par 

Mélanie Busby. Mélanie Busby a réalisé les expériences avec les lignées cellulaires 

SCp2 et SCg6. Dre Isabelle Plante a supervisé la progression du projet. L’article a été 

rédigé par Anne Weber-Ouellette, en collaboration avec sa directrice de recherche, Dre 

Isabelle Plante, et Mélanie Busby.  

2.2 Résumé de l’article 

La glande mammaire est un organe complexe, organisé en épithélium ramifié et supporté par le 

stroma. L’unité fonctionnelle de l’épithélium mammaire est l’acinus à double couche formé d’une 

couche interne de cellules luminales entourée d’une couche de cellules basales composées 

majoritairement de cellules myoépithéliales. Cette recherche vise à concevoir un modèle in vitro 

d’une co-culture tridimensionnelle de l’acinus bicouche. Un modèle qui soit reproductible, 

manipulable, afin d’étudier les interactions entre les deux couches. Deux différentes 

combinaisons de cellules ont été cultivées dans le Matrigel: les cellules de souris SCp2 et SCg6, 

ou les cellules humaines MCF-12A et Hs 578Bst. Le ratio cellulaire et la concentration de Matrigel 
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ont été optimisés. Les acini obtenus ont été analysés par microscopie confocale en utilisant des 

marqueurs épithéliaux (E-cadhérine) et myoépithéliaux (α-actine de muscle lisse). Les cellules 

SCp2 et SCg6 formaient des structures tridimensionnelles distinctes, alors que les cellules MCF-

12A et Hs 578Bst formaient quelques acini bicouches. Ce modèle in vitro d’acini bicouches nous 

permettra de comprendre le rôle des interactions entre les cellules luminales et myoépithéliales 

dans le développement normal du sein.  

2.3 Article 

Luminal MCF-12A and myoepithelial-like Hs 578Bst cells form bilayered 
acini similar to human breast  

Anne Weber-Ouellette1, Mélanie Busby1 and Isabelle Plante1,2 1INRS – Institut Armand-
Frappier, Laval, Quebec, H7V 1B7, Canada 2 For correspondence: Isabelle Plante INRS-
Institut Armand-Frappier 531 boul. Des Prairies Laval, QC H7V 
1B7 isabelle.plante@iaf.inrs.ca  

Running title: 3D in vitro model of bilayered acini  

Submitted to Future Science OA journal.  

2.3.1 Abstract 

The mammary gland is a complex organ, structured in a ramified epithelium supported by the 

stroma. The epithelium’s functional unit is the bilayered acinus, made of a layer of luminal cells 

surrounded by a layer of basal cells mainly composed of myoepithelial cells. The aim of this study 

was to develop a reproducible and manipulable three-dimensional co-culture model of the 

bilayered acinus in vitro to study the interactions between the two layers. Two different 

combinations of cell lines were co-cultured in Matrigel: SCp2 and SCg6 mice cells, or MCF-12A 

and Hs 578Bst human cell lines. Cell ratios and Matrigel concentration were optimized. The 

resulting acini were analysed by confocal microscopy using epithelial (E-cadherin) and 

myoepithelial (α-smooth muscle actin) markers. SCp2 and SCg6 cells formed distinct three- 

dimensional structures, whereas MCF-12A and Hs 578Bst cells formed some bilayered acini. This 

in vitro bilayered acini model will allow us to understand the role of interactions between luminal 

and myoepithelial cells in the normal breast development.  

KEYWORDS: Breast/co-culture/Hs 578Bst cells/MCF-12A cells/Matrigel  
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2.3.2 Introduction 

The human mammary gland consists of two compartments: the stroma and the epithelium. The 

mammary epithelium is organized in a ramified lobulo-alveolar system. In humans, 15 to 20 lobes 

in each breast converge in ducts toward the nipple. Each lobe is itself sub-divided in lobules, and 

each lobule consists of many acini grouped together (Hassiotou & Geddes, 2013). The acinus is 

considered to be the functional unit of the mammary gland. The whole ramified lobulo-alveolar 

system of the epithelium consists of a central lumen bordered by an inner layer of luminal cells 

surrounded by an outer layer, mainly comprised of myoepithelial cells. The epithelium is 

separated from the mammary stroma by a basement membrane (Su, Shankar et al., 2011). In the 

acini, the myoepithelial cells form a basket-like network surrounding the luminal cells (Sopel, 

2010).  

 

The stroma surrounding the breast epithelium is comprised of extracellular matrix (ECM), of 

mesenchymal and immune cells, as well as of blood and lymphatic vessel cells (Weigelt, Ghajar 

et al., 2014). The basement membrane is a type of specialized ECM mainly composed of type IV 

collagen and laminin-1 (Leblond & Inoue, 1989). In addition to physically supporting the 

epithelium, the stroma’s components transmit signalling cues to the epithelium including through 

transmembrane receptors, such as integrins, to the cytoskeleton of the cell, which ultimately 

impinges on chromatin and nuclear function to maintain tissue integrity (Bissell, Hall et al., 1982). 

Hence, the environment in which cells grow, or in which cells are cultured in vitro, impacts their 

morphological organization and tissue-specific functions (Weigelt et al., 2014). Traditionally, 

cultured cells are grown in a two dimensional (2D) monolayer. They adhere and grow on a flat 

surface, and adopt a flatter and more stretched out phenotype compared to in vivo. This abnormal 

cell morphology alters cellular processes such as cell proliferation, differentiation, apoptosis, as 

well as gene and protein expression (Tibbitt & Anseth, 2009). Consequently, cells cultured in 2D 

may not behave as they would in tissues (Huh, Hamilton et al., 2011).  

 

To overcome the limitations of traditional 2D cell culture and to adequately mimic the in vivo 

microenvironment, cells must be cultured in three dimensions (3D). This type of culture allows 

cells to freely assemble in multidimensional structures, called spheroids, using a scaffold/matrix 

or in a scaffold-free manner (Edmondson, Broglie et al., 2014). By adopting this in vivo-like 3D 

relationship to each other, cells better can form cell-cell and cell-ECM interactions, establish 

appropriate cell-signalling pathways to maintain tissue function and mimic the cellular processes 
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occurring in the human body (Edmondson et al., 2014). This difference between 2D and 3D 

culture regarding cellular processes and response, through the modulation of gene expression, 

has been observed several times (Chitcholtan, Asselin et al., 2013; Mabry, Payne et al., 2016; 

Pineda, Nerem et al., 2013). In fact, distinct patterns in gene expression profiles between tissue 

samples and cell lines of varying phenotypes demonstrated adaptation of cells to their culture 

microenvironment (Birgersdotter, Sandberg et al., 2005; Kenny, Lee et al., 2007).  

 

Most 3D cell culture systems mimicking mammary gland acini are monocultures, using only the 

luminal cells (Debnath, Muthuswamy et al., 2003; Lee, Kenny et al., 2007; Marchese & Silva, 

2012). Yet, to thoroughly recapitulate the histological complexity of the normal human mammary 

gland, luminal cells must crosstalk with EMC or scaffolds, but also with myoepithelial cells 

(Radisky, Hagios et al., 2001). In vivo, myoepithelial cells interact physically and by paracrine 

signalling with the layer of luminal epithelial cells, and are critical for the proper polarisation of the 

luminal cells (Gudjonsson, Ronnov-Jessen et al., 2002). Heterotypic models of the human 

mammary gland have been developed using luminal MCF-10A cells, adipocytes and human 

fibroblasts in a mixture of laminin-rich basement membrane extract (lrBME) matrix/collagen on 

porous silk protein scaffold (Wang, Sun et al., 2010). While this model represents progress 

towards an in vitro acinus-like structure composed of multiple cell types, it uses complex matrices 

and scaffolds, whereby myoepithelial cells are absent. Bilayered acini composed of a mix of 

purified human luminal and myoepithelial cells isolated from normal mammary glands have also 

been developed (Gudjonsson et al., 2002). However, because they are formed using primary 

cultures, they are hardly genetically manipulable. There is thus still a great need for a simplified, 

optimized, genetically manipulable, reproducible and physiologically relevant model to 

recapitulate the normal structure of the functional unit of the human mammary gland – the 

bilayered acinus (Campbell & Watson, 2009).  

 

This study aimed to develop a model representing the breast bilayered acini that can be 

genetically manipulated and easily reproduced by using cell lines. Here, two combinations of cell 

lines were tested: 1) the human non-tumorigenic luminal and myoepithelial-like cells MCF-12A 

and Hs 578Bst; and 2) the murine non-tumorigenic luminal and myoepithelial cells SCp2 and 

SCg6 (Desprez, Roskelley et al., 1993).  
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2.3.3 Results 

2.3.3.1 MCF-12A and Hs 578Bst cells showed more differentiated phenotypes than 
SCp2 and SCg6 

We first confirmed that the selected cell lines were representative of luminal and myoepithelial 

cells by evaluating the expression of various markers (Supplementary figure 1). While MCF-12A 

and Hs 578Bst cells expressed markers typical for luminal and myoepithelial cell types 

respectively, some markers were present in both SCp2 and SCg6 cells (Supplementary figure 1).  

2.3.3.2 MCF-12A and SCp2 cells embedded in Matrigel form spheroid structures 

We then wanted to confirm that human mammary gland luminal MCF-12A and SCp2 cell can form 

acini-like structures, as reported in the literature (Marchese & Silva, 2012; Talhouk, Mroue et al., 

2008). To do so, MCF-12A were embedded in a 3D matrix consisting of cell culture medium and 

basement membrane extract, commercially known as Matrigel. After 24 hours in culture, cells 

already formed small clusters of cells (Figure 1A). After 4 days, small and rounded spheroid 

structures could be observed (Figure 1B). After 10 days, the spheroids were still present, but were 

much bigger in size, and the cells that constituted each spheroid could be distinguished (Figure 

1C). After 14 days in culture, spheroids maintained their size and more defined round structure 

started to form in some of the spheroids, similar to the acini of the human mammary gland (Figure 

1D). Likewise, SCp2 cells could form acini-like structures with a lumen (Supplementary figure 2A 

and B).  
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Figure 1: MCF-12A cell embedded in Matrigel gradually form acini-like structures. (A-D) 
Optical microscopy images of MCF-12A. Cells appeared in small clusters after 24h (A). They 
gradually formed acini-like spheroids after 4 days (B), which grow in size after 10 days (C). 14 
days after being embedded in Matrigel, spheroids preserved their size and some of them were 
more defined, with clear edges (D, arrowheads). Scale bars: 250 μm.   

2.3.3.3 MCF-12A cells maintained in Hybri-Care culture medium conserved an acini-like 
structure 

Because Hs 578Bst and MCF-12A cells are typically grown in different media, and because Hs 

578Bst cells are more difficult to maintain than MCF-12A cells, we wanted to insure that MCF- 

12A could still form acini-like structures in Hs 578Bst cells culture media. We thus compared 

spheroids formed by MCF-12A cells embedded in Matrigel and maintained with either Hybri-Care 

medium (ATCC® 46-XTM) or phenol red-free DMEM/F12 medium, the media typically used for Hs 

578Bst and MCF-12A cells, respectively. While some MCF-12A spheroids showed a defined 

spherical structure when maintained in DMEM/F12 medium, smaller less defined structures, 

characterized by a certain looseness in the structure, were also present (Figures 2A-C). These 

spheroids also displayed what looks like cellular degradation at their edges (Figure 2A-C). 

Interestingly, when Hybri-Care medium was used to dilute the Matrigel and to maintain embedded 
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cultures, the cells formed bigger, rounder and more defined acini-like spheroids. These structures 

were more compact and there was no visual evidence of cellular degradation (Figure 2D-F). 

These observations suggested that MCF-12A cells can form acini-like structures even more 

efficiently in Hybri-Care medium. Because SCp2 and SCg6 cells are cultured in the same 

medium, these optimizations were not necessary.  

 

Figure 2. Hybri-Care culture medium promotes the formation of more defined acini-like 
structure compared to DMEM/F12 culture medium. (A-F) Optical microscopy images of MCF-
12A cells embedded in Matrigel after 14 days of culture. When using DMEM/F12 medium to 
maintain cultures, resulting multicellular structures seem smaller, less defined, and looser (A-C, 
arrowheads) than cells maintained in Hybri-Care medium (D-F). In Hybri-Care medium, acini are 
bigger, rounder, more defined and more compact. Scale bars: 250 μm. 

To ensure that these spheroids maintained the lumen characteristic of acini, they were analyzed 

by confocal microscopy. The acini presented lower cell density at their center, suggesting the 

gradual apoptotic clearance of cells creating a lumen-like cavity (Figure 3). These results were 

confirmed by cryosections of MCF-12A acini, either stained using Masson's trichrome staining 

(Figure 3C) or immunolabeled with β-catenin-specific antibody (Figure 3D). Adherens junctions 

were formed between luminal cells as demonstrated by the expression of both E- cadherin and 

β-catenin (Figure 3A, B and D)  
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Figure 3. Presence of a lumen-like cavity in the center of cryosectionned MCF-12A acini. 
(A, B) Confocal microscopy images of acini immunolabeled with an E-cadherin (adherens 
junctions) specific antibody (green). Nuclei are stained with DAPI (blue). (C) Optical microscopy 
image of an acini cryosection stained with Masson's trichrome staining. (D) Confocal microscopy 
image of an acini cryosection immunolabelled with a β-catenin (adherens junctions) specific 
antibody (white). Nuclei are stained with DAPI. Scale bars: 100 μm. 

2.3.3.4 Dilution of Matrigel to different concentrations impacts spheroid structure and 
immunolabeling 

To optimize the immunolabeling of the acini-like spheroids, without compromising their 3D 

structure, we then assessed which Matrigel concentration is most favorable to support round acini 

formation and to facilitate sufficient antibody penetration in the matrix for decent 

immunofluorescence imaging. MCF-12A cells were embedded in Matrigel diluted with Hybri-Care 

medium to achieve concentrations of 50%, 75% and 100% of Matrigel (Figure 4). In wells 

containing 50% Matrigel, the matrix almost completely liquefied during the immunolabeling 

procedure, resulting in the loss of many acini during staining procedure. The remaining acini fell 

to the bottom of the microwell, forming flat structures difficult to properly label with antibodies 

(Figure 4A and B). On the opposite, in wells containing 100% of Matrigel, the matrix remained 

rigid in its consistency, resulting in unspecific labeling and smaller acini (Figure 4E and F). Finally, 

in wells containing a concentration of 75% of Matrigel, the matrix had a soft consistency, but 
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preserved its rigidity through washes, and immunolabeling was specific (Figure 4C and D).  

 

Figure 4. Matrigel at a concentration of 75% is optimal for 3D culture of MCF-12A cells. (A, 
B). Representative single confocal images (A, C, E) or serial Z-stacks (B, D, F) of an MCF-12A 
cells embedded in 50% (A, B), 75% (C, D) or 100% (E et F) Matrigel and immunolabeled with an 
E-cadherin antibody (green). Nuclei are marked with DAPI (blue). Scale bars: 100 μm 
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2.3.3.5 MCF-12A and Hs 578Bst self-organized in spheroids resembling bilayered-like 
acini 

Once culture conditions were optimized for MCF-12A, we co-cultured luminal MCF-12A cells with 

myoepithelial-like Hs 578Bst cells, as well as SCp2 and SCg6 cells. Similar to when MCF-12A 

cells were in 3D monoculture (Figure 5A and B), acini-like structures formed when MCF-12A and 

Hs 578Bst were simultaneously embedded in Matrigel (Figure 5C and D). In the co-culture, 

however, a second layer of cells seemed to surround some of the acini, suggesting that bilayered 

acini were formed with both types of cells (Figure 5D, arrowhead). Hs 578Bst cells, when cultured 

alone, were not able to form spheroids (Figure 5E). On the opposite, SCg6 cells could form 

spheroids alone or in co-culture with SCp2 (Supplementary figure 2C-E).  

 

Figure 5. MCF-12A cells co-cultured with Hs578Bst cells produce acini-like structures 
when embedded in Matrigel. (A, B) Representative optical microscopy images of MCF-12A cells 
embedded in Matrigel. (C, D) Optical microscopy images of MCF-12A cells co-cultured with Hs 
578Bst cells showing acini-like structures. A second layer of cells seems to be surrounding the 
first layer in some of the acini (arrowhead), suggesting that myoepithelial cells formed bilayered 
acini with the luminal cells. (E) Optical microscopy images of Hs 578Bst cells embedded in 
Matrigel. Scale bars: 100 μm. (n=2) 

To confirm that these acini were indeed bilayered, we performed immunolabeling using distinct 

epithelial (E-cadherin) and myoepithelial (smooth muscle actin, SMA) markers. While some 

spheroids with lumen were present when SCp2 and SCg6 cells were co-cultured in 3D, most 

structures were undefined spheroids (Supplementary figure 2F). Importantly, none of those 

structures were bilayered. However, when luminal MCF-12A cells were co-cultured with 

myoepithelial-like Hs 578Bst cells, bilayered acini were produced (Figure 6). These acini were 
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composed of an inner layer of luminal cells surrounded by a discontinuous basket-like network of 

myoepithelial-like cells (Figure 6B). Moreover, the truncated view allowed us to distinguish a 

lumen in the center of the acini (Figure 6C). From these results, we can conclude that it is possible 

to create a 3D model of a human bilayered acini in vitro, using cell lines.  

 

Figure 6. MCF-12A and Hs 578Bst co-cultured cells form bilayered acini in Matrigel. (A-C) 
Confocal microscopy images of MCF-12A and Hs 578Bst cells forming a 3D bilayered acini when 
co-cultured in Matrigel. Acini were immunolabeled with an E-cadherin specific antibody (green) 
and a SMA specific antibody (red). Nuclei are stained with DAPI (blue). Representative single 
confocal image (A), serial Z-stack (B) and a truncated view a serial Z-stack (C). The myoepithelial-
like cells Hs 578Bst have a stellate phenotype, forming a discontinuous basket-like network 
around the MCF-12A luminal cells. The truncated view suggest the presence of a lumen in the 
center of the bilayered acini. Scale bar: 100 μm (n=1) 

 
2.3.4 Discussion 

 
To fully understand the mechanisms that lie behind breast cancer, we first need to understand 

how a healthy mammary gland functions. Developing a surrogate model of the normal human 

breast that mimics the architecture and function of the actual organ will help increase our 

understanding of how breast tissue develops and how specific deregulations, of intercellular 

junctional complexes for example, influence carcinogenesis. Many techniques have been 

explored to model and study the human mammary gland in vitro. Malignant as well as non- 

malignant mammary cells have traditionally been studied as monolayer on plastic cell culture 

dishes, thereby losing their morphological organization and tissue-specific function (Weigelt et al., 

2014). Fortunately, progress in tissue engineering and biomaterials have provided researchers 

with innovative techniques that are now allowing to explore the possibilities of 3D culture, thus 

bridging the gap between in vitro monolayer cell culture models and expensive in vivo whole- 

animal systems (Campbell & Watson, 2009). 3D culture systems promote expression of tissue- 

specific functions and cellular processes by allowing cells to self-assemble and to receive cues 

from their neighboring cells and the surrounding extracellular matrix, which cannot be achieved 
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when cells are plated on plastic cell culture dishes in 2D (Campbell & Watson, 2009; Weigelt & 

Bissell, 2008). 3D models are particularly useful for the study of protein and gene functions, along 

with signaling pathways in a physiologically relevant context (Weigelt & Bissell, 2008).  

 

Here we report the production of a relevant 3D heterotypic co-culture model of the functional unit 

of the mammary gland, the bilayered acinus, consisting of two different cell lines, human 

myoepithelial-like Hs 578Bst and luminal MCF-12A. These spherical bilayered structures 

consisted of a lumen surrounded by an inner layer of luminal cells enveloped by a basket-like 

network of myoepithelial cells, similar to what is typically observed in vivo.  

2.3.4.1 The important role of myoepithelial cells 

There has been a wide range of 3D culture models, using Matrigel based matrices, developed in 

an attempt to replicate the epithelium of the human mammary gland in vitro. For instance models 

using non-tumorigenic human mammary luminal cells lines, such as MCF-10A (Debnath et al., 

2003), HMT 3522 S1 (Anders, Hansen et al., 2003; Lee et al., 2007) or MCF-12A (Marchese & 

Silva, 2012) have been reported. When grown in Matrigel, all these cells lines were able to form 

organized spheroids with a central lumen, similar to breast acini morphology. In opposite, 

tumorigenic human mammary luminal cells lines form disorganized, proliferative and nonpolar 

colonies (Kenny et al., 2007; Lee et al., 2007). While these models brought important insights on 

the structure and the polarization of acini, and the lack of defined structures for breast cancer 

cells, these models fail to consider the crucial role of myoepithelial cells in the formation of a 

polarized epithelium in vivo.  

 

For many years, myoepithelial cells were mostly ignored in mammary gland studies, as it was 

thought that their role was limited to transportation and ejection of milk during lactation. We now 

know that myoepithelial cells are crucial for the proper differentiation and function of the 

epithelium. Among their functions, they allow paracrine regulation and cross-talk within the 

epithelium while playing an active role in tissue remodeling and polarization of luminal cells. Such 

functions are critically dependent on bi-directional communication between myoepithelial and 

luminal cells (Dickson & Warburton, 1992; Rudolph-Owen & Matrisian, 1998; Talhouk et al., 2008; 

Warburton, Mitchell et al., 1982). Moreover, a growing body of evidence demonstrates that the 

tumor microenvironment plays a critical role in cancer progression (Ghajar & Bissell, 2008). 

Whether cancer cells induce remodeling of the architecture and/or changes in tissue architecture 
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promote cell tumorigenicity is unclear. It is likely that gene expression is at least in part dictated 

by the interactions between a cell and the stromal elements, including stromal cells, proteins of 

the ECM and other soluble factors (Ghajar & Bissell, 2008). As a result, ECM is considered as an 

active participant, rather than a passive bystander, in cellular differentiation. Conversely, cells 

contribute to the formation of the epithelial microenvironment by producing components of the 

basement membrane such as collagen, laminins and fibronectin (Warburton et al., 1982). 

Because they lie on the epithelial side of the basement membrane, myoepithelial cells are 

uniquely positioned to accomplish most of the interactions between the epithelium, basement 

membrane and the ECM. Myoepithelial cells are crucial mediators of ductal elongation and 

invasion within the stroma, as they secrete proteins and molecules required for the remodeling of 

the ECM such as maspin, amyloid beta-protein precursor/ protease nexin-II (APP/PNII) and matrix 

metalloproteinases (MMPs) (Dickson & Warburton, 1992; Rudolph-Owen & Matrisian, 1998; 

Warburton et al., 1982). As a result, dysregulation of myoepithelial cells functions has been 

associated with the loss of a polarized epithelium, developmental defects and tumorigenesis 

(Plante & Laird, 2008; Radisky & Radisky, 2010; Runswick, O'Hare et al., 2001; Streuli, 

Schmidhauser et al., 1995). Accordingly, myoepithelial cells are often considered natural tumor 

suppressors due to their ability to build a physical and chemical barrier against uncontrolled 

growth, tumor cell invasion and angiogenesis (Barsky & Karlin, 2005; Sternlicht, Kedeshian et al., 

1997). Therefore, to fully understand both the normal development of mammary gland and breast 

tumor progression, as well as to study more specifically the direct relationship between luminal 

and myoepithelial cells of the acinus (Gudjonsson, Adriance et al., 2005), heterotypic models in 

which human mammary myoepithelial cells are introduced in a human mammary luminal cell 

culture must be developed.  

2.3.4.2 Luminal and myoepithelial-like commercial cell lines can form bilayered acini, 
similar to complex 3D structures from primary cultures 

A few studies have been published with 3D models composed of more than one cells types. For 

instance, human luminal MCF-10A cells were co-cultured with primary culture of human 

mammary fibroblasts (Krause, Maffini et al., 2008). In another study, primary cultures of human 

luminal and myoepithelial cells were co-cultured (Carter, Gopsill et al., 2017). In an even more 

complex model, human luminal MCF-10A cells were co-cultured with primary cultures of human 

mammary fibroblasts and adipose-derived stem cells (Wang et al., 2010). Cells in these co-culture 

models displayed more differentiated morphological phenotypes and functional activity than in 
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less complex monocultures (Wang et al., 2010). Likewise, these co-cultures facilitated the study 

of cellular crosstalk in the breast (Carter et al., 2017). Notably, most of these studies used primary 

cultures of breast cells. It is believed that primary cells in a 3D mammary gland model enable 

more physiologically relevant studies such as lineage commitment and plasticity (Campbell, 

Davidenko et al., 2011), and that normal in vivo signaling pathways is more preserved compared 

to immortalized cell lines (Ip & Darcy, 1996). However, some of the downsides of these models 

are the increased complexity of working with primary cells, the heterogeneity of the samples and 

the difficulties to genetically manipulate the cells. On the opposite, commercially available cell 

lines represent a more homogenous population that can easily be genetically modified to isolate 

the role of particular proteins or pathways (Kaur & Dufour, 2012; Wang et al., 2010). As such, our 

model using cell lines represent a more reproducible and manipulable model to study the role of 

the bi-directional cross-talk between luminal and myoepithelial cells within the mammary 

epithelium. Moreover, because MCF-12A and Hs 578Bst cell lines are commercially available, 

researchers around the world will be able to use and even improve this model.  

2.3.4.3 Limitations of our model 

Although we successfully obtained bilayered acini, about 50% of the acini formed when we co- 

cultured luminal and myoepithelial cell were bilayered, while the other 50% was formed of luminal 

cells only. A possible explanation lies in the use of Matrigel. Indeed, it has been reported that co- 

culturing isolated myoepithelial and luminal cells in type I collagen based matrix promoted their 

re-arrangement in bilayered acini, while Matrigel did not (Carter et al., 2017; Gudjonsson et al., 

2002). Matrigel is a laminin-rich basement membrane extract. It has been demonstrated that 

laminin is required for adequate luminal cell polarization in the mammary gland (Gudjonsson et 

al., 2002), and that myoepithelial cells produce an important amount of this laminin in vivo 

(Deugnier, Moiseyeva et al., 1995). Consequently, in a Matrigel laminin-rich matrix, as laminin is 

already present, there is no incentive for luminal cells to coalesce with myoepithelial cells in 

bilayered structures. On the opposite, in a type I collagen based matrix in which no laminin is 

present, the luminal cells require the laminin produced by myoepithelial cells to promote their 

assembly into co-units. Yet, we still managed to produce bilayered acini of luminal and 

myoepithelial cell lines embedded in a Matrigel matrix in our model. Other ECM, such as artificial 

scaffold or type I collagen based matrix, might help increasing the ratio of bilayered versus luminal 

cells-only acini. Increasing the myoepithelial to luminal cell ratio in co-culture might also favour 

the formation of bilayered acini.  
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The type of cell lines used also seem to a have limitations. In the experiment herein, murine 

luminal cells SCp2 and myoepithelial cells SCg6 did not interact to form bilayered acini when co-

cultured in Matrigel. Both cell lines either formed monolayer acini or irregular structures, but did 

not coalesce (Supplementary figure 2). This might be explained by the fact that SCp2 and SCg6 

cells have less differentiated phenotypes. In fact, Western blot analysis showed that both SCp2 

and SCg6 expressed luminal marker E-cadherin and myoepithelial marker cytokeratin 14 

(Supplementary figure 1). The reason why we chose to co-culture murine luminal-like SCp2 cells 

and murine myoepithelial-like SCg6 cells stems from the fact that, in the beginning of this study, 

we struggled to obtain enough human myoepithelial Hs 578Bst cells to co-culture with human 

luminal MCF-12A cells. We were hoping that murine myoepithelial-like SCg6 cells might 

proliferate faster than their human counterpart and allow us to eventually test co-culture to 

develop a cell line based murine co-culture model of the mammary gland acinus. Moreover, they 

showed a high plasticity when cultured in 2D, suggesting stem-like properties (data not shown). 

Finally, while MCF-12A and Hs 578Bst cells have more differentiated phenotypes and are 

considered as non-tumorigenic, they remained transformed cells. Therefore, signaling and protein 

expression is surely different than those of in vivo luminal and myoepithelial cells. Another 

limitation of our model is that no functional studies have been performed so far on our model, 

such as detection of secreted milk proteins by the luminal cells in response to lactogenic 

hormones or myoepithelial contraction following oxytocin exposure. Nevertheless, the fact that 

they form bilayered acini in vitro represents a first step toward more complex, manipulable, 

reproductive and representative in vitro models to mimic the bilayered mammary gland epithelium 

and study the role of bidirectional communication between the two layers of epithelial cells.  

2.3.5 Conclusion 

To our knowledge, this study is the first to utilize two types of human mammary cell lines cultured 
together in Matrigel to form bilayered acini, offering significant advantages over previously 
described models that used monocultures of cell lines or co-culture of primary cells. The critical 
advantage of our model remains the use of commercially available cell lines that ensure a 
manipulable, reproducible and physiologically relevant human mammary gland model. Our model 
will allow the study of the critical role of myoepithelial cells, and of the interactions between 
myoepithelial and luminal cells in mammary gland development and during breast cancer 
progression.  
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2.3.6 Materials and methods 

2.3.6.1 Cell lines 

MCF-12A cells (ATCC® CRL-10782) and Hs 578Bst cells (ATCC® HTB-125) were purchased at 

ATCC (ATCC, Manassas, VA). SCp2 and SCg6 cells were a gift from Calvin Roskelley (UBC). 

MCF-12A cells were maintained in phenol red-free Dulbelcco’s modified Eagle’s medium Ham’s 

F12 (DMEM/F12) culture medium (21041025, ThermoFisher Scientific, Rockford, Illinois, USA) 

supplemented with 5% (v/v) horse serum (ThermoFisher Scientific, 16050-122), human 

Epidermal Growth Factor (hEGF) recombinant (20 ng/ml) (PHG0311, Invitrogen, Waltham, MA, 

USA), hydrocortisone (500 ng/ml) (H0888, Sigma-Aldrich, Oakville, Ontario, Canada), insulin (10 

μg/ml) (Sigma-Aldrich, C8052), cholera toxin (100 ng/ml) (Invitrogen, 12585014) and propagated 

according to ATCC guidelines. Hs 578Bst cells were maintained in Hybri-Care medium (ATCC 

46-XTM) supplemented with 10 % (v/v) activated fetal bovine serum (FBS) (098150, Wisent 

Bioproducts, Saint-Jean-Baptiste, Quebec, Canada) and mouse Epidermal Growth Factor 

(Epidermal Growth Factor from murine submaxillary gland, 30ng/mL) (Sigma-Aldrich, E4127) and 

propagated according to ATCC guidelines. SCp2 and SCg6 cells were grown in DMEM/F12 

medium (Sigma-Aldrich, D2906) supplemented with insulin (5 μg/ml) and FBS (5% v/v). Activated 

fetal bovine serum (FBS) was selected over heat-inactivated fetal bovine serum (HI-FBS) since it 

was discovered that the former helped human myoepithelial Hs 578Bst cells proliferate with a 

much quicker doubling time than the later.  

23.6.2 Western blot analysis 

Cell monolayers were washed twice with PBS before the addition of lysis buffer (Tris 50 mM, NaCl 

150 mM, 0.02% sodium azide, 0.1% SDS, 1% Nonidet P40, 0.5% sodium deoxycholate, pH: 8) 

supplemented with NaF 1.25 M, NaVO3 1 M and Halt Protease and phosphatase cocktail inhibitor 

(Fisher Scientific Canada). Cells were scraped, collected and incubated on ice for 5 min. Cell 

lysates were centrifuged for 10 min at 2500 rpm at 4°C. The supernatants were aliquoted and 

stored at -80 °C until further processing. Lysate protein concentrations were measured using a 

bicinchoninic acid protein assay reagent kit (Thermo Scientific #23227). Protein samples were 

resolved on stain-free acrylamide gels (TGX Stain-Free FastCast Acrylamide kit, 10%, Bio-Rad, 

Mississauga, On) and transferred onto polyvinylidene fluoride (PVDF) membranes. Membranes 

were blocked with TBS-Tween 20 (0.1%) containing 3% bovine serum albumin (BSA) or dry milk, 
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according to manufacturer instructions, for 1 h and incubated overnight at 4°C with the following 

primary antibodies: anti-E-cadherin (#3195; Cell Signaling Technology, Danvers, MA), anti- 

Cytokeratin 18 (#ab52948; Abcam, Cambridge, MA), anti-Cytokeratin 14 (#MS-115-P1ABX; 

Thermo Scientific, Cheshire, UK), anti-α-Smooth muscle actin (#M0851; Dako, Glostrup, 

Denmark) and anti-p63 antibody (#sc-8431, Santa Cruz Biotechnologies, Dallas, TX). Bound 

primary antibody was detected using HRP-conjugated secondary antibodies (goat-anti-rabbit 

(#7074) or horse-anti-mouse (#7076); Cell Signaling Technology) followed by visualisation and 

quantification using a Bio-Rad ChemiDoc MP System (Bio-Rad Laboratories, Mississauga, On). 

Chemiluminescent signals were detected using Clarity western ECL substrate (Bio-Rad 

Laboratories) and analysed using Image Lab software (Bio-Rad Laboratories).  

 

2.3.6.3 Three-dimensional embedded cells cultures 

For 3D cultures, cells were embedded in solubilized basement membrane extract – Matrigel 

(Corning® Growth Factor Reduced (GFR) Basement Membrane Matrix from Engelbreth-Holm- 

Swarm (EHS) mouse sarcoma) (CB40230C, Corning, NY, USA) at a cell density of 75 000 

cells/100 μl of Matrigel. When required, Matrigel was diluted to different final concentrations by 

adding ice cold growth medium. Experiments were carried out in 35mm glass bottom poly-D lysine 

coated dishes, 14 mm microwell (P35GC-0-10-C, MatTEK Corporation, Ashland, MA, USA). 

Plates were manually evenly pre-coated on ice with 10 μl of Matrigel using the tip of a pipette. 

Dishes were left in an incubator at 37°C to allow the Matrigel to congeal for 30 minutes. For co- 

culture experiments, cell suspension from both cell types were counted and the proper number of 

each cell type mixed in the same tube. The ideal concentration of cells was 70 000 cells total/100 

uL of matrix (myoepithelial and luminal cells together). Cell suspension containing both cell types 

were centrifuged at 125G at room temperature for 7 minutes, the supernatant was removed and 

the tube was gently flicked to detach cells from the bottom of the centrifuge tube. The Matrigel 

was added directly to the cell pellet, gently mixed and the Matrigel-cells suspension was 

distributed rapidly in the microwells pre-coated with Matrigel. Dishes were incubated for another 

30 minutes at 37 °C to allow Matrigel to congeal, then, the culture medium was added to cover 

the entire polymerized Matrigel/cell mix. The culture medium was changed every 2-3 days for 14 

days. Hydri-Care medium supplemented with 10 % (v/v) activated FBS and mouseEGF (30ng/mL) 

was the medium favored to obtain the best results. 
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2.3.6.4 Immunolabeling of 3D embedded cell cultures 

Culture medium was aspirated and embedded cultures were rinsed twice with PBS. Cells were 

fixed in formaldehyde 4% for 10 minutes and permeabilized in PBS-Triton X-100 (0.5%) for 60 

minutes. After being rinsed twice (10 minutes each) with PBS-Glycine (0.1%), cells were 

incubated in blocking solution (2% BSA dissolved in PBS with 0.1% of Tween 20 and 0.1% of 

Triton X-100). Primary antibodies were diluted in blocking solution and cells were incubated with 

primary antibody for 120 minutes at room temperature or overnight at 4oC (E-cadherin (#3195s) 

1/200 (Cell Signaling, Beverly, MA, USA); α-Smooth-muscle-actin mouse mAb (M0851) 1/300 

(Agilent, Santa Clara, CA, USA). Immunolabeling was followed by four washes with washing 

solution (PBS containing Tween20 (0.1%), BSA (0.1%) and Triton X-100 (0.5%)), for five minutes 

each. Cells were incubated with the appropriate secondary antibodies for 60 minutes (anti-rabbit 

IgG Alexa Fluor 488 (#4412s), anti-mouse IgG Alexa Fluor 555 (#4409s) both used at 1/1000 

(Cell Signaling), or anti-rabbit IgG DyLight 488 (# 35552) used at 1/200 (ThermoFisher Scientific). 

Secondary antibody labeling was washed three times with washing solution and one time with 

PBS, for 5 minutes each. Nuclei were stained with 4′, 6-diamidino-2-phenylindole (DAPI) in PBS. 

Embedded cultures were mounted with Fluoromount-G (0100-01, SouthernBiotech, Birmingham, 

AL, USA). Fluoromount-G was added in enough volume to cover the embedded cultures and fill 

up the microwell. Coverslip were added and mounted cultures were placed horizontally overnight 

at 4°C for 8 hours in the dark. Coverslips were sealed 24 hours after mounting with hot glue. 

Immunofluorescence images were obtained with a Nikon A1R+ confocal microscope (Nikon) and 

analyzed using NIS-elements software (Nikon).  

2.3.6.5 Cryosections from embedded 3D cultures 

Culture medium was removed and embedded cultures were washed twice with PBS, prewarmed 

at 37 °C. The matrix was detached from the microwell with a spatula, quickly placed on top of a 

layer of Tissue Freezing Medium (3801481, Leica Biosystems, Wetzlar, Germany) in a cryomold, 

and then covered with a second layer of Tissue Freezing Medium to fill the cryomold. The resulting 

block of cryomatrix containing the cells embedded in the matrix were placed at –80°C until use.  

2.3.6.6 Masson’s trichrome staining of cryosections 

Embedded acini cryosections (8 μm) were fixed in Bouin’s solution overnight and then rinsed with 
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water for 5 minutes. Sections were stained sequentially with Weigert’s iron hematoxylin for 10 

minutes, Biebrich scarlet-acid fuchsin for 15 minutes, phosphomolybdic-phosphotungstic acid for 

20 minutes and aniline blue (5 minutes), and washed with water between all coloration steps. 

Finally, the sections were treated with 1% acetic acid for 5 minutes, dehydrated in an alcohol 

series, cleared in xylene for 5 minutes and mounted using Permount (SP15100, Fisher Scientific, 

Burlington, ON, Canada). Slides were dried for a minimum of 4 hours after.  

2.3.6.7 Immunolabeling of cryosections 

Embedded acini cryosections (8 μm) were fixed in formaldehyde 4% for 15 minutes and blocked 

in 3% BSA dissolved in TBS-Tween20 (0.1%). Primary antibodies were diluted in TBS-Tween 

0.1%, and sections were incubated with primary antibody for 60 minutes at room temperature. 

Sections were incubated with β-catenin (L54E2) mouse mAb (#2677s) 1/200 (Cell Signaling). 

Immunolabeling was followed by three washes with TBS-tween 0.1%. Sections were incubated 

with the secondary antibody (anti-mouse IgG Fab2 Alexa Fluor 647 (#4410s) used at 1/1000 (Cell 

Signaling). Nuclei were stained with DAPI in TBS-Tween 0.1%, and slides were mounted with 

Fluoromount-G (SouthernBiotech, 0100-01). Slides were placed at 4°C for 8 hours in the dark. 

Immunofluorescence images were obtained with a Nikon A1R+ confocal microscope (Nikon) and 

analyzed using NIS-elements software (Nikon).  

2.3.7 Acknowledgments 

We thank Calvin Roskelley (UBC) for the gift of SCp2 and SCg6 cells and Alicia Novel for her 

assistance. This work was supported by grant a Natural Sciences and Engineering Research 

Council grant (NSERC #418233-2012) to IP. IP is a recipient of a Fonds de Recherche du 

Québec-Santé (FRQS) and Quebec Breast Cancer Foundation career award and a Leader 

Founds from the Canadian Foundation for Innovation. AWO received a scholarship from La 

foundation Armand-Frappier. MB received scholarships from NSERC and from the Fonds de 

Recherche du Québec-Nature et technologie (FRQNT).  

2.3.8 Author contribution 

All experiments involving MCF-12A and Hs 578Bst cells were performed by AWO. MB performed 

the experiments with SCp2 and SCg6 cells. IP supervised the study and the progression of the 



 67 

project. AWO wrote the manuscript in collaboration with MB and IP.  

2.3.9 Conflict of interest 

The authors declare that they have no conflict of interest.  

2.3.10 Supplementary figures 

 

Supplementary figure 1. Human luminal epithelial MCF-12A and myoepithelial-like Hs 
578Bst cells have more differentiated phenotypes than murine luminal epithelial SCp2 and 
myoepithelial SCg6 cells. MCF-12A, Hs 578Bst, SCp2 and SCg6 cells were cultured in 2D. 
Western blot analysis were performed using antibodies against E-cadherin (E-cad) and 
cytokeratin 18 (K-18), as well as SMA, Cytokeratin 14 (K14) and p63, markers of epithelial and 
myoepithelial cells, respectively. Results showed that in human cells, E-cad and K18 were present 
only in MCF-12A, whereas in murine cells, E-cad was present in both SCp2 and SCg6. SMA and 
p63 were expressed only in myoepithelial cells, as expected, while K-14 was present in both SCp2 
and SCg6.  
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Figure supplementary 2. Co-cultures SCp2 and SCg6 cells did not form bilayered acini in 
Matrigel. (A, C, E) Representative single optical microscopy images of SCp2 cells (A), SCg6 
cells (B) and SCp2 cells co-cultured with SCg6 cells (E) embedded in Matrigel. (B, D, F) Cells 
were immunolabeled with E-cadherin (red) and SMA (white). Nuclei are stained with DAPI (blue). 
SCg6 cells formed spheroids structures with lumen (C, D), similar to SCp2 (A, B). When SCp2 
were co-cultured with SCg6 (E, F), come spheroids had a lumen while other did not. SMA was 
present only on structures without a lumen (F). SCp2 and SCg6 cells did not form bilayered 
spheroid with a lumen in co-culture.  
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CHAPITRE 3: DISCUSSION ET CONCLUSION 

Ce projet de recherche avait pour but de développer un modèle de culture 3D représentatif de 

l’acinus bicouche de la glande mammaire. Nos résultats ont démontré que des structures 

semblables à l’acinus bicouche sont formées lorsque les cellules luminales MCF-12A et 

myoépithéliales Hs 578Bst sont co-cultivées dans du Matrigel® pendant quatorze jours.  

  

Tout comme d’autres articles publiés précédemment, nous avons réussi à former des structures 

acinaires possédant un lumen central, rappelant l’acini d’une glande mammaire humaine, en 

cultivant des lignées cellulaires dans un EMBrl (Krause et al. 2008 ; G. Y. Lee et al. 2007 ; 

Marchese et Silva 2012 ; Debnath, Muthuswamy et Brugge 2003). Cependant, nous émettons 

une réserve à l’égard des systèmes 3D de ces articles, car il n’y a pas de véritable structure 

bicouche dans les acini produits, empêchant ainsi l’étude de la relation intercellulaire entre les 

cellules luminales et myoépithéliales.  

 

De ce fait, nous avons réussi à reproduire cette structure bicouche de l’acinus à l’aide de deux 

lignées cellulaires ensemencées dans l’EMBrl. En effet, en co-cultivant les cellules luminales 

épithéliales normales MCF-12A avec les cellules myoépithéliales normales Hs 578Bst en ratio 

1:4 dans une matrice de Matrigel® diluée à 75 %, nous avons obtenus des sphéroïdes bicouches 

semblables à l’unité fonctionnelle de la glande mammaire : l’acinus bicouche. 

 

Toutefois, une étude récente, publiée durant la dernière année de ma maîtrise, suggérait qu’il 

était préférable de cultiver des cellules myoépithéliales et luminales isolées d’échantillons de 

réduction mammaire dans une matrice de collagène de type I pour obtenir des systèmes 

bicouches, plutôt que d’utiliser des lignées cellulaires (Carter et al. 2017). Cependant, l’objectif 

de cette étude n’était pas de produire des unités fonctionnelles de glande mammaire – d’acini 

bicouches – mais de produire des canaux de glandes mammaires. Plutôt, les structures 

bicouches obtenues étaient un mélange de canaux allongés et de sphéroïdes lorsque les deux 

types de cellules étaient cultivées dans une matrice de collagène de type I. Dans une matrice de 

Matrigel®, les deux types de cellules formaient des sphéroïdes sans arrangement défini. Les 

cellules constituant les sphéroïdes exprimaient des marqueurs myoépithéliaux de même que des 

marqueurs épithéliaux et ne formaient pas de structure bicouche (Carter et al. 2017). 
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À l’opposé, nos structures étaient toutes des sphéroïdes – en organisation cellulaire propice à 

nos objectifs d’étude – et lorsqu’elles étaient bicouches, les deux types cellulaires avaient une 

organisation définie. Aussi, il a été rapporté que des cultures primaires de cellules épithéliales 

mammaires sont particulièrement résistantes à l’infection lentivirale dans le but d’introduire une 

construction génétique d’intérêt pour modifier génétiquement les cellules (Hines, Yaswen et 

Bissell 2015). Carter et al. ont également observé la même grande résistance à l’infection 

lentivirale pour leurs cultures de cellules luminales et myoépithéliales. À la différence, notre 

modèle utilise des lignées cellulaires qui sont reconnues pour être transfectées plus facilement 

(Eibl R et al. 2008). 

 

Bien que notre modèle demande davantage de caractérisations et des optimisations, il représente 

une avancée importante dans l’étude de la relation entre les cellules myoépithéliales et luminales 

de l’épithélium mammaire dans l’unité fonctionnelle de glande mammaire – l’acinus bicouche.  

Une meilleure compréhension du « comment les cellules myoépithéliales maintiennent l’état 

polarisé de cellules luminales sous-jacentes », aussi bien que du « comment la relation entre les 

cellules luminales et myoépithéliales modifie la progression des tumeurs du sein », est essentielle 

pour comprendre les mécanismes initiaux du processus de cancérogénèse du sein. Notre modèle 

permettra d’étudier ces dérégulations de la communication bidirectionnelle entre les deux types 

cellulaires dans un environnement physiologiquement pertinent. Il ouvre la voie à la manipulation 

génétique plus aisée de ces deux lignées cellulaires. Il sera possible d’étudier ces dérégulations 

de communication bidirectionnelle en observant l’effet de l’inhibition de l’expression de protéines 

de communication intercellulaire sur la structure sphéroïde ou de l’effet de carcinogènes sur la 

structure bicouche et sur l’expression de protéines de communication intercellulaire.  

3.1 Avantages de notre modèle in vitro 

Notre modèle utilise des lignées cellulaires offertes commercialement, les cellules de la lignée 

cellulaire épithéliale luminale MCF-12A et celles de la lignée cellulaire myoépithéliale Hs 578Bst, 

plutôt que des cultures primaires de cellules isolées d’une glande mammaire. Par conséquent, 

notre modèle est plus accessible à d’autres équipes de recherche pour reproduire les résultats 

que nous avons obtenus. Les lignées de cellules fournissent une population pure de cellules. 

Cela permet d’avoir un échantillon uniforme et des résultats plus facilement reproductibles d’un 

essai à l’autre (Kaur et Dufour 2012). Bien qu’il aurait été possible de créer des acini bicouches 

à l’aide de cultures primaire, ce modèle n’aurait pas été bien reproductible puisqu’il existe de la 
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variabilité entre les donneurs et les échantillons d’où proviennent les cultures primaires (Primary 

cell culture, Sigma-Aldrich 2017). L’utilisation de lignées cellulaires favorise aussi l’aspect 

manipulable de notre modèle. En effet, les cellules de lignées cellulaires peuvent être 

transfectées plus facilement (Eibl R et al. 2008) dans le but de faire des études de manipulation 

d’expression génique et protéique.  

 

La transfection des deux lignées cellulaires utilisées dans notre modèle – MCF-12A et Hs578Bst 

– a déjà été réalisée pour manipuler génétiquement ces cellules. Par exemple, la transfection 

d’une protéine à l’aide d’un lentivirus (Y. Liu et al. 2017) et la transfection de petits ARN 

interférants (« small interfering RNAs », siRNAs) et de vecteurs de plasmide à l’aide de la 

Lipofectamine 2000 (Germano et al. 2012) ont été réalisée sur la lignée cellulaire myoépithéliale 

Hs578Bst. Également, la transfection de la lignée cellulaire MCF-12A a déjà été réalisée à l’aide 

de méthodes de transfection non-virale (Mishra, Vangara et Palakurthi 2014) et au moyen de 

méthodes de transfection virale par lentivirus pour introduire des siRNAs et des petits ARN en 

épingle à cheveux (« small hairpin RNAs », shRNAs) (Chang et al. 2011). 

 

La matrice (Matrigel®) utilisée dans notre modèle est offerte commercialement. Il s’agit d’un autre 

avantage de notre modèle. Il permettra à d’autres équipes de recherche de l’utiliser pour 

reproduire notre modèle. Ce faisant, elles feront progresser la science plus rapidement. De plus, 

le Matrigel® est une matrice biologiquement active. Il optimise l’attachement et la différenciation 

de cellules dépendantes de l’ancrage, comme les cellules de l’épithélium mammaire (Kleinman 

et al. 1982 ; Baatout 1997). En effet, l’utilisation d’une matrice biocompatible, qui affiche la 

complexité protéique de la MEC in vivo et qui fournit un contexte structurel, fonctionnel, adéquat 

aux cellules épithéliales mammaires, contribue aussi à la pertinence physiologique de notre 

modèle. Enfin, l’utilisation d’un co-culture hétérotypique où les cellules sont cultivées en 3D pour 

récapituler leur architecture, leurs interactions et leur comportement semblable à leur situation in 

vivo, contribue également à la pertinence physiologique de notre modèle. 

3.2 Limites de notre modèle in vitro 

Bien que nous ayons démontré qu’il est possible de créer des acini bicouches in vitro à partir de 

lignées cellulaires, notre modèle comporte tout de même ses limites. D’abord, la matrice utilisée 

dans notre modèle, le Matrigel®, est extraite d’un sarcome de souris Engelbreth-Holm-Swarm 

(EHS) qui produit de la MB (Kleinman et al. 1982). Comme avec tous produits naturels, cela 
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résulte en une variation de lot en lot de la composition en protéines de MEC, des facteurs de 

croissances et des propriétés mécaniques du Matrigel® (Weigelt et Bissell 2008). Malgré qu’il 

soit offert commercialement, les variations en composition du Matrigel® peuvent susciter une 

contestation quant à la reproductibilité du modèle et des expériences réalisées à l’aide du modèle 

(Pampaloni, Reynaud et Stelzer 2007). Le Matrigel® réduit en facteurs de croissance présente 

une alternative disponible pour établir des conditions de culture mieux définies. Dans notre 

modèle, que le Matrigel® réduit en facteurs de croissance a été utilisé.  

 

L’interaction cellule-MEC est un modulateur important du phénotype cellulaire (Hurst 2003). Il a 

été suggéré que la signalisation des intégrines par le biais de la MEC est cruciale pour déterminer 

si des cellules tumorigéniques ou des cellules non-tumorigéniques de glande mammaire 

présentaient un phénotype normal et organisé ou un phénotype cancéreux et invasif (Weaver et 

al. 1997). Le Matrigel® facilite cette signalisation des intégrines à travers des récepteurs 

d’intégrines qui activent des voies de signalisation qui contrôlent la croissance, la survie et la 

différenciation cellulaire (Yang et al. 2004 ; Kutschka et al. 2006). Puisque le Matrigel® est dérivé 

naturellement et est d’origine tumorale, cette matrice contient des composantes qui sont moins 

bien définies (C. S. Hughes, Postovit et Lajoie 2010 ; Gill et West 2014). En effet, le Matrigel® se 

compose principalement de laminine et de collagène, aussi bien que d’une faible proportion 

d’entactine (une glycoprotéine de la MB) (C. S. Hughes, Postovit et Lajoie 2010). Il contient 

également plusieurs facteurs de croissance, notamment le facteur de croissance épidermique (« 

Epidermal Growth Factor », EGF), le facteur de croissance des fibroblastes basique (« basic 

Fibroblast Growth Factor », bFGF), le facteur de croissance des nerfs (« Nerve Growth Factor », 

NGF), le facteur de croissance dérivé de plaquettes (« Platelet-Derived Growth Factor », PDGF), 

le facteur de croissance semblable à l’insuline-1 (« Insuline-like Growth Factor 1 », IGF-1) et le 

facteur de croissance transformant bêta (« Transforming Growth Factor beta », TGF-β) (C. S. 

Hughes, Postovit et Lajoie 2010). De son côté, la MEC de la glande mammaire se compose de 

protéines matricielles (ex. : collagènes, élastine), de glycoprotéines (ex. : fibronectine), de 

glycoaminoglycans (ex. : sulfate héparan, acide hyaluronique), des protéoglycans (perlécan, 

syndécan), des facteurs de croissance (ex. : facteur de croissance de l’endothélium vasculaire 

(« Vascular  Endothelial Growth Factor », VEGF), facteur de croissance des hépatocytes 

(« Hepatocyte Growth Factor », HGF), PDGF, TGF-β) et d’autres protéines sécrétées (ex. : 

enzymes protéolytiques et inhibiteurs de protéases) (Langhans 2018). 
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Des changements dynamiques dans ces différentes composantes régulent la prolifération, la 

différenciation, la migration, la survie, l’adhérence, l’organisation du cytosquelette et la 

signalisation des cellules dans la physiologie et le développement normale des cellules de la 

glande mammaire (Langhans 2018). Pareillement, ces composantes régulent les mêmes 

fonctions dans plusieurs maladies comme la fibrose, le cancer et les maladies génétiques 

(Bonnans, Chou et Werb 2014 ; Mouw, Ou et Weaver 2014). Ainsi, il n’est pas surprenant 

d’observer que la composition et les propriétés physiques de la MEC peuvent influencer le 

phénotype d’une cellule (Langhans 2018).  

 

En fait, l’activation de voies de signalisation par les composantes du Matrigel® pourrait stimuler 

certaines cellules à acquérir un état plus primitif ou plus tumorigénique (Vaillant, Lindeman et 

Visvader 2011). En effet, il a été démontré que le Matrigel® encourage la tumorigenèse de 

cancers du sein humain et celle des carcinomes épidermoïdes (Henson et al. 2007 ; Mehta et al. 

1993). Cela suggère que le Matrigel® a le potentiel de fournir des signaux additionnels de survie 

et de prolifération aux cellules cancéreuses (Vaillant, Lindeman et Visvader 2011). D’un autre 

côté, il reste à déterminer le rôle des facteurs de croissance présents dans le Matrigel® dans leur 

capacité à conférer un environnement plus favorable à l’activité progénitrice des cellules (Vaillant, 

Lindeman et Visvader 2011). Cependant, une étude proposait plutôt que la présence de NGF 

dans le Matrigel® pourrait induire un phénotype cellulaire cancéreux des cellules en culture 

(Adriaenssens et al. 2008). Le NGF n’est pas naturellement présent dans la MEC normale de la 

glande mammaire. Il a été démontré que le NGF pourrait être ciblé dans le cancer du sein pour 

inhiber la croissance, la survie et la métastase de cellules tumorigéniques puisqu’une analyse de 

biopsies a révélé une expression généralisée du NGF dans la majorité des tumeurs du sein 

humain (Adriaenssens et al. 2008). 

 

En plus de la variation dans la composition du Matrigel®, la propriété mécanique de la matrice 

est un autre facteur qui varie en fonction du lot (Weigelt et Bissell 2008). Ces variations influencent 

la reproductibilité du modèle (Pampaloni, Reynaud et Stelzer 2007). En effet, une des propriétés 

mécaniques de la matrice, sa rigidité, pourrait influencer le phénotype de cellules en culture. Il a 

été démontré qu’une augmentation de la rigidité de la matrice est corrélée à un phénotype 

cancéreux des modèles in vitro de la glande mammaire non-tumorigénique (Chaudhuri et al. 

2014). Les responsables de cette étude, ils ont augmenté la rigidité de la matrice de Matrigel® 

dans laquelle étaient cultivée des cellules non-tumorigéniques MCF-10A, sans toutefois modifier 

sa composition. Ils ont alors détecté un phénotype de MCF-10A représentatif de la tumorigenèse. 
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Ils ont aussi examiné 67 gènes associés au cancer du sein et ont remarqué une expression 

altérée de quatorze des gènes codant pour les MCF-10A dans cette matrice de Matrigel® plus 

rigide. Notamment, l’expression de ESR1, un gène codant pour le récepteur d’œstrogène alpha 

(« œstrogen receptor alpha », ERα) jouant un rôle dans l’initiation et la croissance de certains 

cancers, a quintuplée (Chaudhuri et al. 2014). 

 

Néanmoins, malgré toutes ces études, il a été démontré à plusieurs reprises que des cellules 

épithéliales de glandes mammaires non-tumorigéniques formaient toujours des sphéroïdes 

semblables à des acini de glandes mammaires normales lorsque cultivées dans le Matrigel®, 

alors que des cellules épithéliales de glandes mammaires tumorigéniques formaient des colonies 

prolifératives, non-polarisées et désorganisées dans le même type de matrice (Bissell 1981 ; 

Petersen et al. 1992 ; G. Y. Lee et al. 2007 ; Kenny et al. 2007). Ainsi, il est possible de supposer 

que le Matrigel®, lorsque sa rigidité est semblable à celle de la MEC de la glande mammaire in 

vivo, n’induit pas un phénotype cancéreux de cellules non-tumorigéniques en culture, mais 

favorise la croissance de cellules déjà tumorigéniques en un phénotype semblable à celui 

exprimé in vivo (Yamamura et al. 1993). 

 

Une autre limite de notre modèle est le rendement d’acini bicouches. C’est-à-dire que le 

rendement d’acini bicouches dans l’ensemble des sphéroïdes obtenus dans nos cultures était au 

plus de 50 %. En d’autres mots, près de la moitié des sphéroïdes formés en co-culture de cellules 

luminales et myoépithéliales était des monocultures formées uniquement de cellules luminales, 

alors que l’autre moitié était des acini bicouches. Bien que le Matrigel® soit une matrice aux 

composantes protéiques et à la viscoélasticité semblables à celles de la MEC in vivo (Corning 

Incorporated Life Sciences 2017), c’est une matrice riche en laminine. La laminine est une 

protéine nécessaire à la polarisation appropriée des cellules luminales dans la glande mammaire 

(Gudjonsson et al. 2002). Les cellules myoépithéliales sont une source majeure de laminine dans 

la glande mammaire (Deugnier et al. 1995). Par conséquent, dans une matrice de Matrigel®, les 

deux types cellulaires, luminales épithéliales et myoépithéliales, n’ont pas d’incitatif à se réunir 

pour former des acini bicouches (Carter et al. 2017). Pour favoriser la formation de sphéroïdes 

bicouches, il serait intéressant d’utiliser une matrice complexe comme le Matrigel®, mais 

dépourvue de laminine-1, pour inciter les cellules luminales épithéliales à s’unir aux cellules 

myoépithéliales.  
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Une autre alternative serait d’utiliser des matrices synthétiques ou semi-synthétiques à 

composition est bien définie et manipulable, pouvant être bioactives avec les cellules en culture. 

Par exemple, PuraMatrix Peptide Hydrogel (BD Biosciences) est une matrice synthétique qui est 

utilisée pour créer des microenvironnements tridimensionnels dans différentes expériences de 

culture cellulaire. Pour optimiser la croissance et la différenciation cellulaire, il est nécessaire de 

déterminer le mélange approprié de cette matrice synthétique et de molécules bioactives. Par 

exemple, on pourrait y ajouter des facteurs de croissance, des protéines de matrice extracellulaire 

ou d’autres molécules spécifiques à la MEC de l’épithélium mammaire (BD Biosciences 2018).  

3.3 Propositions et perspectives 

Au sein de notre laboratoire, notre modèle d’acinus bicouche in vitro permettra d’étudier les 

éléments essentiels au maintien de la structure et de la fonction normale de l’épithélium 

mammaire. Notre modèle sera utilisé pour comprendre les interactions cellule-cellule et cellule-

MEC essentiels au phénotype normal de la glande mammaire. Nous cherchons aussi à 

comprendre comment leur dérégulation ou des aberrations génétiques spécifiques influence la 

carcinogenèse. Pour ce faire, nous devrons préalablement optimiser davantage notre modèle afin 

d’obtenir des acini bicouches en continu. Ensuite, nous pourrons moduler l’expression de 

protéines spécifiques et en étudier l’impact sur la formation et la polarisation de l’acinus bicouche. 

Par exemple, l’étudiante qui poursuivra ce projet à partir de janvier 2018 utilisera des lignées 

cellulaires modifiées génétiquement par la technique CRSPR afin d’inhiber la Cx43 (Cx43KO), 

une protéine engagée dans la communication intercellulaire. En utilisant soit des cellules MCF-

12A-Cx43KO et des Hs 578Bst, soit des cellules MCF-12A et des cellules Hs 578Bst-Cx43KO, 

soit des cellules MCF-12A-Cx43KO et des cellules Hs 578Bst-Cx43KO, elle sera en mesure de 

déterminer l’importance de la communication intercellulaire dans chacune des couches 

cellulaires, mais également entre les deux couches de cellules. Ce modèle offre donc un éventail 

de possibilité pour étudier le rôle des protéines jonctionnelles spécifiques dans la formation de 

l’épithélium mammaire bicouche. 

 

Dans le même ordre d’idées, notre modèle 3D d’acini bicouche permettra de mieux comprendre 

le rôle des cellules myoépithéliales dans la progression du cancer du sein. En effet, en utilisant 

soit des cellules luminales cancéreuses et des cellules Hs 578Bst, soit des cellules MCF-12A et 

des cellules Hs 578Bst génétiquement modifiées, nous pourrons vérifier les propriétés de 

suppresseurs de tumeurs des cellules myoépithéliales. 
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Il serait également pertinent de réaliser des études de fonctions pour vérifier si notre modèle 

représente l’acinus bicouche dans sa fonctionnalité au-delà de sa structure bicouche. Par 

exemple, des hormones lactogéniques pourraient être ajoutées pour détecter la sécrétion de 

protéines de lait (caséine β ou de WAP, « Whey Acidic Protein ») par les cellules épithéliales 

luminales des acini bicouches du modèle ou même des cellules myoépithéliales pourraient être 

exposées à l’ocytocine afin de vérifier leur contractilité.  

 

Aussi, nous pensons que notre modèle pourrait être utilisé pour évaluer l’effet de toxiques 

exogènes sur la structure bicouche, sur l’expression protéique et sur l’apparition de phénotype 

cancéreux de l’épithélium mammaire. Les études toxicologiques sont typiquement réalisées in 

vivo ou in vitro dans des cultures 2D. Ces deux modèles ont plusieurs désavantages, tel que 

discuté auparavant. Les modèles 3D bicouches constituent une solution à mi-chemin entre les 

deux, étant plus physiologiquement près de l’in vivo que les modèles 2D, sans être aussi onéreux. 

3.4 Conclusion 

Il existe un besoin grandissant de passer de cultures cellulaires traditionnelles en 2D aux cultures 

cellulaires 3D pour favoriser l’utilisation de modèles de cultures in vitro qui imitent les fonctions 

de la glande mammaire in vivo. La majorité de fonctions cellulaires essentielles et présentes dans 

les tissus sont perdues en culture traditionnelle 2D. Cependant, l’utilisation de cultures 3D en tant 

qu’approche classique pour étudier les cellules qui composent la glande mammaire nécessite 

l’élaboration de protocoles standardisés (reproductibles, manipulables et physiologiquement 

pertinents). Nous croyons que notre modèle nous rapproche de cet objectif. 
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