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Primary liver cancer  
Primary liver cancer (PLC) is a major global health burden and estimated to affect >1 million 

individuals annually by 2025 [1, 2]. It is currently the third leading cause of cancer mortality 

worldwide, with a steady increase in incidence over recent years [2]. Coupled with a poor 

five‐year survival rate of 10.1‐16.6%  it  is evident that  liver cancer  is a highly devastating 

malignancy [3, 4]. PLC consists of a particularly diverse group of tumors, with hepatocellular 

carcinoma  (HCC)  and  cholangiocarcinoma  (CCA)  compromising  the  vast majority.  HCC 

accounts for 75‐85% of cases and CCA about 10‐15%, with the remaining consisting of rare 

subtypes [5].  In the majority of cases (>90%) HCC occurs  in settings of advanced chronic 

liver  disease.  These  include  cirrhosis,  NASH,  chronic  alcohol  abuse,  and  HBC  or  HCV 

infection  [6,  7]. CCA  risk  factors  are  relatively heterogeneous,  subtype dependent,  and 

include chronic biliary inflammation, tobacco smoking, viral infections , and alcohol abuse. 

However,  often  CCA  does  not  present  itself with  clearly  identifiable  risk  factors  [8,  9]. 

Furthermore, CCA can be classified into different subtypes based on its anatomical location 

(i.e.  intrahepatic,  perihilar,  and  extrahepatic)  or  growth  patterns  (i.e.  periductal, 

intraductal, and mass forming) (Fig. 1). Each subtype vastly differs in its clinical presentation 

and  associated  treatment  regimen,  resulting  in  a  difficult  cancer  to  tackle  [10,  11]. 

Important  potentially  curative  treatment  options  for  liver  cancer  are  resection, 

transplantation, chemotherapy, local ablative treatments, and intra‐arterial therapies [12]. 

However, often only palliative care is possible due to late stage diagnosis, with only 20‐25% 

of  patients  eligible  for  curative  intent  treatment. HCC  and  CCA  have  similar  treatment 

options, although even  fewer patients are eligible  for  liver  transplantation  in CCA. Still, 

recurrence  rates  remain  high  (49‐64%)  after  surgical  tumor  resection  or  liver 

transplantation [3]. A major contributing factor to the complexity of  liver cancer and the 

limited number of treatment options available is the crosstalk between primary tumor cells, 

non‐malignant  stromal  and  immune  cells,  and  the  extracellular  matrix  (ECM). 

 

Figure 1: Sub‐type classification  for CCA based on anatomical  location  (left) and growth pattern 

(right). iCCA = intrahepatic CCA, pCCA = perihilar CCA, eCCA = extrahepatic CCA.  
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Cellular and extracellular aspects of liver cancer  
Tumor cell behavior is not only driven by a cascade of genetic alterations, but also instructed 

and modulated by  the  tumor microenvironment. An altered microenvironment  is a key 

enabling  factor of cancer  in general and known to be  involved  in all stages of malignant 

progression,  including  transformation,  invasion,  and  metastasis  [13‐16].  The  tumor 

microenvironment of  the  liver  consists of non‐malignant  cellular  components,  including 

immune  cells,  endothelial  cells,  and  cancer‐associated  fibroblasts.  Cancer‐associated 

fibroblasts are  the most abundant component of  the stroma and  responsible  for matrix 

remodeling  to create a microenvironment conducive  to  tumor progression  [17, 18]. The 

liver cancer microenvironment also contains a wide variety of tumor‐infiltrating  immune 

cells,  including macrophages  (Kupffer  cells)  and  lymphocytes  (NK/T/B  cells) which  can 

promote cell infiltration, inflammation, and fibrosis, in turn affecting tumor behavior [19, 

20].  Tumor  cells  and  non‐malignant  cells  can  establish  a  dynamic  network  of  cell‐cell 

interactions, consisting of growth factors, cytokines, and activation of diverse downstream 

signaling pathways. In recent years, the high levels of heterogeneity in this cross talk was 

described,  resulting  in  increased delineation of  the underlying cellular  composition,  sub 

clonal diversity, and multifaceted landscapes of individual cells in human liver cancer [21‐

25]. Importantly, these cellular interactions do not take place in a static environment, but 

are modulated and facilitated by the extracellular matrix (ECM). The ECM is a dynamically 

regulated structure, consisting of a combination of proteins, including collagens, laminins, 

proteoglycans,  and  other  ECM‐related  proteins  [26,  27].  Increased  deposition  of 

extracellular matrix  proteins  and  the  associated  changes  in mechanical  stresses  in  the 

tumor foster the invasive and aggressive behavior of liver cancer cells through stimulation 

of various signaling pathways [28, 29]. To capture the multi‐level complexity present in liver 

cancer it is paramount to create sophisticated tumor models incorporating multiple aspects 

of  the  tumor.  These models  could  in  turn  be  used  for  fundamental  and  translational 

research applications. Thus, it  is crucial to  improve upon and converge current advanced 

cell culture methods to create and obtain truly representative ‘mini‐tumors’ in the lab. 

Modeling the epithelial cell compartment  
Organoid cultures have emerged as powerful model  systems  that can aid  in uncovering 

cellular and cancer biology  [30]. Organoids are 3D structures that have an  inherent self‐

organizing capability, and are able to recapitulate aspects of the tumor from which they are 

derived  [30].  To  establish  these  organoids,  cells  or  tissue  fragments  are  isolated  and 

commonly  embedded  in  an  Engelbreth‐Holm‐Swarm  mouse  tumor‐derived  hydrogel 

consisting of basement membrane extract (BME). These cultures are supplemented with 

medium containing Wnt stimulating conditions, as well as other growth factors and small 

molecules. Organoids  have  been  created  from  a  variety  of  healthy  and  tumor  tissues, 

including liver cancer [31]. Due to their amenability to a wide array of techniques, including 
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genome  and  transcriptome  sequencing,  genetic  and biochemical modulation,  and high‐

through put drug screening, these model systems can be applied to answer a wide range of 

biological questions.  In  liver cancer, organoid drug screenings have uncovered  intra‐ and 

inter‐tumor drug response heterogeneity and shown great promise in aiding potential drug 

development  [31‐33].  Further  mechanistic  insight,  for  example  on  the  role  of  BAP1 

mutations  in  the  initiation of CCA  [34], as well as discovery of chemo resistance‐related 

signaling pathways  in HCC [35], has catapulted  liver cancer organoids to the forefront of 

research within this field. Nevertheless, it is of critical importance to consider the current 

limitations. Establishment rates of tumor organoids show large variability between different 

tumor types, and this has a profound impact on their potential to be used for personalized 

medicine [36]. Furthermore, CCA organoids currently do not fully recapitulate the complex 

morphological structures often  found  in vivo as establishment protocols are designed to 

isolate and propagate solely epithelial cells. Thus, they provide limited insight into complex 

processes that require interaction between multiple cell types. Co‐cultures with liver cancer 

organoids and other cell types, including cancer‐associated fibroblasts, have provided some 

alleviation of these limitations [37]. Taken together, organoids are highly valuable for the 

study  of  epithelial  cell  aspects  of  liver  cancer,  but  require  adaptations  to model  other 

aspects of liver cancer.  

Modeling of the extracellular matrix 
To  gain  a better understanding of  liver  cancer  cell‐ECM  interactions,  and  create better 

representative models, it is pertinent to unveil the role of the ECM in liver cancer. Applying 

this principle to organoids, it is evident that the mouse tumor‐derived hydrogel commonly 

used in organoid cultures does not faithfully represent the dysregulated microenvironment 

of liver cancer. The search for alternative, more representative, culture substrates has led 

to  the  development  of  various  synthetic  and  natural  alternatives  [38‐41].  Synthetic 

hydrogels  facilitate  studying  aspects  of  the microenvironment  in  isolation,  but  are  not 

capable of comprehensively mimicking the complexity of the  liver cancer ECM. Finding a 

more suitable extracellular matrix‐mimicking environment  for  the culture of  liver cancer 

organoids will provide more in‐depth knowledge on the role of the ECM in progression of 

liver cancer. To this extent, organ and tumor‐specific scaffolds can be produced through 

decellularization, a technique that allows for the removal of cellular material from tissue, 

whereby the ECM and its related (growth) factors are retained [42‐45]. Decellulariation has 

been applied  to a wide range of healthy  tissues, and recently also  for the production of 

scaffolds for tumor cell culture, but not liver cancer [46‐48]. Thus, to elucidate the role of 

the ECM in liver cancer, as well as to provide a more relevant in vivo‐like environment for 

cells, decellularization could be applied.  
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Outline of the thesis.  
Therefore, the research presented in this thesis focuses on modeling various facets of liver 

cancer  behavior  in  vitro,  primarily  by  improving  upon  modeling  of  the  epithelial  cell 

compartment and modeling of the ECM. This allows for obtaining novel insights into liver 

cancer biology and provides potential avenues for therapeutic testing. To this extent, tumor 

organoid technology and decellularization of multiple different tissues that are relevant for 

liver  cancer  development  (i.e.  liver  cancer,  adjacent  liver,  lung,  and  lymph  nodes)  are 

employed. Hence, this thesis is divided into two parts:  

In Part I, the focus primarily lies on improving liver cancer organoid technology by addition 

of  immune  cells  and  improving morphological  recapitulation.  In  Part  II,  I  highlight  the 

research performed on the extracellular matrix, either by itself or in combination with CCA 

organoids.  

Part I 
In chapter 2, organoid technology is evaluated in the context of liver cancer models, with 

thorough comparisons to other cell culture systems. To advance applications of organoid 

technology  within  primary  liver  cancer,  and  to  be  of  use  in  precision  medicine, 

establishment  reliability  is  crucial.  To  uncover  the  establishment  rate  in  liver  cancer 

organoids, chapter 3 describes a multi‐center analysis in which I assessed the state of the 

art  of  liver  cancer  organoid  technology,  suggesting  methods  for  improvement  of 

establishment and organoid expansion. As organoids are solely epithelial‐sourced, they are 

not applicable  to  immune modeling  in  isolation. To circumvent  the  limited  relevance of 

organoids for potential immune therapy testing, cholangiocarcinoma (CCA) organoids and 

immune  cells were  combined.  The  establishment  and  characterization  of  this  immune‐

competent model  is described  in chapter 4. Although organoids are  renowned  for  their 

patient  tissue  mimicking  capabilities,  certain  aspects  of  CCA  in  vivo  are  not  well 

recapitulated  in current organoid systems,  including morphology and the relative chemo 

resistant nature of CCA in patients. In chapter 5, I present a novel organoid system in which 

branching morphogenesis is induced in cholangiocyte and CCA organoids through induction 

of different signaling pathways. Subsequently, the ability of these branching CCA organoids 

to recapitulate the primary tumor on a morphological, transcriptomic, and drug response 

level was investigated.  

Part II 
Tumor initiation and progression are critically dependent on interaction of cancer cells with 

their cellular and extracellular microenvironment. Alterations in the composition, integrity, 

and  mechanical  properties  of  the  extracellular  matrix  (ECM)  dictate  tumor  processes 

including cell proliferation, migration, and  invasion. These alterations of the extracellular 
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matrix in solid tumors and the translational impact of our increased understanding of the 

tumor ECM is set forth in chapter 6. Particularly in primary liver cancer, both HCC and CCA, 

the dysregulation of the extracellular environment by desmoplasia and fibrosis is pertinent. 

However,  the  exact  changes  occurring  on  both  a  biochemical  and  biomechanical  level 

remain  largely  unknown.  Thus,  in  chapter  7  an  integrative molecular  and mechanical 

approach  was  described,  in  combination  with  decellularization,  to  provide  a  better 

understanding of alterations to the composition, stiffness, and collagen alignment of the 

extracellular  matrix  within  the  context  of  liver  cancer  development.  Subsequently, 

decellularized CCA ECM scaffolds were combined with CCA organoids to produce a model 

to study  the  interaction between epithelial  tumor cells and  their surrounding ECM. This 

model was used in chapter 8 to investigate the effect of local ECM on the transcriptome, 

drug response, and ECM protein production of primary epithelial tumor cells. Furthermore, 

the ECM also plays a crucial role  in metastatic cancer spreading, which is responsible for 

most cancer‐related deaths. Tumor cells need to adapt and remodel the ECM of the target 

organ in order to obtain the required niche to survive. In chapter 9, to facilitate a model to 

study the behavior of tumor cells in a metastatic setting, human lung and lymph node were 

decellularized, characterized, and reseeded with CCA organoids as a proof‐of‐concept for 

studying CCA metastasis. The previously described research utilized the native structure of 

the decellularized ECM. As an alternative, decellularized ECM can also be further modulated 

to  create  an  ECM‐based  hydrogel  through  digestion  and  gelation  procedures.  Thus,  in 

chapter 10 and 11 a liver ECM‐based hydrogel was employed. First, the suitability of this 

hydrogel for the culture of cholangiocyte organoids was investigated. Culture of organoids 

in  hydrogels  results  in  large  size  variations,  which  can  affect  cell  behavior.  Thus, 

subsequently  the  hydrogel was  used  in  combination with  an  encapsulation method  to 

produce  microcapsules  for  size‐standardized  CCA  organoid  culture.  These  hybrid 

microcapsules were  probed  for  their  ability  to  sustain  CCA  organoid  proliferation  and 

amenability to drug response testing. Overall discussion of the thesis will be conducted in 

chapter 12. 
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Abstract 
Primary  liver  cancer,  consisting  predominantly  of  hepatocellular  carcinoma  (HCC)  and 

cholangiocarcinoma  (CCA), remains one of  the most  lethal malignancies worldwide. This 

high malignancy is related to the complex and dynamic interactions between tumor cells, 

stromal cells and the extracellular environment. Novel in vitro models that can recapitulate 

the tumor are essential in increasing our understanding of liver cancer. Herein, primary liver 

cancer‐derived organoids have opened up new avenues due to their patient‐specificity, self‐

organizing ability and potential recapitulation of many of the tumor properties. Organoids 

are  solely  of  epithelial  origin,  but  incorporation  into  co‐culture models  can  enable  the 

investigation of  the  cellular  component  of  the  tumor microenvironment. However,  the 

extracellular component also plays a vital role in cancer progression and representation is 

lacking within current  in vitro models. In this review, organoid technology  is discussed  in 

the context of  liver cancer models through comparisons to other cell culture systems.  In 

addition,  the  role of  the  tumor extracellular environment  in primary  liver cancer will be 

highlighted with  an  emphasis on  its  importance  in  in  vitro modeling. Converging novel 

organoid‐based models with models  incorporating  the  native  tumor microenvironment 

could lead to experimental models that can better recapitulate liver tumors in vivo. 
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Introduction 
Primary liver cancer (PLC) is the second leading cause of cancer mortality worldwide, with 

a steady  increase  in  incidence over the  last few years [1,2]. Each year there are 782.000 

new cases and 746.000 deaths from PLC due to a poor five‐year survival rate of 10.1‐16.6% 

[3,4]. PLC  compromises a heterogeneous group of  tumors,  the most  common  subtypes 

including hepatocellular carcinoma (HCC) and cholangiocarcinoma (CCA). Each subtype  is 

characterized  by  vastly  different  histological  features  and  a wide  variety  of mutational 

landscapes [5,6]. HCC accounts for 80‐90% of all cases of  liver cancer, and  it arises most 

often  in  a  setting  of  chronic  inflammation  and  fibrosis  due  to  hepatitis  B/C  infections, 

alcohol abuse or autoimmune reactions [7,8]. CCA  is subdivided  into  intrahepatic (iCCA), 

perihilar  (pCCA),  and  distal  cholangiocarcinoma  (dCCA),  based  on  its  location  [9].  Each 

subtype vastly differs  in  its clinical presentation and associated  treatment  regimen, and 

although they are relatively easy to distinguish, the plethora of subtypes in PLC makes it a 

very complex cancer to tackle [10,11]. dCCA is beyond the scope of this manuscript because 

it is not PLC. 

The  highly  malignant  behavior  of  PLC  is  not  solely  the  consequence  of  cellular 

transformation. Recently, studies have shown the vital role of the tumor microenvironment 

in  the  initiation, progression,  invasion  and metastasis of  cancer, particularly within  the 

context of PLC  [12‐14]. The  tumor microenvironment  is  composed of a wide  variety of 

stromal cell types, including cancer‐associated fibroblasts (CAFs), endothelial cells, immune 

cells, and the extracellular environment.  

The  complex  interplay  between  primary  tumor  cells,  stromal  cells,  and  extracellular 

environment is a limiting factor in the amount of treatment options currently available for 

PLC. Additionally, the anatomical and functional restrictions of the liver play a role in this as 

well [15,16]. Particularly the dysregulation of the extracellular environment, consisting of 

various  macromolecules,  via  abnormal  extracellular  matrix  (ECM)  remodeling  is  an 

important aspect of cancer progression [17].  Important HCC treatment options currently 

are  resection,  liver  transplantation,  local  ablative  therapies,  chemotherapy,  and  intra‐

arterial treatments [18]. However, curative intent can only be offered in 20‐25 % of patients 

[19,20]. Treatment options for CCA are similar to HCC, although fewer patients are eligible 

for  liver  transplantation  [21,22].  Even  after  curative‐intent  resection  or  liver 

transplantation, recurrence rates remain high with 49‐64% [22]. Thus, there is a clear unmet 

medical  need  to  develop  novel  systemic  and  locoregional  treatments  that  are  able  to 

effectively combat PLC.  

One pertinent cause of the lack of effective treatments in liver cancer is the limited number 

of reproducible, reliable models that are able to faithfully recapitulate the complex in vivo 

situation. Robust animal and human models for PLC can aid in understanding the molecular 
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mechanisms  behind  the  pathogenesis  of  PLC  and provide  pre‐clinical  platforms  for  the 

development of novel  treatments. Mouse disease models and 2D cell  line cultures have 

historically  been  important  pillars  for  preclinical  development  of  cancer  therapeutics. 

Although they have enabled deeper  insights  into cancer biology and tumorigenesis, their 

characteristics  contain  inherent  limitations  towards  their  overall  applicability.  Animal 

models and their relevance in PLC have been extensively reviewed elsewhere [23‐26] and 

is  beyond  the  scope  of  this  review.  3D  culture  has  emerged  as  a  superior model  over 

conventional  2D  culture.  In  particular,  the  establishment  of  adult  stem‐cell  derived 

organoids have gained popularity, due to their robust long‐term cultivation, self‐organizing 

ability and mimicking architecture and function of the representing organ or tumor [27]. 

Herein, we first evaluate the existing in vitro models of PLC, comparing traditional 2D and 

3D cell culture to organoid approaches, with a focus on the limitations and unique aspects 

of  each modality.  Building  upon  this, we  highlight  the  significance  of  the  extracellular 

environment  in  the  development  of  PLC,  and  argue  for  the  potential  benefit  of 

incorporating the extracellular environment into future in vitro models. 

Limitations of current in vitro cancer models  
Tumor‐based in vitro models have been developed with a varying degree of complexity and 

a wide range of quantification methods, from reductionist 2D cell line models to full ‘mini‐

tumors’  including  aspects  of  the  tumor  microenvironment  [28‐30].  Cancer  model 

development has historically been focused on creating an all‐in‐one encompassing model, 

but more  recently models  have  been  designed  to  probe  specific  segments  of  cancer 

development,  including  migration,  invasion,  matrix  remodeling,  intravasation,  and 

angiogenesis [31‐34]. The complexity of the model should be linked to the objectives of the 

study, for example an intravasation model has to incorporate an appropriate environment 

with vessel‐like structures mimicking the basal membrane of blood or  lymphatic vessels. 

The next sections aim to illustrate the characteristics and strengths and weaknesses of the 

various types of in vitro models employed for PLC. Particular focus will be on examples of 

their applications and  the careful consideration  in selecting  the appropriate modality. A 

comparison of the different models, broadly classified into 2D cell lines, 3D spheroid‐based 

models and organoids, is summarized in table 1.  

Two‐dimensional cell line models 
PLC cell lines have been well‐characterized, are low‐cost maintenance, and can be used for 

genetic modification, providing relatively robust and reproducible results [35]. Due to their 

unlimited proliferative capacity, they serve as a platform for high‐throughput and simple 

mechanistic analysis. For example, a wide panel of 25 HCC cell lines was used to investigate 

the  relationships  between  HCC  molecular  subtype  and  specific  drug  responses  [36]. 

Research with 2D cell lines is still ongoing, with a particular focus on establishing novel cell 



Part I. Liver cancer organoids 

23 

lines  with  unique  aspects  that  are  not  well‐represented  in  previous  cell  lines  (e.g., 

gemcitabine resistance in iCCA [37] or a highly tumorigenic HCC [38]).   

Efforts have been made using cell lines to model patient‐specific tumor characteristics, both 

in  terms  of  phenotype  and  genotype  [39,40].  However,  2D  culture  is  inherently 

disadvantaged due to  its culture conditions on a plastic substrate. This culturing method 

does not allow for mimicking of the natural structure of the tumor, and lacks representative 

cell‐cell and cell‐ECM interactions. These interactions have an important role in a wide var‐ 

Table 1. Key differences when comparing cellular characteristics and applications in two‐dimensional 

cell lines, three‐dimensional spheroids and organoids. 

Comparison  2D cell lines  Spheroids  Organoids 

Origin of cells 
Immortalized cell 

lines 

Often immortalized cell 

lines or tumor biopsies 
Tissue‐specific stem cells 

Morphology 
Sheet‐like flat 

monolayer 

Cell‐clusters within 3D 

environment 

Self‐organizing , mimicking 

organ structure 

Drug sensitivity  

Very effective 

due to 2D 

morphology 

More resistant 

compared to 2D, 

better in vivo drug 

response predictor 

Patient‐specific responses and 

matched controls for 

personalized therapy and best 

in vivo drug response 

predictor 

Throughput 

drug screening 

Suitable for high‐

throughput 

screening 

Less suitable for high‐

throughput drug 

screening 

Less suitable for high‐

throughput drug screening 

Resource costs  Low  Medium  Medium‐high 

Heterogeneity  
Cell‐line derived 

from a single cell 

Related to initial cell 

population 

Related to patient used for cell 

isolation 

In vivo features  
Cellular 

properties 

Cell‐cell interactions, 

hypoxia, drug 

penetration, 

production of ECM 

Cell‐cell interactions, 

mutational landscape of 

original tumor, cellular 

heterogeneity 

Long‐term 

expansion 

Immortalized for 

easy expansion 

In few cases long‐term 

reported, loss of 

heterogeneity 

Robust long‐term expansion 

with maintenance of 

heterogeneity 

(Bio)materials 

for culture 

Plastic or 

biomaterial 

coatings 

Wide variety of (bio) 

materials 
Primarily Matrigel/BME 
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iety of cellular activity in PLC, including differentiation, proliferation, gene expression and 

drug responses [41‐43]. Secondly, the monolayer culture results  in unlimited access to a 

serum‐based medium that can lead to a selection procedure for certain cell types, and thus 

another cause for poor translational quality to an in vivo situation. In vivo, serum is lacking 

and nutrient, oxygen, and metabolite gradients are important for the development of PLC 

[44,45]. These gradients are non‐existent in a 2D culture model. As a consequence of the 

limitations of 2D systems for modeling PLC, 3D systems were developed as an alternative 

to better mimic the natural situation.  

Three‐dimensional liver cancer models  
Culturing cells in a 3D environment leads to different morphological and physiological traits 

compared to conventional 2D culture [30,42]. This behavior in 3D is assumed to be more 

reflective of the in vivo behavior of the tumor, as it is able to more accurately mimic the 

native  tumor microenvironment.  The  tempo‐spatial  arrangement  that  is  present when 

adding an extra dimension is crucial in this aspect. This has an effect on cell surface receptor 

interactions  with  other  cells  and  their  environment,  and  also  through  the  physical 

constraints now placed on  the  cells  in a 3D environment  rather  than 2D  [42,46,47]. 3D 

culture has  therefore been more widely adopted  for cancer  research applications,  from 

drug discovery to investigations into cancer cell biology [48,49]. 3D cultures can be broadly 

divided into two approaches: scaffold‐based and scaffold‐free.  

Scaffold‐based models 
Scaffold‐based 3D cultures can be produced via cell seeding on a cellular 3D scaffold or by 

encapsulation into a liquid solution followed by solidification or polymerization of the liquid 

into  a  hydrogel.  Both  synthetic  and  natural materials  are  used  in  PLC  research,  either 

singular or as a combination,  including PVA‐gelatin  [50], matrigel  [51], chitosan‐alginate, 

[52] and collagen [53]. Utilizing an alginate‐based scaffold with multiple HCC cell lines, Takai 

et al. [54] showed that a 3D environment results in better mimicking of glandular epithelium 

and showed more resistance to chemotherapeutic agents compared to 2D. The increased 

resistance  to  (chemo)therapeutic  agents  in  3D  compared  to  2D  is  a  widespread 

phenomenon within HCC culture systems [52,53,55], because they better mimick the in vivo 

situation.  Similar  findings are present  for 3D CCA  cultures  [56,57]. A  current  issue with 

scaffold‐based models for PLC is the wide variety of (bio)materials and cell sources that are 

utilized, making direct  comparisons between  the  effectiveness  and biological  relevance 

strenuous,  thus  hindering  reproducibility.  Creating  a  more  systematic  approach  for 

spheroid  tumor  creation,  for  example  through  a  pre‐selection  for  spheroids  with 

homogenous shape and volume[58], is a possible solution to the cell source variability issue. 

Additionally, comparative studies on materials that are appropriate for PLC mimicking could 

provide more insight into the material of choice.   
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Scaffold‐free models 
Scaffold‐free cultures do not require a base for cells to attach to and are mostly produced 

with bioreactors to direct single cells into spheroid‐like structures, including forced floating, 

hanging drop, and agitation‐based bioreactors [49,59,60]. Spheroid cultures are also more 

resistant to chemotherapy, possible due to the  increased cell‐cell  interactions and steric 

hindrance caused by their aggregation [61]. HCC cells cultured within a Rotating Wall Vessel 

(RWV)‐bioreactor were used to screen for metastasis‐related genes [62]. The 3D spheroid 

was required to  identify adhesion molecules and other cell‐cell  interaction‐related genes 

[62], which is not possible with 2D cell culture. Combining scaffold‐free and scaffold‐based 

techniques,  Tang  et  al.  [63]  used  a  Poly(lactic‐co‐glycolic  acid)‐scaffold within  a  RWV‐

bioreactor to create tumor‐like spheroids with high metastatic potential. The 3D spheroid 

was more closely resembling in vivo metastatic HCC tumors in regards to metastasis‐related 

gene  expression,  protein  secretion,  and  tumorigenicity  compared  to  2D  models  [63]. 

Nevertheless, this study did not compare the tumor characteristics of the 2D and 3D model 

to the original patient‐specific tumor, but rather to general metastatic HCC tumors.  

Thus, 3D cultures using both patient‐derived and mutation‐induced PLC cell lines, whether 

scaffold‐based  or  scaffold‐free,  still  exhibit  important  limitations.  These  include  lack  of 

genetic diversity found in the original tumor after long‐term expansion and unavailability of 

patient‐matching healthy control cells. 

Emerging organoid models 
The  term  ‘organoid’ has been used  for a variety of different  culture  conditions  [64,65], 

predating back  to 1992  for mammary gland cell cultures  [66]. For  this  review,  the  term 

organoid will refer to continuously proliferating primary epithelial cells that are embedded 

in a 3D matrix, specifically driven by Lgr5+ stem cells [67].  

Organoid culture systems  
The establishment of organoid culture is fundamentally based on the notion that there are 

cells residing within each organ that possess stem cell characteristics and a self‐organizing 

capacity. Various  culture  systems have been  reported  for  these epithelial  cells, but  the 

missing ingredient was the lack of robust long‐term culture possibilities. With the discovery 

of LGR5 as a marker for these adult stem cells about a decade ago, a novel in vitro system 

was developed  that was  able  to  sustain  long‐term  culture  [67]. The embedment  into  a 

laminin‐rich 3D matrix, Matrigel or Basement Membrane Extract (BME), allows epithelial 

organoids  to  form  from  single  Lgr5+  adult  stem  cells  [67].  Through  organ‐dependent 

adaptations to the protocol, organoids have since then been established from a multitude 

of  organs,  including  liver  [68],  prostate  [69],  colon  [70],  lung  [71],  pancreas,  [72]  and 

recently also for human cancers, including PLC [73].  
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Although organoids possess qualities that are similar to 3D spheroid culture of established 

cell  lines,  there are  certain  fundamental differences between  the  two  culture methods. 

Firstly, a unique aspect of organoid culture is their ability to be established from patient‐

specific  material  and  thus  provide  a  solid  platform  for  potential  precision  medicine 

approaches  through  direct  chemotherapeutic  testing  or  through  molecular 

characterization. Organoids initiated from non‐tumor healthy cells from the same patient 

additionally  provide  a  reliable  control  for  comparative  studies  to malignant,  neoplastic 

cancer  cells.  Furthermore,  through  organoid  culture  pre‐cancerous  cell  types  can  be 

propagated, expanding the different stages of cancer progression that can be investigated 

in vitro. Lastly, organoids, although relatively complex 3D structures, are highly amendable 

to a variety of characterization techniques, both molecular and cellular. Furthermore, they 

can  be  genetically  modified  to  investigate  cancer  progression‐related  mechanisms 

including, but not limited to, the discovery of cancer driver genes and drug resistance. 

Primary liver cancer (PLC) organoids  
Human PLC organoids have been established  in  several  studies  [73‐75]  (Figure 1A). The 

principal study successfully developed organoids  representing  three major  types of PLC: 

HCC, CCA, and a combined hepatocellular‐cholangiocarcinoma (CHC) [73]. Because of the 

differences in PLC subtypes, different media were developed and used for culturing these 

different  organoids.  There  was  a  high  level  of  similarity  between  the  histological 

appearance of the primary tumors and the associated tumor organoids, even after  long‐

term culture [73]. With this in mind, the organoids were used for a variety of applications 

including  prognostic  biomarker  discovery,  drug  response  studies with  a  small  panel  of 

drugs, and the  identification of genes that are associated with a worse prognosis  in PLC. 

Correlations between mutational profiles and drug sensitivities were probed, as well as the 

discovery of a potential new  therapeutic drug, SCH772984,  for PLC.  In a similar  fashion, 

Nuciforo et al. confirmed the maintenance of morphology, tumor marker expression, and 

genetic heterogeneity of organoids compared  to  the originating  tumor by obtaining  the 

organoids  from  tumor needle biopsies  [74]. Building upon  this,  Li et al. expanded drug 

responses  from  PLC  organoids  by  using  a  panel  of  129  cancer  drugs  on  HCC  and  CCA 

organoid  lines,  finding  that  there  is  a  substantial  intertumor  as  well  as  intratumor 

heterogeneity present [75], highlighting the importance of using organoids as part of the 

pre‐clinical drug discovery pipeline. The next vital step for organoids to become established 

as a valid pre‐clinical platform is to investigate the similarities between patient responses 

and  the  responses  of  the  patient‐derived  organoids  to  therapeutics.  Combining  these 

efforts with  the  set‐up of an organoid biobank, as already underway  for  colorectal and 

breast cancer [76,77], will be important next steps in the validation of organoids.  
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A  different  approach  to  study  PLC with  organoids  is  through  driving  healthy  organoids 

towards  cancer  through engineered genetic mutations  (Figure 1B). Via  this mechanism, 

tailor  made  PLC  organoids  can  be  created  to  examine  the  effects  of  certain  genetic 

mutations on  the  initiation, progression and drug  responsiveness of PLC. To  this extent, 

murine liver organoids were transduced with lentiviral vectors to induce KRAS activation, 

known to control cell proliferation and often associated with cancer development [78]. In 

this study, no single genetic alteration could induce tumor formation, but mutant KRAS with 

repression of other major  tumor  suppressor genes co‐operating was  required  to  induce 

tumor development. Additionally,  two presumed oncogenes  (mutant Pik3ca and FGFR2‐

AHCYL1  fusion)  in  iCCA  were  induced,  but  showed  to  be  only  modest  drivers  for 

tumorigenesis  in  liver‐derived  organoids,  suggesting  that  additional  mutations  and/or 

environmental or epigenetic factors are required. 

Figure 1. Generation of human primary liver cancer organoids. (A) Primary liver cancer organoids can 

be generated from neoplastic tissue via cell isolation. Paired non‐neoplastic tissue can be obtained for

control liver‐derived organoids of the same patient. (B) Alternatively, liver tissue from healthy individuals

or patients with liver disease at premalignant stages could be isolated and genetically modified in vitro 

to create various stages of primary liver cancer development. 
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Current limitations of organoid models 
Although organoids are widely regarded as a highly promising personalized in vitro model, 

several limitations are still present. As PLC contains substantial intertumor and intratumor 

heterogeneity, at present it is unknown how this cellular heterogeneity is recapitulated in 

the organoid cultures. Even though PLC organoids presumably are derived from rare cancer 

stem cell populations residing in tumors, to date it is unclear whether all cancer stem cell 

clones  have  similar  organoid‐initiation  potential  [73].  Organoids  are  solely  epithelial‐

sourced, and thus cannot fully recapitulate the complicated tumor microenvironment. They 

lack blood vessels, immune cells, CAFs, amongst other relevant cell types. Drug responses 

and  cancer  progression  are  heavily  influenced  not  only  by  the  primary  tumor  cells 

themselves but also the complete microenvironment  in which these cells thrive. Various 

studies  have  focused  on  combining  organoids  with  the  restoration  of  the  immune‐

component of the TME, including co‐cultures with lymphocytes [79] and stromal cells [80]. 

These efforts are instrumental in creating a cancer model that faithfully recapitulates the 

complete tumor. 

Concurrently,  the  predominant  protocol  of  organoid  culture  requires  animal‐derived 

hydrogels,  such  as Matrigel or BME. Although well‐suited  for  the  culture  of  organoids, 

finding  better  matrices  is  pertinent  due  to  the  lack  of  controlled  modifications  and 

undefined growth factors present. Next generations of matrices for organoid culture are 

being explored, for example a synthetic PEG‐based hydrogel was able to support murine 

liver organoid expansion to a certain extent [81]. Building upon this, other attempts have 

successfully managed to create alternative hydrogels that allow for organoid formation and 

expansion with, in some cases, similar efficiency as Matrigel [82,83].  

Converging  these  last  two  limitations  of  tumor  organoids  show  a  clear  common 

denominator and underexplored topic: the extracellular environment of the tumor. Shifting 

the  focus  towards  the extracellular environment  allows  for  investigations  into  cell‐ECM 

interactions, while at the same time exploring ways to find alternative culturing methods 

for  cancer  organoids.  Hence,  this  review  will  delve  more  into  the  critical  role  the 

extracellular  environment  plays  in  PLC.  We  will  discuss  the  possibility  of  converging 

organoid‐based  models  with  systems  incorporating  models  of  the  tumor 

microenvironment. In turn, this can lead to a better understanding of the biology behind 

ECM composition and its influence on carcinogenesis.  

The liver cancer extracellular environment  
The classical view of cancer development through cancer cells accumulating consecutive 

genetic mutations  in a multi‐step process has been the predominant outlook for the  last 

decades. Genomic‐focused studies have found various  important  (driver) oncogenes and 
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tumor  suppressor  genes  but  with  relative  modest  success.  This  has  led  to  a  more 

comprehensive view  that sees  tumor progression as a dynamic crosstalk‐driven element 

that encompasses the complete microenvironment of the tumor [84,85]. Thus, a deeper 

understanding  of  these  interactions  occurring  in  the  tumor microenvironment,  herein 

focused on the tumor extracellular environment, is required to fully understand biology in 

both HCC and CCA. This extracellular environment consists of a wide variety of components 

including macromolecules (i.e. collagen, fibronectin, laminin, elastin), remodeling proteins, 

matrix  metalloproteinases  (MMPs),  and  cytokines,  each  playing  a  different  role  in 

carcinogenesis [86‐88]. HCC often develops in already damaged environments containing 

large areas of inflammation and fibrosis [89], while CCA is often characterized by notable 

desmoplasia [90]. Important to enhancing our understanding of the tumor environment is 

to elucidate  the contribution of distinct components within the TME towards  the tumor 

progression.  

Role of the extracellular environment in hepatocellular carcinoma  
Hepatocellular  carcinoma  is  a  fairly  unique  carcinoma  in  that  fibrosis  and  chronic 

inflammation, by hepatitis B and C commonly precedes the development of HCC [91], with 

up to 90% of HCC cases experiencing fibrogenesis [92]. In general, a pathological hallmark 

of carcinoma is the abundant deposition of ECM. Multiple cellular sources are responsible 

for  this  phenomenon, most  prominently  CAFs,  inflammatory  cells,  and  to  some  extent 

primary tumor cells undergoing epithelial‐to‐mesenchymal transition (EMT) [93]. CAFs are 

able to efficiently turnover the composition of the matrix by, on the one hand, producing 

ECM  components  and, on  the other hand,  secreting matrix metalloproteinases  (MMPs) 

[94]. These fluctuations in proteomic‐content can cause genetically similar cells to exhibit 

highly differential responses, and this heterogeneity  in phenotype has been shown to be 

important for diagnosis and treatment [95]. Matrix remodeling exhibits itself in a variety of 

ways, including the distribution of laminins, fibronectin and collagen IV indicating the level 

of  differentiation  of  the  tumor.  Particularly,  Laminin‐322  is  important  in  hepatocellular 

carcinoma [96,97]. Giannelli et al. showed that the presence of Laminin‐5, recently renamed 

to  Laminin‐322,  was  associated  with  a  higher  occurrence  of  metastasis  and  a  worse 

prognosis in HCC patients [97]. It also plays a prominent role in maintaining quiescence and 

increasing resistance of the cells residing  in the cancer stem cell niche  in HCC cases that 

have hepatic progenitor cell features [98]. More than  just singling out the  importance of 

Laminin‐322, these studies show that tumor behavior  is highly plastic and dependent on 

the micro‐environmental components for input. Additionally, differentiated tumors show 

an  intact basement membrane whereas undifferentiated  tumors show a more defective 

basement membrane  composition, possibly  linked  to  increased  invasion and metastasis 

[99,100]. By using a novel quantum dot‐based multiplex imaging technique in combination 

with conventional  immunohistochemistry, Fang et al. showed that the remodeling of the 
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ECM  is  a  continuous  process  that  occurs  throughout  HCC  progression  and  allows  for 

invasion  of HCC  cells  into  the  surrounding  tissue,  particularly  through  collagen  type  IV 

degradation [101]. Furthermore, Zhang et al. [102] used large‐scale transcriptome analysis 

to  show  that  extracellular matrix  protein  interactions  contributed  to portal  vein  tumor 

thrombus (PVTT), a serious complication of HCC. It is evident from these studies that the 

composition and presence of specific ECM‐related proteins are important in altering cancer 

cell  behavior  in  HCC.  Particularly  EMT  is  heavily  intertwined  with  a  deregulated 

environment in HCC, as tumor metastasis is prompted by Twist1, a vital regulator of EMT, 

through subsequent MMP activation  [103]. Furthermore, periostin, an EMT protein, has 

been found to be overexpressed in HCC compared to healthy liver [104].  

Besides  composition,  the  physical  properties  of  the  TEE  also  influences  PLC  through 

providing biochemical and mechanical cues to PLC cells, with integrins regulating internal 

signaling  pathways.  Lysyl  oxidase  2  (LOXL2) modifies  the  stiffness  of  the  extracellular 

environment in HCC through cross‐linking of fibrillary collagen I, which is involved in tumor 

growth and metastasis  [105]. Subsequently,  integrin beta‐1 expression was upregulated 

with  an  increased  mechanical  stiffness  of  the  TEE  in  vivo,  and  was  correlated  with 

Edmondson’s pathological grade, metastasis and Hepatitis B infection [106].  

Role of the extracellular environment in cholangiocarcinoma  
A  prominent  desmoplastic  extracellular  environment  is  a  hallmark  of  CCA,  the  bulk 

consisting  of  collagen  type  I  and  fibronectin  [107].  Particularly  increased  deposition  of 

tenascin is correlated with worse patient outcomes, increased tumor size, and metastasis 

to  the  lymph  node  [108].  Similarly  to  HCC,  periostin  is  also  expressed  in  stroma  and 

epithelium  of  CCA,  and  a  prognostic marker  for  shortened  survival,  thus  showing  the 

potential link with EMT and the extracellular environment in CCA [104]. Modulation of the 

TEE in CCA is caused by MMP‐7 and MMP‐9, and their expression is associated with a worse 

prognosis and lymph node metastasis, respectively [109,110]. The TEE indirectly influences 

other important processes related to tumor progression, e.g. localized matrix modulation 

is  required  for  the  formation of new blood  vessels within  the  tumor environment  [12]. 

Angiogenesis  is necessary  for  sufficient nutrients  and oxygen  to  support  growth of  the 

tumor, and  this process  is regulated by metalloproteinases and cathepsin B  in CCA  [12]. 

Lower survival rates, higher re‐occurrence rates and increased metastasis are all linked to 

angiogenesis in iCCA patients [111]. Possible targeting of the matrix to prevent angiogenesis 

occurrence could provide novel therapeutic targets for CCA in the future.  

Another  effect  of  the  desmoplastic  TEE  is  through  an  increased  rigidity  resulting  from 

remodeling proteins, particularly LOXL2  in CCA, crosslinking collagens and elastins  [112]. 

Cells respond to different stiffness levels through re‐organization of the cytoskeleton, with 

mechanosensors Yes‐associated protein (YAP) and its transcriptional co‐activator with PDZ‐
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binding motif (TAZ) playing important roles acting as transducers of mechano‐information 

[113‐115]. Under healthy circumstances, the rigidity of the ECM provides tumor‐suppressor 

functions [116], but during tumor progression the increased rigidity of the ECM can increase 

malignant behavior of tumor cells through stimulating the nuclearization of YAP [117]. As a 

result, almost all CCA patients exhibit a high expression of YAP and TAZ [118], and increased 

interest has been taken in strategies targeting YAP. With only limited animal models of CCA 

available that give attention to YAP/TAZ, a focus on better in vitro models that incorporate 

the ECM could give more mechanistic insight into its role in CCA progression.  

Adapting organoid models to study liver cancer cell interactions with 

the extracellular environment  
With the vital role the extracellular environment plays  in all facets of tumor biology,  it  is 

evident that creating an  improved  in vitro model of tumor performance requires a close 

mimicking  of  the  composition,  morphology  and  characteristics  of  the  environment. 

Currently,  research  into  elucidating  interactions between  the  extracellular  environment 

and cancer cells in PLC is relatively scarce. Particularly organoids as a platform for studying 

cellular interactions with the tumor extracellular environment in the context of PLC is non‐

existent, thus we  look towards alternative culture models to highlight the  importance of 

adapting organoid models to study these interactions. Broguiere et al. [83] used a soft fibrin 

gel with laminin‐111 supplementation to allow for the culture of multiple organoid types, 

including  PDAC.  This well‐defined matrix  is  the  first  to  show  formation  and  long‐term 

expansion of organoids encompassing progenitor as well as differentiated cells, in a similar 

fashion  to  Matrigel.  Using  this  novel  culture  method,  they  were  able  to  probe  the 

mechanical  forces  related  to  the  interactions  between  intestinal  organoids  and  the 

environment, finding that the transition from spherical to budding organoids also showed 

a transition in contractile forces present. Although not directly coupled to tumor biology, 

this proof of concept shows the possibilities in uncovering tumor organoid interactions with 

the extracellular environment through exploring alternative culturing methods and probing 

singular effectors such as specific ECM components.  

In direct relation to PLC, but using cell lines, Schrader et al. [119] showed that an increased 

matrix stiffness, characteristic of a fibrotic and cirrhotic  liver environment,  increased the 

proliferative  capacity and chemotherapeutic  resistance of HCC  cells  in vitro  (Figure 2A). 

Interestingly, cancer stem cell characteristics were also  influenced by the stiffness of the 

matrix, with low stiffness resulting in a cell population with increased clonogenic capacity. 

It is evident that the mechanical characteristics of the environment profoundly impact the 

phenotype of  liver cancer cells  in vitro, congruent with  in vivo findings [120]. Tang et al. 

[121] uncovered the interplay between mechanotransduction and biochemical signaling on 

regulation  of  cell  fates  in  HCC  by  using  a  stiffness‐tunable  scaffold  and  TGF‐β1  as  a 
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biochemical cue. Synergies between matrix stiffness and biochemical signaling was seen 

through different  levels of migratory and  invasive activity  in HCC cells  (Figure 2B). Some 

aspects of tumor biology are regulated by single aspects of the extracellular environment, 

while  others  require  the  synergy  of  the  encompassing  environment  and  the multiple 

functions of the environment, and different in vitro models should be utilized depending on 

the  objective.  For  example,  in  HPC‐related  HCCs  the  presence  of  laminin‐332  in  vitro 

induced  a phenotypic  switch  resulting  in  a more quiescent  cell  state,  and  an  increased 

resistance to doxorubicin and sorafenib [98] (Figure 2C). Chaijan et al. [122] attempted to 

model  invasion  of  CCA within Matrigel  in  vitro,  by  showing  that  the  ECM,  in  this  case 

Matrigel, promotes invasive outgrowth through L‐plastin upregulation. However, Matrigel 

is  considered  a poor  substitute  for  true  in  vivo  recapitulation of  the  TEE,  and  this was 

confirmed through the lack of correlation between L‐plastin expression in CCA tumors and 

tumor differentiation  and metastatic  status  [122]. Alternative  ECM‐mimicking materials 

that more closely resemble the intricate composition and structure of the TEE could prove 

fruitful  for  these  applications,  however  engineering  highly  complicated  structures  is  a 

difficult challenge. Decellularization, a technique used to isolate the extracellular matrix of 

a tissue, is a promising top‐down approach to study the extracellular environment that can 

complement the more bottom‐up approaches currently utilized. Through harnessing the 

body’s ability  to  create  complex  structures,  specific  features of  the  tumor environment 

remain intact. Although more widely adopted in (healthy) tissue engineering strategies for 

organs including heart [123], kidney [124], cartilage [125] and liver [126], decellularization 

could also play a role in unravelling tumor biology and matrix‐cell interactions. Miyauchi et 

al. [127] used decellularized fibrotic rat livers to create a native‐like scaffold for HCC cells. 

Compared  to  a  healthy  decellularized  liver  scaffold,  HCC  cells  showed  an  increased 

induction of EMT phenotype,  increased proliferation and  increased chemoresistance, all 

vital ingredients for cancer progression in vivo (Figure 2D). This culture system is optimally 

suited to explore the biological behavior of cancer cells within natural fibrotic or healthy 

environments. Recently, Salim et al. [128] were able to decellularize and compare healthy, 

fibrotic and hepatocellular  carcinoma  rat  liver  samples on a primarily histological basis. 

Although the study design was basic and lacking any type of recellularization, it paves the 

path for more research  into the use of decellularized scaffolds as a basis for  in vitro PLC 

research. The usage of rat‐derived livers in both previous studies is an important limitation 

of this technique. Additionally, this top‐down approach is not suitable for studying singular 

aspects  or  components  of  the  TEE,  thus  should  be  seen  as  complementary  to  other 

extracellular matrix mimicking techniques. 
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Figure 2: In vitro culture models to highlight the importance of the extracellular environment. (A) 

Flow cytometric analysis of cancer stem cell markers CD133 and CD44 in HepG2 cells cultured on soft 

or stiff matrices for 5 days shows effect of matrix and chemotherapy on stem cell marker expression. 

Adapted  with  permission  [119].  Copyright  2019  American  Chemical  Society.  (B)  Representative 

trajectories  of  HCC  cell  migrations  in  different  matrices.  Adapted  with  permission  [121].  (C) 

Proliferative capacity of coated and non‐coated HepG2 cells after doxorubicin or sorafenib treatment 

for 48h (n=4). Laminin‐322 coating  increased chemoresistance of HepG2 cells. (scale bars 100 μm) 

Adapted with permission  [98].  (D)  Immunofluorescence staining showing the number of vimentin‐

positive  cells  is  increased  and  E‐cadherin‐positive  cells  is  decreased  in  a  fibrotic  liver  scaffold 

compared to normal liver, indicating the promotion of EMT phenotype. (scale bars 100 μm) Adapted 

with permission [127]. 
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Conclusions  
The ideal in vitro pre‐clinical PLC model would eliminate species differences encountered 

in in vivo mouse models, and be able to accurately recapitulate the in vivo tumor of each 

individual  patient,  and  allow  for  (direct)  drug  response  testing.  To  this  extent,  the 

emergence of organoids  in PLC has been highly promising as a physiologically relevant in 

vitro model. The fact that organoids can be established with high efficiency from patient‐

derived tissues, can represent the diverse spectrum of cancer subtypes, and can be used 

for both basic and  translational  research shows  the high potential and versatility of  this 

platform.  In the future,  it  is vital to confirm the currently anecdotal validation, mainly  in 

cystic fibrosis, of organoids as diagnostic tools and obtain robust specificity and sensitivity 

data  on  drug  responses  in  organoids  derived  from  individual  patient’s  tumors.  Recent 

results with gastrointestinal organoids in a clinical setting have been hopeful [129]. Well‐

designed prospective clinical trials on transcriptome, genome and biochemical analysis on 

organoids  for  correct  stratification  of  PLC  subtypes  could  result  in  organoid  profiling 

becoming a mainstay in both preclinical drug discovery and personalized guidance on future 

treatment of cancer patients.  

However,  the  ideal  in  vitro model  should  also  include  the  incorporation  of  the  tumor 

microenvironment.  Efforts  are  underway  by  co‐culturing  cancer  organoids with  cellular 

components of the microenvironment, but the dependence on a basement membrane‐like 

matrix is a hindrance for revealing the full potential of tumor organoids. Thus, incorporation 

of improved extracellular matrix mimicking substrates into a physiologically relevant in vitro 

system  for  experimental  liver  cancer models  could  increase  our  understanding  of  the 

biology  behind  tumor  extracellular  matrix  composition  and  its  influence  on  cancer. 

Converging  novel  organoid‐based models with  systems  incorporating  the  native  tumor 

microenvironment  could  lead  to experimental models  that  can better  recapitulate  liver 

tumors in vivo.  
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Summary 
Reliable  establishment  of  tumor  organoids  is  paramount  to  advance  applications  of 

organoid technology for personalized medicine. Here, we share our multi‐center experience 

on initiation and tumorigenic confirmation of hepatobiliary cancer organoids. We discuss 

current  concerns,  propose  potential  solutions,  and  provide  future  perspectives  for 

improvements in hepatobiliary cancer organoid establishment. 
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Introduction 
Hepatobiliary cancer (HBC), including hepatocellular carcinoma (HCC), cholangiocarcinoma 

(CCA), and gallbladder carcinoma, is the third leading cause of cancer mortality in the world, 

with  a  steady  increase  in  incidence  over  the  last  years  [1].  HCC  and  CCA  are  each 

characterized by unique histological features and a widely variable mutational landscape. 

Curative‐intent  treatment  options  include  surgical  resection,  local  ablation,  or  liver 

transplantation, but few patients are eligible due to late diagnoses. Moreover, recurrence 

rates  remain high,  likely driven  by  a  lack of  novel  therapeutics  targeted  to  the  unique 

genetic, epigenetic, and phenotypic features of HBC. There is a pressing need for a precise, 

relatively inexpensive, easily scalable drug testing strategy, as current methods fall short, 

with only 3.4% of newly developed drugs successfully passing phase I–III clinical trials [2].  

Tumor organoids have been developed for a multitude of cancers, including HBC, and have 

shown promise as an in vitro model system for precision medicine, particularly considering 

their ability to retain key characteristics of the original tumor [3]. In addition, they enable 

new  therapeutic  approaches  and  the  possibility  of  high‐throughput  drug  testing.  The 

concept to obtain a tumor specimen from an HBC patient, establish and propagate tumor 

organoids, perform high‐throughput drug screening, followed by choice of most efficacious 

drug to treat the patient seems within reach. It is encouraging that for a number of cancers, 

e.g. breast, colorectal, and pancreatic cancer, trials assessing the predictive value of tumor 

organoids have been successful, with drug responses of tumor organoids highly correlating 

with patient responses [4]. However, HBC has been pressingly absent in these trials yet. For 

personalized medicine applications, the success rate of organoid establishment is a critical 

factor, as clinical translation only accessible to a fraction of patients is a difficult reality. We 

believe a critical bottleneck for using HBC organoids for personalized drug screening is the 

current relatively low success rate for initiating these organoids. To advance the field, we 

need to better understand the state of the art of organoid establishment for HBC in a multi‐

center endeavor. 

Here we present  a multi‐center  experience of HBC organoid  initiation  and  tumorigenic 

conformation. The goal is to assess the current state of the art of HBC organoid technology, 

identify potential causes of failure, and suggest methods for improvement of efficiency of 

establishment and expansion.  

Recent achievements using HBC organoids  
Organoid technology provides a novel and exciting platform for studies of cancer biology, 

biomarker discovery, and drug responsiveness. Broutier et al.  [5]  first demonstrated the 

ability to culture HCC and CCA organoids (HCCO, CCAO) from resected tumors, and included 

a  thorough  characterization  of morphology,  transcriptome,  and mutational  landscape. 
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Notably, drug screening showed variable inter‐organoid responses, confirming the value of 

HBC  organoids  for  in  vitro  drug  testing.  In  a  subsequent  study, HCCO  and  CCAO were 

obtained  from needle biopsies, –  confirming  the methods’ efficacy  and broadening  the 

patient pool [6]. Additionally, another study performed a drug screening on multiple HBC 

tissues obtained  from  spatially distinct areas within  same  tumors  [7]. This  revealed  the 

existence of not only genetic and epigenetic, but also drug‐response, intra‐tumor and inter‐

tumor heterogeneity. In addition, the study identified several potential pan‐effective drugs 

[7]. Specifically  in CCAO, Saito et al.  [8]  identified new potential therapeutic agents, and 

demonstrated  that CCA‐related mutations were  responsible  for  (in)sensitivity  to specific 

drugs. Collectively,  these  studies  show great promise  to establish high‐throughput drug 

screens in HBC organoids, aiding general drug development. However, current personalized 

treatment options remain absent. Interestingly, Lampis et al. [9] established CCAO from a 

chemo  refractory  patient  (n=1),  which  maintained  chemo‐resistance  in  culture. 

Unfortunately, this was not further compared to normal cholangiocyte organoids or CCAO 

from other patients, and the chemo‐resistance observed was not specific to the drugs that 

the patient received. Furthermore, the low sample size is clearly insufficient for any patient 

correlation studies. We therefore pose that larger patient cohort studies are required, and 

for this, we need to uncover and address the establishment efficiency of HBC organoids.  

Multi‐center evaluation of HBC organoid initiation and tumorigenic 

confirmation 
We established an international, multi‐center, dataset by making an inventory of HCCO and 

CCAO  initiation  attempts  from  institutes  of  four  countries  (UK,  USA,  Japan,  and  the 

Netherlands). We included specimens from a total of 174 patients, ranging in age from 24 

to 89 years, with a male to female ratio of 2.6 for HCC and 0.7 for CCA (Table S1). In total, 

64.9%  (113/174)  initially  formed organoids  from  tumor  tissue, of which 67.0%  (73/109) 

were tested for tumor‐like properties including mutational analyses and tumor formation 

after xenografting. After confirmation of  tumor‐properties, 17 HCCO and 31 CCAO were 

successfully  established.  This  combines  to  an  overall  establishment  efficiency  of  28.2% 

(19.3% for HCC and 36% for CCA, Fig. 1A). To identify significant predictors for success we 

performed binomial logistic regression analysis for age, sex, liver disease, cirrhosis, lymph 

node  metastasis,  differentiation  status,  and  medical  center  of  origin.  For  CCAO,  no 

parameters showed significant predictive correlation with success rate (Fig. 1B). For HCCO, 

sex was the only significant predictor for success (Fig. 1B), with higher success rate in female 

patients (p=0.01), possibly due to gender disparities present within HCC characteristics. Of 

note, we have not succeeded  in establishing organoids  from  transplantation specimens, 

albeit with  limited amount of  total attempts  (n=16). Additionally,  for HCC we have only 

successfully  cultured moderately  and  poorly  differentiated  tumors,  in  agreement with 

current literature [5, 6], while for CCA all differentiation grade tumors were successfully  
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Figure 1. Overview of HBC organoid initiation. (A) Overall success rate of CCAO and HCCO initiation. 

The complete dataset can be found in the supplementary information. (B) Success rate for CCA (top) 

and  HCC  (bottom)  organoids  separated  on  sex,  method  of  tumor  tissue  acquirement,  tumor 

differentiation status, presence of lymph node (LN) metastasis, cirrhosis, and medical center of origin. 

N/A indicates that this center did not have any attempts at initiating HCCOs. P‐values were obtained 

through binomial logistic regression (bayesGLM function in R) with success/failure as the dependent 

variable. Hopkins =  Johns Hopkins University, ErasmusMC = Erasmus Medical Center, Keio = Keio 

University, Cambridge = The Gurdon Institute, Cambridge University. CCA = cholangiocarcinoma, HCC 

=  hepatocellular  carcinoma.  (C)  Overview  of  current  challenges  and  potential  solutions  for  HBC 

organoid establishment from CCA, HCC, and GBC tissue. Red textboxes indicates the challenges that 

are currently present, green  textboxes  indicates  important considerations and potential solutions. 

scRNAseq  =  single‐cell  RNA  sequencing,  WES  =  Whole  Exome  Sequencing,  GBC  =  gallbladder 

carcinoma, HBC = hepatobiliary cancer. 
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cultured. In our dataset, concurrent diagnosis of cirrhosis did not influence the success rate 

of  HCCO  establishment.  Lastly,  there  was  variation  in  success  rate  among  centers, 

particularly  in  HCC,  though  this  did  not  reach  statistical  significance.  For  sure,  further 

collaboration between centers and standardization of protocols could provide a good basis 

for  improvements  in overall  success  rate.  In  all,  the  relatively  low  global establishment 

efficiency  appears  to  be  a  significant  limitation  for  personalized medicine  applications. 

Below, we  discuss multiple  non‐mutually  exclusive  reasons  that  form  the  basis  for  the 

establishment efficiency data of HBC organoids (Fig. 1C).  

Challenges and potential solutions to increase HBC organoid 

establishment 

Sample manipulation logistics and culture initiation 
An important factor to increase success in establishing tumor organoids is standardization 

of logistics of tumor tissue collection. Our common experience indicates that the quality of 

the sample is linked to tumor organoid initiation success. Total handling and transport time 

is crucial, as increasing periods of warm ischemia is detrimental to cellular viability. Limiting 

the time between collection and processing the sample, but also transport conditions such 

as  keeping  the  tumor  sample  on  ice  and  in  organ  preservation  fluid,  improves  cellular 

viability and with that, organoid initiation. It is thus paramount to create an efficient and 

standardized  procedure  for  logistics,  and  differences  herein  could  explain  some  of  the 

variance  in  success  rates  between  centers  as  well  as  differences  observed  between 

resection and transplantation. The next critical step  is tissue dissociation and  isolation of 

neoplastic cells. HCC tissue is often necrotic, which limits the isolation of viable tumor cells. 

CCA tissue  is classically associated with desmoplasia, an excess deposition of connective 

tissue, also limiting the amount of cancer cells present. Additionally, single‐cell sequencing 

revealed  that  biopsies  from  HCC  and  CCA  tissue  can  have  large  variations  in  cellular 

composition, and related varying number of tumor cells [10]. These results highlight how 

sample collection and processing are paramount to enhance organoid formation efficiency. 

Extra care should thus be taken to obtain a piece of tissue that contains viable tumor cells. 

For HCC, this process typically involves making attempts to collect tissue with relative low 

percent of macroscopic necrotic  tissue, while  for CCA,  this process  involves  collecting a 

larger tissue sample. 

Tumor confirmation and characterization 
Confirmation of tumor‐properties for HBC organoids is crucial and requires prior expansion 

to  obtain  sufficient  amounts  of  cells.  However,  this  process  can  be  disturbed  by 

contamination  of  tumor  cells with  non‐malignant  epithelial  cells  in  the  early  stages  of 

culture. We observed that HBC organoids are able to expand for an extremely  long time 

(>150 passages) compared to non‐malignant organoids (growth arrest start around passage 
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20).  However,  normal  cholangiocyte  organoids  can  show  a  more  robust  proliferative 

capacity, overgrowing tumor organoids through this proliferation advantage [5, 11]. Thus, 

a  mixed  group  of  cells  could  become  a  pure  non‐tumor  organoid  population.  This 

observation has  important  implications for confirming tumorigenicity of the organoids at 

early culture passages, as false positives can occur due to the mixed population present at 

that moment. Solutions include separation of individual organoids based on differences in 

morphology. HCCO and, to a  lesser extent, CCAO have a different morphology  (i.e. solid 

structures)  compared  to  their  normal  counterparts  (i.e.  cyst‐like  structures).  This 

morphological difference allows for handpicking tumor organoids. Furthermore, selection 

medium for favorable growth of tumor organoids based on typical driver mutations (e.g. 

nutlin‐3a for tumor cells harboring a TP53 mutation) could help overcome normal organoid 

outgrowth, but also could limit heterogeneity recapitulation of the original tumor.  

Transcriptomic insights  
Recent analysis of cancer stem cells (CSCs) in HCC confirmed the presence of a high level of 

biological and  transcriptomic  intra‐tumor heterogeneity at  the single‐cell  level  [12]. This 

heterogeneity is linked to self‐renewal capacity in HCC cell lines, whereby differences in CSC 

marker  gene  signatures  (CD133+,  CD24+,  EpCAM+)  were  associated  with  distinct 

(proliferative) signaling pathways. This could be an obstacle to establish HCCOs, as it could 

potentially  limit  self‐renewal  capacity,  organoid  establishment,  and  intra‐tumor 

heterogeneity  recapitulation. Zhao et al.  [13] showed  that within HBC organoids, a high 

intertumoral heterogeneity is present, particular with regard to CSC markers CD133, CD44, 

and EpCAM. For example, some organoids are classified as having a proliferative advantage, 

specifically driven by CTNNB1+ cells, while HBC organoids derived from other patients are 

driven through different primary cell clusters. Heterogenic subgroups of CSCs could play a 

pivotal role in initiating proliferation and development of HBC organoids. Thus, finding the 

key  to unlimited proliferative potential  for  these  tumor organoids  in  vitro  is  related  to 

finding the true driver(s) of CSC proliferation in the patient. In‐depth single‐cell sequencing 

of malignant  cells  in  a  cohort  of  HCC  patients  could  aid  in  this  process.  Furthermore, 

comparing  CSC  marker  ratio’s  between  patient‐paired  HCCO  and  tumor  tissue  could 

uncover whether  there  is a preference  for  certain  subgroups  to expand  into organoids. 

These advances will help elucidating the abilities of CSCs and in turn can provide directions 

for defining the appropriate medium composition for HBC organoids. To note,  long‐term 

culture of human adult tissue‐derived hepatocyte organoids has not been achieved yet [14]. 

This indicates that the optimal pathway stimulating conditions are yet to be discovered for 

human hepatocyte organoids, and advancements herein could also have  implications for 

HCCO medium composition. 
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For  CCA,  Zhang  et  al.  [15]  showed  that  the  cellular  dynamics  uncovered  by  single‐cell 

sequencing  also  contain  remarkable  inter‐tumor  heterogeneity,  with  four  different 

malignant  cell  clusters  identified.  Notably,  these  sub  clusters  shared  Wnt/β‐catenin 

pathway  signaling as a  commonly activated  signature alongside other unique molecular 

signatures.  Coincidently,  due  to  medium  composition,  this  is  a  prominently  activated 

pathway within CCAO,  indicating that this  is a common denominator  in the driving force 

behind proliferation of CCA, both in vivo and in vitro. This could explain the difference in 

success  rates  found  between  subsets  of  CCA  and  HCC, where  they  share most  of  the 

practical  challenges, but  are different with  regard  to  the proliferative pathways driving 

tumor growth.  

Considerations and future perspectives 
HBC organoids have already proven useful to understanding  fundamental aspects of the 

cancer, such as progression as well as for biomarker discovery [5]. Though HBC organoid 

derivation  success may  lag  behind  that  of  some  other  tumor‐types,  they  hold  a  high 

potential  for  improving  the  research and  therapy of HBC. With  further  improvement of 

clinical applicability, through continued advances in stem cell biology, organoid culture, and 

single‐cell sequencing, a possible golden era for HBC organoids in personalized medicine is 

within reach. With these advancements, several outstanding questions will naturally arise, 

for instance, will the high intra‐tumoral heterogeneity known to be typical in HCC and CCA 

be  recapitulated  in  tumor organoids? Furthermore, HBC often has a complex molecular 

composition, which is associated with genetic drift and the acquisition of (chemo)resistance 

in patient subgroups. To what extent can tumor organoids capture this genetic drift? Lastly, 

are organoids  cultured  in  an  artificial environment  (basement membrane extract‐based 

hydrogels), without stromal/immune cells, enough to be used for personalized medicine? 

These considerations, among others, will unveil whether HBC organoids can find their “own 

niche” within the wide array of therapeutic strategies. For now, they already have done 

their triumphant entrance in the field of HBC biology. 
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Abstract 
Background 

Immunotherapy with  immune  checkpoint  inhibitors  (ICI)  is  being  explored  to  improve 

cholangiocarcinoma (CCA) therapy. However, it remains difficult to predict which ICI will be 

effective for individual patients. Therefore, the aim of this study is to develop a co‐culture 

method with patient‐derived CCA organoids and immune cells, that could represent anti‐

cancer immunity in vitro. 

Methods 

CCA organoids were co‐cultured with peripheral blood mononuclear cells or T cells. Flow 

cytometry, time‐lapse confocal imaging for apoptosis, and quantification of cytokeratin 19 

fragment (CYFRA) release were applied to analyze organoid and immune cell behavior. CCA 

organoids were also cultured  in  immune cell‐conditioned media  to analyze  the effect of 

soluble factors. 

Results 

The co‐culture system demonstrated an effective anti‐tumor organoid immune response by 

a  decrease  in  live  organoid  cells  and  an  increase  in  apoptosis  and  CYFRA  release. 

Interpatient heterogeneity was observed. The cytotoxic effects could be mediated by direct 

cell‐cell contact and by release of soluble factors, although soluble factors only decreased 

viability in one organoid line.  

Conclusions 

In this proof‐of‐concept study, a novel CCA organoid and immune cell co‐culture method 

was established. This can be the first step towards personalized immunotherapy for CCA by 

predicting which ICI are most effective for individual patients.  
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Introduction  
Cholangiocarcinoma (CCA) is the second most prevalent type of primary liver cancer. It is 

an  aggressive malignancy  that  originates  from  the  biliary  tract  [1‐3].  As  CCA  is  often 

asymptomatic until late stages, at the time of diagnosis, 70‐80% of the patients have non‐

curable  disease  and  receive  a  palliative  treatment  regimen  consisting  of 

chemotherapeutics. Marked heterogeneity makes CCA difficult to treat successfully and the 

prognosis  for  CCA  patients  is  poor,  with  five‐year  survival  rates  of  7‐20%  [4,  5]. 

Immunotherapy  is one of the avenues that  is being explored to  improve CCA treatment. 

Immune checkpoint inhibitors (ICI) have been shown to be highly effective in activating pre‐

existing  anti‐cancer  T‐cell  responses  in  patient  subsets with  several  types  of  advanced 

malignancies [6, 7]. Clinical data on the efficacy of these inhibitors in CCA is limited. In phase 

2  studies,  anti‐PD‐1  antibody  nivolumab  demonstrated  complete  or  partial  remission 

(objective response)  in 22% of biliary tract cancer patients [8], and nivolumab combined 

with anti‐CTLA‐4 antibody  ipilimumab  induced an objective  response  in 31% of patients 

with intrahepatic CCA [9]. Nevertheless, the majority of CCA patients do not respond well 

to  these  antibody  treatments  and  it  has  proven  difficult  to  predict which  patients will 

benefit. Therefore, it would be of great benefit to develop an in vitro model that predicts a 

patient’s response to specific ICI in order to provide optimal immunotherapy. 

The establishment of cancer organoids has had a significant impact on the cancer research 

field by providing a patient‐specific 3D‐model designed to better represent the tumor than 

conventional  2D  cell  cultures  [10‐16].  However,  cancer  organoids  only  represent  the 

epithelial  compartment  of  the  tumor,  limiting  their  utility  in  several  fields  of  cancer 

research, including immunotherapy. Therefore, combining tumor organoids with immune 

cells has become an important objective to create an in vitro model suitable to study their 

interactions  and  for  the  evaluation  of  immunotherapies.  Co‐cultures  of  organoids  and 

immune  cells have  already been  reported  for  several  types of  cancer,  including  gastric 

cancer  organoids  co‐cultured  with  autologous  CD8+  T  cells  and  dendritic  cells  [17], 

pancreatic cancer with allogeneic T cells  [18], autologous peripheral blood mononuclear 

cells (PBMC) [19], and autologous CD8+ T cells and dendritic cells [20], rectal cancer with 

autologous  tumor‐infiltrating  lymphocytes  (TIL)  [21], and non‐small cell  lung cancer and 

colorectal cancer co‐cultured with T cells [22].  

Patient‐derived CCA organoids were established from resected tissue specimens [11, 23‐

25]  and  from  needle  biopsies  [26,  27].  Both were  shown  to  largely  recapitulate  gene 

expression and mutational patterns of the patient tumor [11, 23, 25‐27], and were suitable 

for  high‐throughput  compound  screens  which  identified  several  potential  treatment 

options for CCA patients [11, 23, 27]. However, even though CCA organoids have been in 
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use for several years, no co‐culture method combining CCA organoids with  immune cells 

has been reported so far. 

Therefore, the aim of the current study is to establish and optimize an in vitro 3D co‐culture 

model of patient‐derived CCA tumor organoids with PBMC and purified T cells, and to study 

growth inhibition and induction of organoid cell death by these cells. We performed several 

readouts  for cytotoxicity,  including flow cytometry,  injury marker release  in supernatant 

and  time‐lapse  confocal  imaging.  Furthermore, we  investigated  the mechanism  of  cell 

death induced by T cells, and described patient‐specific differences in sensitivity to immune 

cell  cytotoxicity.  Applications  of  this  novel  culture  system  for  screening  of  new 

immunotherapeutic antibodies and precision medicine will be discussed. 
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Methods 

Human subjects 
Fresh tumor tissue samples were collected from seven liver cancer patients after surgical 

tumor resection at the Erasmus Medical Center Rotterdam. None of the patients received 

chemotherapy or immunosuppressive therapy at least three months prior to the surgery. 

The use of tumor tissue samples for research purposes was approved by the Erasmus MC 

medical  ethics  committee  (MEC‐2012‐331; MEC‐2013‐143; MEC‐2016‐375).  All  patients 

consented to donate resected materials for research purposes. Peripheral blood buffy coat 

was  obtained  from  four  healthy  donors  (provided  by  Sanquin,  Amsterdam,  the 

Netherlands).  PBMC  were  isolated  by  Ficoll  density  gradient  centrifugation  (600G,  20 

minutes, 20°C) as described previously [28] and frozen at ‐150°C for later use. 

Organoid culture 
Organoids were  initiated  and  cultured  from  three  cholangiocarcinoma  patients  (Suppl. 

Table S1) as described previously [11]. A brief description can be found in Supplementary 

Materials.  Tumorigenicity  of  CCA  organoids  was  confirmed  by  tumor  formation  after 

subcutaneous injection in mice. Animal experiments were done in accordance to the Dutch 

law on laboratory animal use and performed under license number AVD101002017867 – 

protocol 17‐867‐19. Organoid fragments were injected into the flanks of female NOD.Cg‐

PrkdcSCID  Il2rgtm1Wjl/SzJ  (NSG) mice  (Charles River). Mice were checked weekly  for  tumor 

growth and tumors were harvested when tumor volume was > 2 cm3 or organoid fragments 

were injected > 6 months ago. CCA1 tumor formation was found in 3/3 injection sites, CCA2 

tumor  formation  in  4/4  injection  sites  and  CCA3  in  4/5  injection  sites.  Tumors  were 

harvested and histology was assessed to confirm CCA‐like tissue morphology. Moreover, 

mutation analysis was performed by targeted next generation sequencing for 65 cancer‐

related genes.  

Optimization of BME concentration in co‐culture assay 
PBMC or purified CD3+ T cells were thawed 1‐2 days in advance and pre‐activated with anti‐

human CD3/CD28 dynabeads at a 1:100 bead:cell ratio in T cell medium (TM: RPMI 1640 

(Lonza,  Breda,  The Netherlands)  supplemented with  2mM  L‐glutamine/ Ultraglutamine 

(Invitrogen, Waltham, MA, USA), 50 mM Hepes Buffer (Lonza), 1% penicillin‐streptomycin 

(Life Technologies), 5mM Sodium Pyruvate  (Gibco), 1% minimum essential medium non‐

essential amino acids (Gibco, Waltham, MA, USA) and 10% human AB serum (Invitrogen)). 

One well  of  organoids was  dissociated  into  single  cells  and  counted  to  determine  the 

effector:target  cell  ratio.  Organoids  used  for  co‐culture  were  harvested,  washed,  and 

mechanically fragmented. For co‐culture without BME, organoid fragments were plated in 

a  flat‐bottom 96‐well plate. PBMC were added at a 5:1 effector:target cell ratio. For co‐

culture with BME domes, organoid fragments were plated  in a 75% BME dome  in a flat‐
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bottom 96‐well plate, T cells were resuspended in the medium and were added 1‐2 hours 

later around the BME dome at a 20:1 effector:target cell ratio. For co‐culture in 10% BME 

suspension, organoid fragments and PBMC were resuspended  in medium with 10% BME 

and plated in a flat bottom 96‐well plate. 

Bright field and fluorescence imaging 
Bright field and fluorescence imaging was performed using an EVOS FL Cell Imaging System 

outfitted with RFP and DAPI light cubes. To analyze cell death, organoids and co‐cultures 

were  stained before  imaging by adding 12.5 µg/ml propidium  iodide  (PI, Sigma‐Aldrich, 

Saint Louis, MO, USA) and 100 µg/ml Hoechst 33342 to the culture medium for one hour.  

ATP quantification cell viability assay 
ATP  quantification  was  performed  to  determine  the  effect  of  medium  composition 

adjustments on the organoids. Therefore, organoids were mechanically disrupted and split 

into  5  µl  droplets  plated  in  a white‐wall  96‐well  plate. Organoids were maintained  in 

organoid expansion medium, either supplemented with 0, 2.5, 5, 7.5 or 10% human serum, 

supplemented with  0,  20  IU/ml  (4  ng/ml)  or  100  IU/ml  (20  ng/ml)  IL‐2  or  deprived  of 

nicotinamide and/or forskolin for 6‐7 days. CellTiter‐Glo® 3D Cell Viability Assay (Promega, 

Madison, WI, USA) was used to quantify ATP content in accordance with the manufacturer’s 

instructions. 

PBMC proliferation and activity measurement 
PBMC from heathy donors were cultured in TM, OM with 10% human serum, or OM with 

10% human  serum without one of  the  following  reagents: A8301,  recombinant human 

[Leu15]‐Gastrin  I,  recombinant  human  EGF,  recombinant  human  HGF,  forskolin, 

recombinant  human  FGF10,  N2  supplement,  n‐Acetyl‐L‐cysteine,  B27  supplement, 

nicotinamide, Rspo‐1 conditioned medium. Anti‐human CD3/CD28 dynabeads (Gibco) were 

added  in  all  conditions  except  ‘TM’  and  ‘OM’  at  a  bead:cell  ratio  of  1:100.  Cells were 

cultured in 96‐well round‐bottom culture plates at 37°C. 

After four, seven and ten days, respectively, PBMC were harvested and stained with fixable 

viability dye eFluor 506 (1:500 in PBS, eBioscience, Waltham, MA, USA). Cell surface staining 

was then performed in the dark at 4°C for 20 minutes with anti‐CD45, anti‐CD8, anti‐CD4, 

anti‐CD3, anti‐HLA‐DR, and anti‐CD137 antibodies (Suppl. Table S3). Cells were washed and 

resuspended  in  FACS  buffer  (PBS with  0.1%  EDTA,  0.5% NaN3,  and  1%  FCS).  For  Ki‐67 

staining,  cells  were  fixed  and  permeabilized  using  the  Foxp3  staining  buffer  set 

(eBioscience). PBMC were measured using a FACSCanto II flow cytometer (BD Biosciences, 

Franklin Lakes, NJ, USA) and analyzed using FlowJo software (version 10.0, LLC).  
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HepG2 killing assay 
The HepG2 killing assay was performed as described previously [29]. PBMC were activated 

with anti‐human CD3/CD28 dynabeads at a 1:100 bead:cell ratio for three days. PBMC and 

HepG2‐RFPs were combined at a 30:1 PBMC:HepG2‐RFP ratio. They were resuspended in 

either TM or OM without nicotinamide and co‐cultured for seven days. 

Co‐culture assay 

Organoid	preparation	
Seven  days  before  co‐culture,  organoids  were  harvested,  mechanically  broken,  and 

dissociated  into  small,  1‐4  cell  sized  fragments  by  Trypsin‐EDTA  (Gibco)  dissociation 

alternated with mechanical disruption (3 cycles of 3 minutes Trypsin‐EDTA at 37°C). After, 

they were plated  in 25 µl droplets of 75% BME, and maintained  in organoid expansion 

medium, which was refreshed on day 3‐4. 

Immune	cell	preparation	
The CCA organoid cultures used were typed for HLA‐A, ‐B, ‐C, ‐DRB1, ‐DRB345, and DQB1. 

PBMC were isolated from donors that were selected based on HLA mismatching with the 

CCA organoids. In case of PBMC co‐culture, PBMC were thawed 2‐3 days in advance at 37°C, 

then resuspended and cultured  in TM with anti‐human CD3/CD28 dynabeads (Gibco‐Life 

Technologies) at a 1:100 bead:cell ratio. In case of T cell co‐culture, HLA‐mismatched PBMC 

were  thawed  2‐3  days  in  advance  at  37°C,  then  T  cells were  isolated  by  CD3  positive 

selection  by  microbeads  according  to  manufacturer’s  instructions  (Miltenyi,  Bergisch 

Gladbach, Germany). Live T cell purity was ≥ 95%. T cells were cultured for 2‐3 days in TM 

with anti‐human CD3/CD28 dynabeads at a 1:20 bead:cell ratio and 20 IU/ml (4 ng/ml) IL‐

2. 

Co‐culture	
On the day of co‐culture, one well of organoids was harvested, mechanically broken, and 

dissociated into single cells by Trypsin‐EDTA incubation (15 minutes at 37°C). Quantification 

of  single  cells  from  this well was  used  to  determine  effector:target  cell  ratio  between 

immune cells and organoid cells.  Immune cells were harvested, counted, and combined 

with  organoids  at  20‐30:1  (PBMC)  or  25‐50:1  (T  cells)  ratios.  Together,  they  were 

resuspended  in 200 µL organoid expansion medium without nicotinamide  (OM‐nic) with 

10% BME (suspension coating) and 10% human serum and plated in a 96‐well flat‐bottom 

suspension plate. In some conditions, 25 IU/ml (5 ng/ml) IL‐2, 50 IU/ml (10 ng/ml) IL‐2 or 

100 IU/ml (20 ng/ml) IL‐2 was added. On day 3‐4, 100 µL of pre‐warmed OM‐nic with 10% 

human serum was carefully added. Readouts were performed on day seven of co‐culture. 
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Live cell quantification by flow cytometry 
Organoids and immune cells were harvested, washed, and dissociated into single cells by 

incubation with TrypLE Express (Thermofisher, 3‐5 cycles of 5 minutes at 37°C), combined 

with regular resuspension and vortexing. An aliquot was checked microscopically after cycle 

3, 4 and 5 to determine when the organoids were fully dissociated. Cells were washed first 

in PBS and then in Annexin V binding buffer (eBioscience Annexin V apoptosis detection kit), 

and  stained with  anti‐EpCAM,  anti‐CD45,  anti‐CD3,  anti‐CD8,  anti‐CD56,  anti‐CD14  and 

Annexin V (Suppl. Table S3) for 10‐15 minutes at room temperature in the dark. Cells were 

washed and resuspended in Annexin V binding buffer and stained with DAPI to mark dead 

cells. Counting beads (Invitrogen, 123count eBeads) were added to each well prior to flow 

cytometric  recording  (MACSQuant,  Miltenyi).  A  strict  gating  strategy  was  made  to 

distinguish  live CD45+  immune cells and  live EpCAM+ organoid cells  (Suppl. Fig. 3A). The 

analysis was done using FlowJo software (version 10.0, LLC). 

CYFRA (Cytokeratin Subunit 19 Fragment) quantification 
Culture supernatants were collected on day seven of the co‐culture assay and stored frozen 

at ‐20°C. CYFRA concentration was measured by the Lumipulse® G1200 (Fujirebio, Tokyo, 

Japan) automated immunoassay analyzer using the Lumipulse® G CYFRA immunoreaction 

cartridges (Fujirebio) according to manufacturer’s instructions. 

Confocal time‐lapse imaging and analysis 
T cells were isolated and pre‐activated as described above for co‐culture assays. On the day 

of co‐culture, they were stained with 1 µM of CellTrace Far Red (Invitrogen) in PBS for 15 

minutes at 37°C. Organoids were pre‐stained with 0.1 µg/ml Hoechst 33342 (Thermofisher) 

for  3.5  hours.  Co‐cultures were  prepared  as  described  above, with  addition  of  1:1000 

caspase 3/7 detection reagent (Invitrogen) and 0.1 µg/ml Hoechst 33342 to the medium. 

Co‐cultures were imaged in time using a Perkin Elmer confocal Opera Phenix High Content 

screening system equipped with a 10x air objective (NA 0.3). Imaging settings and analysis 

details can be found in Supplementary Materials.  

Conditioned medium assay 
TIL  isolation  and  preparation  of  conditioned media  from  PBMC  and  TIL  is  described  in 

Supplementary Materials. Organoids were harvested, mechanically broken, and dissociated 

into small, 1‐4 cell sized fragments by Trypsin‐EDTA dissociation alternated with mechanical 

disruption (3 cycles of 3 minutes Trypsin‐EDTA at 37°C). 5 µl droplets of 75% BME (diluted 

in organoid base medium) with 1500 organoid  fragments were plated  in a 96‐well  flat‐

bottom plate. Each droplet was  covered with 100 µl of OM‐nic  supplemented with 0%, 

2.5%, 5%, 7.5% or 10% concentrated control medium, concentrated conditioned medium 

from stimulated PBMC or TIL, or concentrated conditioned medium from unstimulated TIL. 
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Medium was refreshed on day four. ATP quantification by CellTiter‐Glo® 3D Cell Viability 

Assay (Promega) was performed on day seven. 

Analysis of co‐stimulatory and co‐inhibitory molecules by flow cytometry 
Organoids were harvested and dissociated into single cells with TrypLE Express (3 cycles of 

5 minutes at 37°C), combined with regular resuspension and vortexing. A half of organoid 

cells were  stimulated with 100 ng/mL  IFN‐γ  for  two days, while  the other half without 

stimulation. The culture was in organoid medium in 96‐well round‐bottom plates at 37°C. 

After two days, cells were harvested and stained with fluorochrome‐conjugated antibodies 

against different immune molecules in the presence of Fc receptor block (Suppl. Table S3). 

DAPI was used to mark dead cells, and minus controls were used for gating purposes. 

RNA sequencing analysis 
Sample  preparation,  RNA  sequencing  details  and  data  preparation  can  be  found  in 

Supplementary Materials. Data  is stored  in  the GEO  repository under accession number 

GSE179601. Differentially expressed genes were determined by R package Limma (version 

3.46.0)  comparing  CCA1  against  CCA2  and  CCA3.  Gene  set  enrichment  analysis  was 

performed for the 1000 genes with the highest 2log(fold change) using the publicly available 

online analysis tool DAVID [30, 31] with the Gene Ontology: Biological Processes database. 

Processes with false discovery rate (FDR)‐adjusted p value < 0.25 were deemed significantly 

enriched. 

Statistical analysis 
Differences  among multiple matched  groups of data were  analyzed by either One‐Way 

ANOVA  or Mixed‐effects  analysis  according  to  if  there  are missing  values.  Differences 

between two matched groups of data were analyzed by two‐tailed paired t test. Differences 

between two unmatched groups of data were analyzed by two‐tailed unpaired t test. The 

statistical analyses were performed using GraphPad Prism 9 (GraphPad Software). P values 

less than 0.05 were considered statistically significant (* p < 0.05; ** p < 0.01; *** p < 0.001). 
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Results 

Establishment and optimization of 3D co‐culture conditions 
To set up a 3D co‐culture model, we used established patient CCA organoid lines and PBMC 

from healthy donors  to establish  co‐culture  conditions  in which both  could  survive and 

function. First, we compared co‐culture of organoid fragments and PBMC without BME to 

co‐culture in which organoid fragments were cultured in BME domes while PBMC were in 

the medium around the dome (Fig. 1A). Without BME, organoids adhered to the plastic did 

not  propagate  well  and  could  not  retain  their  3D  morphology.  Loss  of  the  3D  self‐

organization  of  organoids  limits  cellular  interactions  and  changes  cellular  behavior. 

Therefore,  co‐culture  without  BME  was  not  feasible.  Culture  in  BME  domes  limited 

interaction between organoids and PBMC, as only a small part of the PBMC could infiltrate 

into the BME dome over a short distance in this setting. To overcome this, we suspended 

the  organoid  fragments  and  PBMC  in medium with  10%  BME  (Fig.  1B).  This way,  CCA 

organoids kept their 3D morphology and PBMC gathered around the organoids.  

Consecutively, we examined the influence of T cell medium on organoid morphology and 

that of organoid medium on T cell proliferation and activation. CCA organoids were not able 

to retain their 3D morphology in T cell medium (Suppl. Fig. S1A), while CD4+ and CD8+ T cells 

displayed reduced proliferation (Ki‐67+ cells) and activation (HLA‐DR+ cells) when cultured 

in organoid medium (CD4+ Ki‐67+ 8.6% in OM+ vs 47.7% in TM+, p < 0.001 and HLA‐DR+ 1.7% 

vs 12.8%, p < 0.001; CD8+ Ki‐67+ 1.1% vs 46.8%, p < 0.001 and HLA‐DR+ 0.6% vs 13.4%, p < 

0.001) (Fig. 1C). So, we eliminated components of the organoid medium to  identify their 

contribution to the observed suppression of T cell activity. Of all components investigated, 

removal of forskolin partially, and removal of nicotinamide almost completely abolished the 

suppressive  effect  of  organoid medium  on  T  cells  and  removal  of  nicotinamide  even 

increased the number of CD137+ cells (CD4+ CD137+ 10.4% in OM‐nic vs 3.3% in TM+, p < 

0.01; CD8+ CD137+ 8.6% vs 2.9%, p < 0.05)  (Fig. 1C, Suppl. Fig. S2). The morphology and 

viability of all three CCA organoid lines were not affected by removing either nicotinamide 

or  forskolin  from  the medium  (Fig.  1E,  Suppl.  Fig.  S1B),  but  removal  of  both  reduced 

organoid viability as expressed by ATP quantification (fold decrease CCA1: 0.23, CCA2: 0.43, 

CCA3: 0.80; Fig. 1D). The other factor new to T cell culture is BME. 10% BME did not increase 

expression of activation markers HLA‐DR, CD137 and proliferation marker Ki‐67  in both 

CD4+ and CD8+ T cells, thereby not leading to unwanted T cell reactivity (Fig. S1C). As human 

serum is a key component in T cell medium, we investigated if addition to organoid culture 

would have harmful  effects. Human  serum did not  suppress  growth or  viability of CCA 

organoids as shown by stable ATP content at concentrations up to 10% (Fig. 1E). 

We tested the cytotoxic properties of PBMC in organoid medium without the addition of 

nicotinamide in our previously established model of immune cell‐mediated killing of tumor 
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cell line HepG2 [29]. PBMC were pre‐activated with anti‐CD3/CD28‐coated beads, then co‐

cultured for seven days with HepG2 cells that were genetically labeled with red fluorescent 

protein (RFP). Figure 1F shows that HepG2 cell number was decreased in PBMC co‐culture 

compared  to  HepG2  alone  in  both  organoid medium without  nicotinamide  and  T  cell 

medium,  indicating  similar  killing  efficiency.  All  together,  we  determined  that  culture 

conditions  for the 3D co‐culture of CCA organoids and PBMC should consist of organoid 

medium without  nicotinamide,  supplemented with  10%  human  serum,  in  a  10%  BME 

suspension. 
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Figure 1. Optimization of  the  co‐culture  setup  for CCA organoids and  immune  cells. Bright  field 

images on day 4‐5 show CCA organoids lose 3D morphology in culture without BME and PBMC are 

not able to interact well with CCA organoids in BME domes (A). Co‐culture in a 10% BME in medium 

suspension  (B)  can  sustain  3D  organoid morphology  and  allows  PBMC‐organoid  interaction.  CCA 

organoids and PBMC were exposed to different medium compositions to find a medium in which both 

survive and function. Flow cytometry for Ki‐67, HLA‐DR and CD137 protein expression  in CD4+ and 

CD8+ T‐cells after seven days of culture  in T cell medium without and with anti‐CD3/CD28 coated 

beads (TM, TM+), organoid medium without and with anti‐CD3/CD28 coated beads (OM, OM+), and 

organoid medium without specified components in the presence of anti‐CD3/CD28 coated beads (C) 

demonstrates  an  inhibitory  effect  of  forskolin  and  nicotinamide  on  T  cells  (n=3  different  PBMC 

donors).  Statistical  significance  is  depicted  for  OM+,  ‐forsk  and  ‐nic  compared  to  TM+.  ATP 

quantification shows CCA organoid survivability is not affected by removal of forskolin or nicotinamide 

from the organoid medium, but removal of both decreases viability (D) (n=3 technical replicates). CCA 

viability was not affected by the addition of human serum to organoid medium as determined by ATP 

quantification assay (E) (n=3 technical replicates). Overlay of bright field (gray scale) and RFP (red) 

demonstrates the killing potency of anti‐CD3/CD28 bead pre‐activated PBMC in both T cell medium 

(TM) and organoid medium without nicotinamide (OM‐nic)  is comparable (F). Scalebar: 500 µm (A 

and left panel of B), 100 µm (right panel of B), 200 µm (F). All values with error bars represent mean 

with SEM. * p < 0.05, ** p < 0.01, *** p < 0.001. 

CCA organoids show interpatient variation in PBMC‐mediated cytotoxicity  
Next,  CCA  organoids were  co‐cultured with  HLA‐mismatched  anti‐CD3/CD28  bead  pre‐

activated PBMC for seven days. IL‐2 is known to stimulate T cell proliferation and activation, 

so we investigated if the addition of three concentrations of IL‐2 could enhance the effect 

of  immune cells  in co‐culture, as  IL‐2 alone did not affect  the viability of CCA organoids 

(Suppl. Fig. S3B).  In co‐culture, morphological changes  in CCA2  like  loss of 3D structural 

integrity indicated cytotoxicity of PBMC, which seems to aggravate upon addition of 5 and 

10 ng/ml IL‐2 (Fig. 2A). Flow cytometry (Fig. 2B) shows that co‐culture with PBMC seemed 

to lower the number of live organoid cells (EpCAM+ DAPI‐ cells) in CCA2 (fold decrease 0.89, 

p > 0.05), although not significantly. Addition of 10 or 20 ng/ml IL‐2 significantly lowered 

the number of  live organoid cells  (fold decrease 0.50, p < 0.05 and 0.51, p < 0.01). The 

number of  live  cells  in CCA1 and CCA3 was not  significantly  reduced by  co‐culture with 

PBMC alone (Fig. 2C, D). While IL‐2 also potentiated PBMC cytotoxicity in these organoid 

lines, their decrease in live cells was not significant. IL‐2 increased the live cell count of CD4+ 

T cells, CD8+ T cells and CD56+ NK cells in both the co‐culture and the single PBMC culture 

(Fig. 2E). The number of CD8+ T cells was over 100‐fold higher and the number of CD4+ T 

cells was  about 200‐fold higher  than  the NK  cell  counts. After pre‐activation with  anti‐

CD3/CD28 beads, CD4+ and CD8+ T cells clearly produced IFN‐γ and TNF‐α compared to non‐

pre‐activated T cells (Fig. 2F). Co‐culture with CCA organoids for 19 hours seemed to already 

further  enhance  the  production  of  these  effector  cytokines  by  CD4+  and  CD8+  T  cells, 

although at a low level. Greater effects might be observed if the timeline of the co‐culture  
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Figure 2. Pre‐activated PBMC co‐cultured with CCA organoids and IL‐2 show patient‐specific killing. 

CCA2 organoids were co‐cultured with anti‐CD3/CD28 pre‐activated PBMC for seven days. Bright field 

imaging (A) shows CCA2 organoids lose their regular morphology and become fragmented, especially 

upon addition of IL‐2. Flow cytometry cell count for EpCAM‐positive, CD45‐ and DAPI‐negative cells 

(B) demonstrates CCA2 organoids sustain significant cell death in the presence of 50 IU/ml (10 ng/ml, 
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mid) or 100 IU/ml (20 ng/ml, high) IL‐2, but not with 25 IU/ml (5 ng/ml, low) IL‐2. CCA1 (C) and CCA3 

(D) organoids do not show a significant decrease  in  live cells  in the same co‐culture setting  (n ≥ 3 

biological replicates for each organoid line; n = 2 different PBMC batches). Flow cytometry cell count 

for live (DAPI‐negative) CD4+ and CD8+ T cells and CD56+ NK cells demonstrates that the number of 

live cells is comparable between solo culture and co‐culture and addition of 100 IU/ml IL‐2 increases 

the number of live cells (E). Flow cytometry for intra‐cellular staining of IFN‐γ and TNF‐α in non‐pre‐

activated and 3‐day pre‐activated PBMC cultures, and co‐cultures of CCA organoids with pre‐activated 

PBMC, either with or without 100 IU/ml IL‐2 (F). The percentage of cytokine positive CD4+ and CD8+ T 

cells was determined after 19 hours of (co‐)culture in the presence of brefeldin and monensin (n=3 

technical replicates). Scalebar: 200 µm (A). All values with error bars represent mean with SEM. * p < 

0.05, ** p < 0.01.  

is prolonged before IFN‐γ and TNF‐α measurement. These data suggest that this optimized 

co‐culture system allows  for studying the  interaction between CCA organoids and PBMC 

and for quantification of immune cell cytotoxicity of the cancerous organoid cells. 

Purified T cells recapitulate the PBMC‐mediated cytotoxicity 
As PBMC are a mixed population of cells, we subsequently investigated whether purified T 

cells were able to kill CCA organoids. CD3+ T cells (purity ≥ 95%) were isolated from HLA‐

mismatched PBMC, pre‐activated with anti‐CD3/CD28 coated beads and co‐cultured with 

CCA  organoids.  After  seven  days  of  co‐culture,  CCA1  organoids  were  not  affected 

morphologically, while CCA2 and CCA3 organoids were smaller and partially disintegrated 

(Fig. 3A), suggesting cell death. Quantification of live cells showed significant CCA organoid 

cell death in co‐culture with T cells in both CCA2 (fold decrease 0.30, p < 0.001) and CCA3 

(fold decrease 0.39, p < 0.01) co‐cultures, whereas CCA1 organoid live cell counts were not 

affected  (Fig.  3B).  Co‐culture with  CCA  organoids  did  not  reduce  the  live  cell  count  of 

cytotoxic  (CD8+)  and CD8‐  T  cells  compared  to  their  single  culture  (Fig.  3C). CYFRA  is  a 

cytokeratin 19  fragment  that  is usually determined  in  serum or plasma as a  (potential) 

biomarker for a range of different solid tumors, including CCA [32, 33]. It is released from 

apoptotic and necrotic cholangiocytes, while it’s not released by immune cells [34]. Hence, 

we hypothesized it might serve as a simple and scalable readout in our co‐culture system. 

CYFRA concentration was higher in the culture supernatant of CCA2 co‐culture than in the 

culture  supernatant  of  only  organoids  (fold  increase  1.56,  p  <  0.05), while  it was  not 

significantly  increased  in CCA1 and CCA3 co‐cultures (Fig. 3D & Suppl. Fig. S3C). Confocal 

time‐lapse imaging showed that more CCA2 organoid cells were caspase 3/7‐probe positive 

in the co‐culture with T cells compared to the culture of only organoids (Fig. 3E and Suppl. 

Video S1 versus S2),  indicating  increased apoptotic cell death  in co‐cultured organoids. T 

cell only culture also showed that a large number of T cells is caspase 3/7‐probe positive 

(Fig. 3E and Suppl. Video S3), which could be due to apoptosis, but is also seen upon T cell 

activation with anti‐CD3 [35]. Quantitative analysis of the confocal images confirmed that  
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Figure 3. Pre‐activated T cells also kill CCA organoids in a patient‐specific manner. Bright field images 

(A) of CCA organoids cultured with and without T cells for seven days demonstrate CCA1 organoids 

are not inhibited by T cells while CCA2 and CCA3 organoids are smaller and disintegrated, indicating 

cell death. Flow cytometry cell count for EpCAM‐positive, CD45‐negative and DAPI‐negative cells (B) 

shows CCA2 and CCA3 organoids sustain significant cell death after seven days of co‐culture with anti‐

CD3/CD28 bead pre‐activated T cells, while CCA1 organoids are not affected (n ≥ 3 biological replicates 

for  each  organoid  line;  n  =  2 different  PBMC  batches).  Flow  cytometry  cell  count  for  live  (DAPI‐
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negative) CD8+ and CD8‐ T cells (C). Relative difference in CYFRA concentration in supernatant after 

seven days of CCA organoid and T cell co‐culture (D) demonstrates a significant increase in CCA2 (n ≥ 

3 biological replicates for each organoid line). Representative confocal images of Cell Trace Far Red‐

stained T cells (red), Hoechst 33342‐stained CCA2 organoids (blue) and co‐cultures in the presence of 

a Caspase 3/7‐probe (green) at timepoints 0, 90 and 180 hours (E). Quantification of dead cell surface 

(Caspase 3/7 probe‐positivity) in organoid area (Hoechst 33342 labelled) (F) and number of T cells (G) 

in nine fields of view of confocal time‐lapse imaging every six hours for 180 hours. Organoid death is 

higher in co‐cultures with T cells compared to CCA2 organoids alone. The number of T cells (Cell Trace 

Far Red  labelled)  is  comparable between  solo  culture  and  co‐culture.  Scalebar: 200 µm  (left  and 

middle panel of A), 50 µm (right panel of A), 100 µm (E). All values with error bars represent mean 

with SEM. * p < 0.05, ** p < 0.01, *** p < 0.001. 

the apoptotic cell area in the organoid region was increased about seven‐fold after seven 

days of co‐culture with T cells compared to the single culture of organoids  (Fig. 3F). The 

number of T cells was similar in the co‐culture and in single culture (Fig. 3G). Together, these 

data indicate that strong killing of CCA organoids mediated by T cells is possible in our co‐

culture system and the degree of cytotoxicity is different between CCA organoid lines.  

Soluble immune cell‐mediated factors exert pleiotropic effects on CCA 

organoids 
In the co‐culture experiments in which organoids were cultured in BME domes, while T cells 

were added  in the medium around the dome, T cells were hardly able to  infiltrate. Still, 

CCA2 organoids were  killed  after  seven days of  co‐culture  in  this  setting  (Fig. 4A). This 

suggests that T cells might be able to kill CCA organoids without direct contact, possibly 

mediated by soluble  factors produced by T cells. Therefore, we also studied the  indirect 

effect of soluble factors produced by immune cells on CCA organoids. For this, supernatant 

was collected from stimulated PBMC (stimulated PBMC‐conditioned medium) and control 

medium  (OM‐nic  with  10%  human  serum),  and  concentrated  10  times  by  centrifugal 

filtration  before  adding  to  the  culture.  CCA  organoids  were  cultured  in  BME  domes 

surrounded by medium supplemented with different amounts (2.5%, 5%, 7.5% and 10%) of 

concentrated conditioned medium or control medium. The viability of CCA2 organoids was 

significantly  suppressed  by  stimulated  PBMC‐conditioned medium  compared  to  control 

medium (fold decrease 0.33 vs. 1.22 at 10%, p < 0.05) after seven days (Fig. 4B). Yet, CCA1 

and  CCA3  organoids  did  not  show  growth  inhibition. Next,  specific  TIL‐derived  soluble 

factors were  tested by  adding  concentrated  conditioned media  from  unstimulated  and 

stimulated  TIL  to  CCA  organoid  cultures.  Similarly,  stimulated  TIL‐conditioned medium 

suppressed the viability of CCA2 organoids compared to both unstimulated TIL‐conditioned 

medium and control medium (fold decrease stim. TIL: 0.60 vs. unstim. TIL: 1.05 vs. control: 

1.22  at  10%,  p  <  0.01)  (Fig.  4C).  Interestingly,  both  unstimulated  and  stimulated  TIL‐

conditioned media increased the viability and/or proliferation of CCA1 (fold increase stim. 
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TIL: 1.54 vs. unstim. TIL: 1.44 vs. control: 0.60 at 10%, p < 0.01) and CCA3 (fold increase stim 

TIL: 2.74 vs. unstim. TIL: 1.84 vs. control: 1.38 at 10%, p < 0.05) organoids. These data reveal 

that  the  soluble  factors  secreted by  stimulated TIL  and PBMC  show CCA organoid  line‐

specific  effects,  ranging  from  the  induction  of  cell  death  in  CCA2,  through  TIL‐specific 

stimulation in CCA1 and CCA3.  

Figure 4. PBMC and TIL have patient‐specific indirect CCA organoid killing capacity. Representative 

bright field images (first two panels) and immunofluorescent staining with Hoechst 33342 (blue) and 

propidium iodide (red) of CCA organoids alone (top row) and co‐culture of CCA organoids inside the 

BME dome with T  cells  surrounding  the dome  (bottom  row) demonstrate CCA organoid death  is 

increased  in the co‐culture setting  (A). Viability measurements show the effect of vehicle medium 

(OM –nic +10% human serum), stimulated PBMC (B), unstimulated and stimulated TIL (C) conditioned 

medium on CCA organoids after seven days (n ≥ 3 biological replicates with different PBMC donor 

cultures or TIL patient cultures to produce conditioned media). The conditioned media and vehicle 

medium were concentrated 10‐fold using 3KDa centrifugal filters. CCA2 organoid viability is lowered 

by both conditioned media, while CCA1 and CCA3 are not  inhibited by PBMC conditioned medium 

and stimulated by TIL conditioned media. Scalebar: 1000 µm (first panel of A), 200 µm (other panels 

of A). All values with error bars represent mean with SEM. 
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Variation in immune checkpoint expression in CCA organoids  
The described results demonstrate clear distinctions in the response of different patient‐

derived organoid  lines to direct and  indirect contact with  immune cells. CCA1 organoids 

were resistant to inhibitory effects in both direct co‐culture and indirect conditioned media 

experiments.  In  contrast, CCA2 organoids were  sensitive  to  killing  in both assays. CCA3 

organoids were  sensitive  to  T  cell‐mediated  cytotoxicity  in  co‐culture, but were  in  fact 

stimulated by TIL‐conditioned media. In order to understand the marked variation in CCA 

organoid  response  to  direct  and  indirect  immune  cell  contact,  the  heterogeneity  of 

expression  of  co‐inhibitory  and  co‐stimulatory  immune molecules  and  RNA  expression 

patterns were assessed.  

The three CCA organoid lines express similar levels of checkpoint molecule B7‐H3 (CD276) 

and CD155  (possible  therapeutic  immunological  target), which was expressed on almost 

every cell (B7‐H3: 94.2‐99.9%, CD155: 94.3‐98.1%), while MHC class 2 molecules (2.6‐5.0%), 

B7‐H5 (0.5‐1.4%) and co‐stimulatory molecule CD80 (0.1‐2.2%) were hardly present on CCA 

organoids (Fig. 5A, B; Suppl. Fig. 4). Co‐stimulatory MHC class 1 molecules (5.9%) and CD86 

(42.1%) expression was  lower  in CCA2 organoids than  in CCA1 and CCA3. Almost 40% of 

CCA3 organoid cells are CD112‐positive, while CCA1 and CCA2 cells hardly express  it  (0‐

3.8%). Co‐inhibitory PD‐L1  (13.8%) and PD‐L2  (6.0%)  showed  lower expression on CCA3 

organoids than in CCA1 and CCA2. Galectin 9 was most present in CCA1 organoids (25.4%), 

followed by CCA2 (16.6%). After IFN‐γ stimulation (Fig. 5A, B; Suppl. Fig. 4), CCA2 and CCA3 

organoids upregulated multiple co‐stimulatory and co‐inhibitory molecules, including PD‐

L1, PD‐L2, MHC class 2 molecules and galectin 9, and CCA2 organoids also upregulated MHC 

class 1 molecules and CD86. In turn, CCA1 organoids did not respond to IFN‐γ stimulation 

with upregulation of any of these molecules.  

To  identify differences  in  the  transcriptome of CCA1 which  could potentially explain  its 

resistance to immune‐mediated cell death compared to the other CCA organoid lines, we 

performed gene set enrichment analysis for the 1000 most differentially expressed genes 

when  compared  to CCA2 and CCA3. As  shown  in  Figure 5C,  three  cell adhesion‐related 

processes  were  significantly  enriched  in  the  gene  set,  with  enrichment  scores  of  4.2 

(GO:0007156, FDR < 0.001), 2.0  (GO:0007155, FDR < 0.01) and 7.1  (GO:0016339, FDR < 

0.01). The main  type of  cell adhesion‐related genes  found was  (proto)cadherins  (Suppl. 

Table S4). Together, these data demonstrate the marked heterogeneity among different 

patients’ liver tumor organoids in expression of co‐stimulatory and co‐inhibitory molecules 

and RNA expression patterns. 
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Figure 5. Identifying heterogeneity in immune checkpoint molecule expression and transcriptomics 

in CCA organoids. Flow cytometry was performed to determine the expression of co‐inhibitory and 

co‐stimulatory immune molecules in CCA organoid lines. Histograms show expression on three CCA 

organoid  lines without (blue) or with (red) IFN‐γ stimulation (A). Results depicted as percentage of 

cells expressing the proteins  in organoids without and with  IFN‐γ stimulation  (B). RNA sequencing 

data of CCA1 was compared to CCA2 and CCA3 to determine differentially expressed genes. Top 1000 

genes with  the highest 2log  (fold change) were  inserted  into  the DAVID  tool  to perform gene set 

enrichment analysis using the Gene Ontology: Biological Processes (GO:BP) database. The 10 GO:BP 

with  the  lowest  FDR  are  displayed  (C).  Blue  bars  represent  enrichment  scores,  black  diamonds 

represent FDR values. 
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Discussion 
CCA  is  a  heterogeneous  cancer with  a  poor  prognosis  and  limited  treatment  options. 

Immune  therapy  is  a  promising  new  strategy,  and  the  limited  number  of  clinical  trials 

performed suggest that a subpopulation of CCA patients could benefit from ICI treatment. 

However, stratification of these patients is challenging. Here, we are the first to establish a 

co‐culture model of CCA organoids and immune cells which could potentially serve as an in 

vitro  personalized  model  to  test  ICI.  This  novel  3D  co‐culture  system  allows  for  1) 

maintaining  the morphology  and  growth  of  CCA  organoids,  2)  survival  and  function  of 

immune  cells,  3)  interaction  between  organoids  and  immune  cells,  and  4)  quantifiable 

patient‐specific cytotoxic effects of immune cells in CCA organoids. Our work is also the first 

to  demonstrate  both  cellular  contact‐based  cytotoxicity  and  soluble  factors‐mediated 

cytotoxicity of tumor organoids induced by immune cells.  

CCA organoids were cultured with mismatched PBMC which resulted in a variable cytotoxic 

effect. Addition of IL‐2 to the cultures enhanced organoid cell death, demonstrating that 

immune cell  function can be modulated  in  the newly developed co‐culture  system. The 

number of CD4+ and CD8+ T cells far exceeded the number of NK cells in these cultures. We 

suspected that T cells might be responsible for the majority of the cytotoxic effect, despite 

different expression levels of MHC class 1 molecules on the three organoid lines. Therefore, 

CCA organoids were combined with purified CD3+ T cells to analyze their specific effect. This 

confirmed that T cells have potent cytotoxic effects on most, but not all CCA organoid lines. 

The  stronger killing effect of T  cells  compared  to PBMC was probably caused by higher 

actual effector cell (T cell)/target cell ratios.  

In  addition  to  conventionally  used  flow  cytometric  and  time‐lapse  confocal  analysis  to 

quantify cell death, we aimed to find an easy, quick and scalable readout by employing a 

CYFRA  quantification  assay.  The  increase  in  CYFRA  determined  in  the  co‐culture 

supernatant of CCA2 with T cells  indicates organoid cell death  in concordance with  flow 

cytometry and confocal  imaging. However, even though similar  levels of cell death were 

found  for  CCA3  by  flow  cytometry  analysis,  there  was  no  clear  increase  in  CYFRA 

concentration. A possible explanation could be that the number of CCA3 organoid cells in 

(co‐)culture on day seven was too low, which could be attributed to the lower proliferation 

rate of these organoids or efficient killing by immune cells at an earlier stage. Consequently, 

the amount of CYFRA released into the supernatant was too low to measure a significant 

increase.  

Besides the effect that immune cells have on cell viability when cultured in direct cellular 

contact with  tumor organoids, we  also demonstrated  that  soluble  factors produced by 

immune cells have an effect on CCA organoid growth. In detail, one of the organoid lines 

was  susceptible  to  cell  death  by  soluble  factors,  while  the  other  two  organoid  lines 
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displayed  induced  proliferation  by  TIL  conditioned medium.  CD8+  cytotoxic  T  cells  are 

known to produce granzymes and perforins to induce apoptosis in cancer cells [36], which 

could explain the cytotoxic effects seen in the organoids. In addition to this, T cells produce 

a range of cytokines supported by CD4+ T helper cells, including TNF‐α, IFN‐γ and IL‐2 [37]. 

These cytokines could play a part in the inhibition or stimulation of CCA organoids. It would 

be  interesting  to  further  investigate what soluble  factors  specifically cause cell death  in 

some CCA organoids and what soluble factors cause the acceleration of growth in others. 

In general, both direct cellular contact with immune cells and soluble factors produced by 

immune cells seem to induce a marked heterogeneity in CCA patient organoid responses. 

CCA  tumors  are  known  to  be  notoriously  heterogeneous,  displaying  a  wide  range  of 

genomic  and  epigenetic  abnormalities  and  molecular  patterns  [4].  Therefore,  their 

biological behavior is diverse, and variation in immune cell interactions is to be expected. 

Studies  in which rectal cancer organoids were co‐cultured with TIL also showed patient‐

specific differences  in  immune killing [21]. The factors determining effectivity of  immune 

cell‐based killing and  immunotherapy  in patients are complex and poorly understood. To 

identify contributing factors to the differences in susceptibility to killing of organoids in our 

co‐culture system, we analyzed the protein expression levels of immune co‐stimulatory and 

co‐inhibitory molecules and differences in transcriptomes. Although considerable variation 

in protein expression of  immune molecules and response to IFN‐γ stimulation was found 

among the CCA organoid lines, we could not find a direct link to the diversity in response. 

Gene  set  enrichment  analysis  of  genes  that  were  expressed  in  higher  levels  in  CCA1 

identified  three  cell  adhesion  processes.  (Proto)cadherins  were  the  most  abundant 

adhesion genes enriched in these processes. E‐cadherin is the best studied cadherin, and is 

known to interact with dendritic cells, macrophages, NK cells and T cells [38]. However, e‐

cadherin was not found to be overexpressed here and it remains unclear if the identified 

(proto)cadherins  are  able  to modify  immune  cells,  and,  if  so, whether  they would  be 

stimulatory or  inhibitory. This does not provide  further evidence helping  to explain  the 

described differences in susceptibility to immune cell‐related cytotoxicity specifically. Thus, 

further  studies  are  needed  using  more  patient‐derived  organoid  lines  to  elucidate 

mechanisms adopted by CCA organoid cells to evade immune cell killing. 

The implementation of immune cells in CCA organoid cultures, which consist of epithelial 

cancer cells only, has provided an important step towards a more complex representation 

of the tumor microenvironment. The combination of patient‐derived CCA organoids and 

autologous tumor‐infiltrating immune cells potentially provides a patient‐specific model to 

determine which ICI could benefit the patient. Acquisition of matched CCA organoids and 

PBMC or TIL from large patient cohorts remains challenging. CCA organoid research is still 

at an early  stage, and establishment of  confirmed CCA  cultures  is not  successful  for all 

patients, with a  reported establishment  rate of approximately 36%  [39]. Moreover,  the 
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number of TIL required for the current co‐culture protocol demands larger pieces of tumor 

tissue  for  isolation,  limiting TIL co‐cultures to the relatively small subset of CCA patients 

undergoing surgical resection. Nonetheless, the feasibility of autologous cancer organoid 

and TIL co‐culture has been demonstrated for rectal cancer organoids. In this study, three 

co‐cultures  of  rectal  cancer  organoids  with  TIL  were  treated  with  PD‐1  antibody 

pembrolizumab and marked differences in effectivity were observed. No effect was found 

in one organoid  line, temporary  improvement was shown  for the second, and  improved 

cytotoxicity was only detected in the third organoid line [21]. This study also revealed that 

organoids established from patients with a complete pathological response to neo‐adjuvant 

chemoradiotherapy  showed  higher  sensitivity  to  TIL‐mediated  killing  in  vitro,  showing 

evidence of clinical relevance of organoid  immune cell co‐cultures. Subsequently, studies 

need to be designed to investigate the predictive value of this in vitro model by comparing 

patient  response  to  ICI  to  the  effect  of  these  ICI  in  co‐cultures  of  CCA  organoids  and 

autologous TIL.  

In conclusion, this study provides an optimized an innovative in vitro 3D co‐culture method 

in which patient‐derived CCA organoids are cultured with immune cells. Assessing cell death 

using  this  method  demonstrated  quantifiable  direct  and  indirect  anti‐tumor  organoid 

immune responses that vary between CCA organoid lines. As proof of principle, and likely 

supplemented with patient‐specific immune cells, the co‐culture method presented in this 

study could serve as a useful tool to examine the efficacy of new ICI and to predict which, if 

any, ICI would be most effective in individual patients.  
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Supplementary Materials 

 
Supplementary Figure S1. Additional evaluation of the effect of different medium compositions on 

CCA organoids. Bright field images demonstrate that CCA organoids cultured in T cell medium (TM) 

don’t  retain  the morphology  they  have  in  organoid medium  (OM)  (A).  CCA  organoids were  not 

affected by the removal of either forskolin or nicotinamide from the organoid medium as shown by 

bright  field  images  (B).  PBMC were  pre‐activated  for  three  days,  then  cultured  in  OM without 

nicotinamide with  10% human  serum,  in  the presence or  absence of  10% BME.  Flow  cytometric 

analysis for HLA‐DR, CD137 and Ki‐67 expression in CD4+ and CD8+ T cells at day three and day seven 

of PBMC culture (n=3 biological replicates from different PBMC donors) (c). Scalebar: 100 µm (A), 500 

µm (B). All values with error bars represent mean with SEM. 
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Supplementary  Figure  S2.  Effect  of  organoid medium  components  on  T  cells.  Flow  cytometric 

analysis shown for Ki‐67, HLA‐DR and CD137 expression in CD4+ and CD8+ T‐cells at day four(A) and 

day ten  (B) of culture  in T cell medium without and with anti‐CD3/CD28 coated beads  (TM, TM+), 

organoid medium without and with anti‐CD3/CD28 coated beads (OM, OM+), and organoid medium 

without  specified  components  in  the  presence  of  anti‐CD3/CD28  coated  beads  (n=3  biological 

replicates from different PBMC donors). Statistical significance is depicted for OM+, ‐Forsk and ‐Nic 

compared to TM+. Removal of forskolin or nicotinamide  is  less effective  in reversing the  inhibition 

caused by OM+ compared to TM+ on day four compared to day seven (Fig. 1D). All values with error 

bars represent mean with SEM. ** p < 0.01, *** p < 0.001. 
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Supplementary Figure S3. Analysis pipeline for co‐culture flow cytometry data and effect of IL‐2 on 

CCA organoid viability. Flow cytometry dot plots show the gating strategy of co‐culture experiments. 

Live organoid cells were gated on single cells, EpCAM+, DAPI‐, CD14‐ and CD45‐, and live T cells were 

gated on single cells, EpCAM‐, CD45+, DAPI‐ and CD3+ (A). ATP quantification of CCA organoids cultured 

in organoid medium  supplemented with 0, 20  IU/ml  (4 ng/ml) or 100  IU/ml  (20 ng/ml)  IL‐2  (n=3 

technical replicates) demonstrates IL‐2 has no effect on organoid viability (B). Quantification of CYFRA 

in supernatant after seven days of CCA organoid and T cell co‐culture (C). All values with error bars 

represent mean with SEM. 
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Supplementary Figure S4. Differences  in expression of co‐inhibitory and co‐stimulatory  immune 

molecules in CCA organoids. Flow cytometry for the expression of co‐inhibitory and co‐stimulatory 

molecules in CCA organoid lines without and with IFN‐γ stimulation. Depicted as median fluorescence 

intensity (MFI) after subtraction of the control values. 
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Supplementary Table S1. Patient characteristics 

  CCA1  CCA2  CCA3 

Type of CCA  Perihilar  Intrahepatic  Intrahepatic 

Sex  Female  Female  Male 

Age  34  77  60 

Pre‐treatment  None  None  None 

Etiology  PSC  Unknown  Unknown 

Tumor stage (TNM)  T2N2M0  T3N1M0  T1NXM0 

Tumor differentiation  Moderate  Moderate to poor  Well to moderate 

Fibrosis/Cirrhosis  No  No  No 

Gamma‐GTa  546  68  93 

AFa  1831  73  74 

Bilirubina  13  8  5 

CA19.9b  42  18  64 

AFPb  5  4  ‐ 

CEAb  ‐  45.8  ‐ 
aDetermined 2‐4 weeks before surgery. bDetermined 4‐6 weeks before surgery. Gamma‐GT = gamma‐

glutamyltransferase;  AP  =  alkaline  phosphatase;  CA19.9  =  cancer  antigen  19.9;  AFP  =  alpha 

fetoprotein; CEA = carcinoembryonic antigen.   
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Supplementary Table S2. Organoid media compositions 

Medium component  Manufacturer  Organoid 

initiation 

medium 

Organoid 

expansion 

medium (OM) 

Advanced DMEM/F12  Gibco     

HEPES  Life Technologies  10 mM  10 mM 

Ultraglutamine  Lonza  2 mM  2 mM 

Pen/strep  Life Technologies  100 U/ml  100 U/ml 

Primocin  InvivoGen  0.5 mg/ml  0.5 mg/ml 

N2 supplement  Gibco  1%  1% 

B27 supplement (without vitamin A)  Gibco  2%  2% 

Gastrin I  Sigma‐Aldrich  10 nM  10 nM 

FGF10  Peprotech  100 ng/ml  100 ng/ml 

HGF  Peprotech  25 ng/ml  25 ng/ml 

EGF  Peprotech  50 ng/ml  50 ng/ml 

A8301  Tocris  5 µM  5 µM 

Nicotinamide  Sigma‐Aldrich  10 nM  10 nM 

Forskolin  Tocris  10 µM  10 µM 

N‐Acetyl Cystein  Sigma‐Aldrich  1 mM  1 mM 

R‐spondin‐1 conditioned medium  Self‐produced  10%  10% 

Noggin conditioned medium  Self‐produced  10%   

Wnt3a conditioned medium  Self‐produced  30%   

Y27632  Tocris  10 µM   

hES cell cloning recovery solution  Stemgent  2 µM   
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Supplementary Table S3. Anti‐human antibodies and reagents used for flow cytometry staining 

Antibody / Reagent  Clone  Isotype  Supplier 

CD56‐FITC  TULY56  mIgG1  eBioscience‐Thermo  Fisher 

Scientific 

CD8‐PE  RPA‐T8  mIgG1, k  Biolegend 

CD326 (EpCAM)‐PerCP‐eF710  1B7  mIgG1  eBioscience‐Thermo  Fisher 

Scientific 

CD45‐APC‐Fire750  HI30  mIgG1,k  Biolegend 

CD14‐BV510  M5E2  mIgG2a,k  Biolegend 

CD3 PE‐Cy7  UCHT1  mlgG1,k  eBioscience‐Thermo  Fisher 

Scientific 

CD45‐APC‐eFluor780  HI30  mIgG1,k  eBioscience‐Thermo  Fisher 

Scientific 

CD8a‐PE  OKT8  mIgG2a  eBioscience‐Thermo  Fisher 

Scientific 

CD4‐APC‐eFluor780  OKT4  mIgG2b,k  eBioscience‐Thermo  Fisher 

Scientific 

CD45‐APC  HI30  mIgG1,k  Biolegend 

CD4‐FITC  Oct‐04  mIgG2b,k  Biolegend 

CD4 PE  13B8.2  mlgG1  Beckman 

HLA‐DR‐PerCP‐Cy5.5  LN3  mlgG2b  eBioscience‐Thermo  Fisher 

Scientific 

CD137 (4‐1BB)‐APC  4B4‐1  mIgG1,k  BD Pharmingen 

CD8‐efluor450  RPA‐T8  mIgG1,k  eBioscience‐Thermo  Fisher 

Scientific 

CD45‐APC‐eFluor780  HI30  mIgG1,k  eBioscience‐Thermo  Fisher 

Scientific 

Ki67‐FITC  B56  mIgG1,k  BD pharmingen 

CD4 PerCP‐Cy5.5   SK3  mlgG1  B&D 

HLA‐DR‐PE  LN3  mIgG2b  eBioscience‐Thermo  Fisher 

Scientific 

Ki67‐FITC  20Raj1  mIgG1,k  eBioscience‐Thermo  Fisher 

Scientific 

CD273 (B7‐DC)‐PE  MIH18  mIgG1  eBioscience‐Thermo  Fisher 

Scientific 

HLA‐A,B,C‐FITC  W6/32  mIgG2a,k  Biolegend 

CD274(B7‐H1)‐PE‐Cy7  MIH1  mIgG1  eBioscience‐Thermo  Fisher 

Scientific 

CD276(B7‐H3)‐APC  7‐517  mIgG1,k  eBioscience‐Thermo  Fisher 

Scientific 

HLA‐DR, DP, DQ‐FITC  Tü39  miGG2a,k  Biolegend 
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CD155‐PE  2H7CD155  mIgG1  eBioscience‐Thermo  Fisher 

Scientific 

CD112‐PECy7  TX31  mIgG1  Biolegend 

CD274 (B7‐H1)‐APC  MIH1  mIgG1  eBioscience‐Thermo  Fisher 

Scientific 

Vista(B7‐H5)‐AlexaFluor488  #730804  mIgG2b  R&D systems 

Galectin‐9 PE  9M1‐3  mIgG1,k  Biolegend 

CD80‐PE‐Cy7  2D10  mgG1,k  Biolegend 

CD86 APC  IT2.2  mlgG2b,k  Biolegend 

IFN‐gamma‐APC‐R700  B27  mIgG1,k  BD Biosciences 

TNFa‐FITC  MAb11  mIgG1,k  eBioscience‐Thermo  Fisher 

Scientific 

Human Fc block      BD Biosciences 

Annexin V apoptosis detection kit APC      eBioscience  ‐Thermo  Fisher 
Scientific 

DAPI      Biolegend 

Fixable viability dye eFluor 506      eBioscience‐Thermo  Fisher 
Scientific 
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Supplementary Table S4. Genes  identified  in the set of 1000 upregulated genes  in CCA1 that are 

part of the cell adhesion‐related biological processes 

GO:0007156  GO:0007155  GO:0016339 

RET  FBLN7  NLGN1 

PCDHGB7  SRPX  PCDHGB4 

TENM3  NLGN1  PCDHB16 

PCDHGB5  COL16A1  PCDHB6 

PCDHGB4  PCDHGB4  PCDHB5 

PCDH10  PCDH10  PCDHB13 

PCDH17  TGFB1I1  PCDHB3 

ROBO1  ITGB2  CDH16 

CDH7  NID2  PCDHB11 

PCDHA1  THBS4 
 

PCDHA3  PCDH17 
 

PCDHA2  ROBO1 
 

PCDH9  PCDHA1 
 

PCDHGA3  CHST10 
 

PCDHGA2  PCDHA3 
 

PCDH20  CTNNA3 
 

PCDHGA1  PCDHA2 
 

PCDHB15  MPDZ 
 

PCDHB13  EDIL3 
 

PCDHB11  IL32 
 

PCDHGA10  MYBPC1 
 

PCDHGA11  CD72 
 

PCDHGA12  AMBP 
 

PCDHB16  PCDHB15 
 

PCDHB6  PCDHB11 
 

PCDHB5  CLDN10 
 

PCDHB3  BCAM 
 

FAT4  MMRN1 
 

CDH16  PTK7 
 

PCDHB8  ADGRB1 
 

 
PCDHB6 

 

 
CASS4 

 

 
CERCAM 

 

 
ANOS1 

 

 
CNTN1 

 

 
CNTN3 

 

 
SPACA4 

 

 
PCDHB3 

 

 
ITGA5 

 

 
CDH16 

 

 
EPHA3 

 

 
ITGA9 
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Supplementary Materials and Methods 

Organoid culture 
In short, biopsies were washed in Advanced DMEM/F12 (Gibco), minced, and digested using 

a  2.5 mg/ml  collagenase  A  solution  (Sigma  Aldrich).  The  cell  suspension was  strained 

through a 70 µm strainer, cells were washed  in Advanced DMEM/F12 and plated  in 75% 

BME (Cultrex, diluted in Advanced DMEM/F12). Until splitting, organoids were maintained 

in classical organoid initiation medium as described by Huch et al. [40]. After the first split, 

culture was continued  in organoid expansion medium (OM) which was refreshed twice a 

week. Organoids were passaged  in 1:3  to 1:10  split  ratios once  a week.  Exact medium 

composition can be found in Supplementary Table S2. 

Co‐culture assay for immune cell analysis 
PBMC were  thawed 2‐3 days  in advance at 37°C,  then  resuspended and cultured  in TM 

either with or without anti‐human CD3/CD28 dynabeads at a 1:20 bead:cell ratio,  in the 

presence of 20 IU/ml (4 ng/ml) IL‐2. On the day of co‐culture, organoids were harvested, 

mechanically broken, and dissociated  into single cells by TrypLE Express  incubation  (3‐5 

cycles of 5 minutes at 37°C). PBMC were harvested, counted, and either cultured alone or 

combined with organoid single cells at a 50000:25000 = 2:1 ratio. They were resuspended 

in 200 µL OM‐nic with 10% human serum and plated in a 96‐well round‐bottom plate. 100 

IU/ml (20 ng/ml)  IL‐2 was added to some conditions, and 5 µg/mL brefeldin (Sigma) and 

1:1000 monensin (eBioscience Invitrogen) were added to all conditions. After 19 hours, cells 

were washed, stained with fixable viability dye eFluor 506 first and then anti‐EpCAM, anti‐

CD45, anti‐CD3, anti‐CD8 and anti‐CD4, followed by intra‐cellular staining of IFN‐γ and TNF‐

α using the Foxp3 staining buffer set. 

Effect of BME on T cells 
PBMC  from healthy donors were thawed at 37°C, then resuspended and cultured  in TM 

with anti‐human CD3/CD28 dynabeads at a 1:100 bead:cell  ratio,  in  the presence of 20 

IU/ml (4 ng/ml) IL‐2. After three days, PBMC were harvested, counted and resuspended in 

200 µL OM‐nic with 10% human serum, in the presence or absence of 10% BME. They were 

plated in a 96‐well flat‐bottom suspension plate. After three and seven days, respectively, 

PBMC were harvested and stained with fixable viability dye eFluor 506. Cell surface staining 

was then performed with anti‐CD45, anti‐CD8, anti‐CD4, anti‐CD3, anti‐HLA‐DR and anti‐

CD137 antibodies (Suppl. Table S3). For Ki‐67 staining, cells were fixed and permeabilized 

using  the  Foxp3  staining  buffer  set.  PBMC  were measured  using  a  FACSCanto  II  flow 

cytometer and analyzed using FlowJo software. 
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Confocal time‐lapse imaging settings and analysis 
The blue nuclear Hoechst 33342 staining, green caspase 3/7 probe and CellTrace Far Red 

were sequentially imaged using 405, 488 and 640 nm solid state lasers for excitation and 

detected  at  435‐480,  500‐550  and  650‐760  nm,  respectively.  An  additional  bright  field 

channel was  included. For 180 hours, every 6 hours 9  z‐stacks of 7 planes with 7.4 µm 

interval were imaged covering 9 times 1284550 µm2 and 44.4 µm in height.  

Maximum projections of the z‐stacks were analyzed with a custom analysis pipeline in the 

Opera  Phenix Harmony  PhenoLOGIC  software  (Perkin  Elmer).  In  short,  organoids were 

segmented  based  on  the  combined  Hoechst  and  green  caspase  signals.  Within  the 

segmented organoid area, the percentage surface area of dead cells was determined using 

the green caspase 3/7 probe channel, reflecting the level of cell death within the individual 

organoids. T cells were detected using the far‐red signal. 

TIL isolation 
Single cell suspensions from tumors and tumor‐free  liver tissues were obtained by tissue 

digestion as described previously [41]. Briefly, fresh tissues were first cut into small pieces, 

and then digested with 0.125 mg/mL collagenase  IV (Sigma‐Aldrich), 0.2 mg/mL DNAse  I 

(Roche,), 1000 IU/ml hyaluronidase (Sigma), and 0.05% FCS in Hanks' Balanced Salt solution 

with  Ca2+  and Mg2+  (Sigma)  for  30‐60 minutes  at  37  °C  with  continuous  stirring.  Cell 

suspensions  were  filtered  through  100  µm  pore  cell  strainers  (BD  Biosciences)  and 

mononuclear  immune  cells  were  obtained  by  Ficoll  density  gradient  centrifugation. 

Viability, cell count and purity were determined by trypan blue exclusion and MacsQuant 

(Miltenyi). 

Preparation of conditioned media from PBMC and TIL 
PBMC  from healthy donors or TIL  from CCA or hepatocellular  carcinoma patients were 

thawed at 37°C, then resuspended and cultured in the presence or absence of anti‐human 

CD3/CD28 dynabeads at a 1:100 bead:cell ratio at a concentration of 0.5‐1 x 106 cells/ml 

OM‐nic with 10% human serum. OM‐nic with 10% human serum without cells was used as 

control medium. Conditioned medium was collected on day six and stored at 4°C until the 

next day or frozen at ‐20°C until later use. On the day of use, the conditioned medium and 

control medium were  concentrated  10‐fold by  centrifugation  at  3100‐3200  g  for 30‐40 

minutes at 20°C using 3KDa centrifugal filters (Amicon Ultra 3K device‐3000MWCO).  

RNA sequencing 
RNA from three CCA organoid lines was collected in Qiazol lysis buffer (Qiagen) and isolated 

using  the  miRNeasy  mini  kit  (Qiagen)  according  to  manufacturer’s  instructions. 

Subsequently,  RNA  sequencing  was  performed  by  Novogene,  which  resulted  in 
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approximately 20‐30 million, paired‐end reads. The sequencing data were uploaded to the 

Galaxy Web platform public server usegalaxy.org  [42]. Next,  the data were  trimmed  for 

adapters using Trim Galore! (version 0.4.3.1), and mapped using RNA STAR (version 2.6.8a) 

against  the  human  reference  genome  GRCh38.  By  applying  the  built‐in  hg38  genome 

annotation  file,  mapped  reads  were  translated  into  raw  counts  using  FeatureCounts 

(version 2.0.1). 
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Abstract 
Human cholangiocyte organoids show great promise for regenerative therapies and in vitro 

modeling of bile duct development and diseases. However, the cystic organoids  lack the 

branching morphology  of  intrahepatic  bile  ducts  (IHBD).  Here,  we  report  establishing 

human  branching  cholangiocyte  organoid  (BRCOs)  cultures.  BRCOs  self‐organize  into 

complex  tubular structures  resembling  the  IHBD architecture. Single cell  transcriptomics 

and functional analysis showed high similarity to primary cholangiocytes and, importantly, 

the  branching  growth  mimics  aspects  of  tubular  development  and  is  dependent  on 

JAG1/NOTCH2  signaling.  When  applied  to  cholangiocarcinoma  tumor  organoids, 

morphology changes to an in vitro morphology similar to primary tumors. Moreover, these 

branching  cholangiocarcinoma  organoids  (BRCCAOs)  better  match  the  transcriptomic 

profile  of  primary  tumors  and  showed  increased  chemoresistance  to  gemcitabine  and 

cisplatin. In conclusion, BRCOs recapitulate a complex process of self‐organizing branching 

morphogenesis in culture. This provides an improved model to study tubular formation, bile 

duct functionality, and associated biliary diseases. 
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Introduction  
The biliary tree is a complex tubular system compromising the extrahepatic bile duct (EHBD) 

and intrahepatic bile ducts (IHBDs), that transport bile to the duodenum.1‐3 Cholangiocytes 

(biliary epithelial cells) line these ducts, providing a physical barrier to bile, and modify its 

composition.4,5  Although  IHBDs  and  EHBDs  have  similar  types  of  cholangiocytes,  large 

morphological differences exist. Most importantly, only IHBDs display a complex branching 

architecture. Branching is a common phenomenon in organogenesis of mammalian species 

and in many organs, such as the mammary glands, salivary glands, the pancreatic ducts, and 

the bile ducts.6 From all these organs, organoid cultures have been developed providing 

opportunities to study branching formation in vitro. To date, however, no human organoid 

model from adult tissue has been established that adequately reflects tubular development 

in vitro. Similarly, current cholangiocyte organoid models form cyst‐like structures with a 

fluid‐filled  lumen  surrounded by an epithelial monolayer7‐12, making  them unsuitable  to 

study branching morphogenesis and diseases that affect tubular formation in vitro.  

Here, we  report  the  establishment of branching  cholangiocyte organoids  (BRCOs)  from 

human  adult  IHBDs.  In  vitro,  BRCOs  grow  into  self‐renewing,  self‐organizing  branching 

structures.  BRCO  cells  closely  resemble  mature  cholangiocytes  on  a  single‐cell 

transcriptome level and recapitulate the heterogeneity of in vivo cholangiocytes.13‐16 BRCOs 

exhibit mature  cholangiocyte  functional  properties,  such  as  alkaline  phosphatase  (ALP) 

activity.5 Ductal growth in BRCOs is tip‐driven, their dynamics and spatial organization are 

behaving according  to probabilistic  rules, and  their  tubular  formation mimics aspects as 

seen in situ. Furthermore, organoids derived from an Alagille syndrome (AGS) patient17‐19 

were unable to branch due to absence of NOTCH signaling. Finally, we demonstrate that 

branching cholangiocarcinoma (CCA) organoids20 (BRCCAOs) can be formed from primary 

CCA  tumors.  BRCCAOs  closely  resemble  the  primary  tumor‐tissue  architecture, 

transcriptomic profile, and provide a better model for drug responses to clinically relevant 

chemotherapeutics. Overall, these results demonstrate the unique aspects of this organoid 

model  for studying  (malignant) biliary diseases, processes  involved  in tubular  formation, 

and branching bile duct organization. 
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Results 

Establishment of branching cholangiocyte organoids 
During  embryonic  development  the  IHBDs  develop  from  the  ductal  plate  under  the 

influence  of  canonical‐WNT  signaling.21  However,  at  the  latter  stages  of  tubular 

development  β‐catenin  is  more  tightly  regulated21  and  in  adulthood  cholangiocyte 

proliferation  seems  β‐catenin  independent.13,14  In  addition,  it  is  known  that  the  TGF‐β 

pathway is essential for tubular growth in other branched tissues.6 Following this rationale, 

BRCOs  were  established  by  applying  a  two‐stage  culture  method.  First,  intrahepatic 

cholangiocyte  organoids  (ICOs,  n=20) were  initiated  from  liver  biopsies  using  standard 

canonical‐WNT  stimulating  conditions.7 After  3  passages, medium was  replaced  by  the 

‘branching‐initiation’ medium, that simultaneously stimulates (via RSPO1) and inhibits (via 

Dickkopf‐related protein 1 –DKK1) the canonical‐WNT pathway, while no longer inhibiting 

the TGF‐β pathway via A83.01. Hereafter, ICOs changed to a branching pattern (Fig. 1A, S1A 

and methods). BRCOs could be induced from 14/20 (70%) ICO lines, cultured from a variety 

of  liver biopsies  (Table S1). No underlying patient characteristics  that could compromise 

branching development, such as donor age or  liver disease, were  identified. As shown  in 

Fig.  S1B,  BRCOs  could  only  be  established  from  ICOs  and  not  from  extrahepatic 

cholangiocyte  organoids  (n=3).  Interestingly,  only  adult  ICOs  and  not  fetal‐ICOs  could 

develop to BRCO (n=3, Fig. S1C, Table S1). Mostly, the BRCO cultures consist of a variable 

mix  of  branching  and  non‐branching  (cyst‐like)  organoids  (Fig.  S1D, mean %  of  BRCOs 

48.4±SD25.8, n=14). In contrast, once established in vitro, BRCOs could be passaged long‐

term by mechanical dissociation while maintaining a similar branching architecture  (>20 

passages),  without  obtaining  any  common  oncogenic  mutations  or  chromosomal 

instabilities, indicating that when BRCOs are formed, they retain their characteristics under 

external perturbations.  

BRCO cells resemble primary cholangiocytes 
BRCOs expand through the elongation of existing branch bifurcations and trifurcations of 

proliferative  tips,  resulting  in 3D  ramified architectures  (Fig. 1B, S1A and Video S1). The 

properties and variabilities between BRCOs were consistent with non‐stereotypic branching 

dynamics (Fig. S1E). When analyzed by electron microscopy, we found that individual cells 

within  BRCOs  displayed  ultrastructural  features  of  columnar  epithelial  cells,  such  as 

microvilli and tight junctions (Fig. 1C, indicated by arrows). Immunofluorescence staining’s 

for cholangiocyte markers cytokeratin (KRT)19 and 7 showed expression in all cells (Fig. 1D, 

S1F, Video S2). Nuclei are located at the basolateral side of BRCO cells (Fig. 1SF), with the 

bulk of cytoplasm being towards the lumen, suggesting cell polarization. This was confirmed 

by mature cholangiocyte markers  for secretin  receptor  (SCTR, basolateral side), and  the 

pronounced expression of tight‐junction marker zonula occludens (ZO‐1) which was co‐ 
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Figure 1. Establishment and characterization of branching cholangiocyte organoids. (A) Schematic 

overview of BRCO culture. IHCs are obtained from a liver biopsy and cultured as ICOs. After 3 passages, 

culture conditions are switched and BRCOs are formed. Scale bars indicate 2000µm, unless otherwise 

stated. (B) Growth over (two weeks) time of BRCOs. (C) Transmission electron microscopy images of 

single cells of BRCOs, arrows in the left panel indicate microvilli (left) and a tight junction (right). In 

the right panel the arrow points to microvilli, scale bars indicate 2 µm (left) and 1 µm (right). (D) Max 

projection of confocal images of BRCOs for KRT 19 and KRT7 (both red), F‐actin (green) staining, nuclei 

are stained with DAPI (blue), scale bar indicates 100 µm. (E) qRT‐PCR (mean ±SD) for cholangiocyte‐, 

progenitor‐related/WNT‐target‐, and hepatocytes genes  in BRCOs and  ICOs  (donor matched n=3). 

Values are displayed as fold change compared to ICOs. All experiments in Fig.1C‐E are with lines 2‐4. 

Panel B is with BRCO line 1 

localized with cystic fibrosis transmembrane conductance regulator (CFTR) at the luminal 

side of  tubes  (Fig. S1F). Finally, F‐actin  staining  revealed  the presence of a  lumen while 

showing increased activity across the luminal side, likely due to staining of microvilli (Fig. 

1D,  S1F,  Video  S2).  All  these  cholangiocyte‐typic  features  were  similar  to  the  in  vivo 

situation.5 Interestingly, some cells located at the tips were albumin positive (Fig. S1F). qRT‐

PCR of BRCOs showed expression of typical biliary markers such as KRT19, KRT7, Hepatocyte 

nuclear factor‐1 beta  (HNF‐1β), Trefoil Factor 1  (TFF1) and TFF2  (Fig. 1E).15 Compared to 

ICOs7, and in line with the albumin staining, BRCOs have higher expression of hepatocyte‐

related genes such as SERPINA1 (known as alpha‐1 antitrypsin), Albumin (ALB), and CYP3A4 

(Fig. 1E), suggesting that some BRCO cells express hepatocyte‐related markers, as is found 

in primary cholangiocytes.13  In contrast, BRCOs showed  limited expression of the shared 

progenitor/mature  cholangiocyte markers  SOX9  and  TROP2,  and  the WNT‐target  gene 

leucine‐rich‐repeat‐containing  G‐protein‐coupled  receptor  (LGR)5  was  severely 

downregulated (P<0.0001) compared to ICOs.7  

BRCOs recapitulate functional bile ducts in vitro 
Bright field and confocal imaging of BRCOs suggested that BRCOs have an open lumen (Fig. 

1A and D and S1F). This was confirmed by active transport of fluorescent rhodamine‐123 

into  the  lumen  of  BRCOs  via  multi‐drug‐receptor‐1  (MDR1),  revealing  a  network  of 

connected ducts (Fig. 2A). Blocking MDR1 transporter by verapamil, blocked the transport 

of rhodamine‐123 and caused the fluorescence to reside within the BRCO cells (Fig. 2B). In 

vivo, cholangiocytes regulate bile composition by transportation, secretion, and absorption 

of  ions,  bile  substances,  and  water.5  In  order  to  demonstrate  the  presence  of  these 

functions  in BRCOs, we  first assessed  secretin and  somatostatin  receptor activity. Upon 

secretin stimulation, BRCOs swell by active ion transport and increased osmolality and lose 

their  slender  tubular  structures  (Fig.  2C).  Somatostatin  significantly  inhibited  swelling 

(secretin  1.3±0.03  swelling  vs.  somatostatin  addition  1.15±0.05,  p=0.01,  Fig.  2D), 

demonstrating the functionality of both receptors, and suggesting functional ion and water 

transportation via CFTR and aquaporins. Ion channel activity was confirmed in a monolayer 
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of  BRCOs  using  an  ussing  chamber  set  up.  Forskolin  stimulated,  and  GlyH‐101  (CFTR‐

inhibitor)  inhibited short circuit current  (Isc),  indicating  functional CFTR‐activity  (Fig. 2E). 

Similarly, upon  incubation with uridine 5'‐triphosphate, an  increase of  Isc was observed, 

which was specifically  inhibited by T16Ainh‐A01,  indicating anoctamin‐1  (ANO1) activity. 

Next, activity of important cholangiocyte enzymes were tested. Similar to cholangiocytes in 

vivo22, ALP activity was present and primarily located on the luminal side of the BRCOs (Fig. 

2F), while gamma‐glutamyl transferase (GGT)‐activity was also clearly detectable in BRCOs 

(Fig. 2G).  

Finally, to investigate if we could induce hepatocyte‐like differentiation within BRCOs, we 

applied a hepatocyte differentiation protocol.7 After 14 days of differentiation, BRCOs lost 

their tubular structures and acquired a denser, cyst‐like morphology (Fig. 2I), similar to ICOs 

in differentiation conditions7,8, but contrasted with undifferentiated controls (Fig. 1B, Fig. 

2H).  Hepatocyte  marker  expression  decreased  in  BRCOs  and  increased  in  ICOs  after 

differentiation,  although  only  a  significant  difference  was  observed  for  ALB  (Fig.  2J). 

Interestingly,  the opposite was observed  for LGR5 expression  (Fig. 2J),  that  increased  in 

BRCOs and decreased  in  ICOs after differentiation, however this did not reach statistical 

significance. When  hepatocyte  specific  function was  assessed,  clearly  protein  secretion 

levels of A1AT and albumin were significantly reduced  in BRCOs, while  increased  in  ICOs 

after hepatic differentiation (p<0.05, Fig. 2K). Collectively, these results indicate that BRCOs 

recapitulate  functional  properties  of  IHBDs.  Although  some  expression  of  hepatocyte‐

related genes was observed  in BRCOs, hepatic  functionality was  limited, suggesting  that 

only biliary cells that occasionally express hepatocyte‐related genes are present in BRCOs. 

Single cell transcriptomic analysis reveals that BRCOs differ  from  ICOs but 

are similar to primary cholangiocytes 
To  fully characterize  the  transcriptomic differences between  ICO and BRCO cells and  to 

capture  cellular  heterogeneity within BRCOs, we performed  single‐cell RNA  sequencing 

(scRNA‐seq) using CEL‐seq2.23  In  total, 3456  cells were analyzed  from 3 donor matched 

BRCOs and  ICOs  (Fig. 3A). Using a  stringent quality  threshold, a  similar number of  cells 

(BRCOs: 1105 and ICOs: 1429) were retained, and comparable numbers of genes and UMIs 

were detected  in BRCOs and  ICOs  (Fig. S2A‐C). To  identify different cell populations, we 

performed cluster analysis and applied for the visualization. After batch correction (Fig. S2D 

and methods) two main groups of cells, separated by organoid type, were observed (Fig. 

3B, Sup. File 1). Cluster analysis revealed seven sub‐clusters (Fig. 3B) of which clusters 5 and 

7 were mainly cells in the G2M and S phases of the cell cycle. ICO cells had high expression 

of the proliferation marker Ki67 (83.4% versus 16.6%  in BRCOs, Fig. S2E). In vivo, mature 

cholangiocytes  are  generally  quiescent  but  can  proliferate  in  response  to  injury  or 

damage.24‐26 When analyzing cell‐cycle phases, significantly more G1 cells in BRCOs were  
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Figure 2. BRCOs resemble functional intrahepatic bile ducts in vitro.(A) Max‐projection of confocal 

image of rhodamine‐123 (green), and  in (B) after verapamil addition. Nuclei are stained with DAPI 

(blue)  and  scale  bars  in  a  and  b  indicate  100  µm.  (C)  BRCOs  at  T=0 minutes  and  T=60 minutes 

stimulated by secretin and secretin with somatostatin pre‐treatment. (D) Quantification (mean ±SD) 
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of the swelling assay in C. (E) Ussing chamber experiment of 2D grown BRCOs. (F) ALP activity in BRCOs 

and ICOs. (G) GGT activity (mean ±SD) in BRCOs and ICOs. Experiments a‐g are performed on biological 

triplicates ICOs and BRCOs 3, 4 and 6. (H) Bright field images of organoids cultured in BRCO conditions 

(serving as a control, scale bars  indicate 2000 µm) and  in (I) cultured  in hepatocyte‐differentiation 

conditions, scale bars  indicate 1000 µm and upon zoom 200µm.  (J) qRT‐PCR  (mean ±SEM) of ALB, 

CYP3A4, HNF4α, MRP2, A1AT and LGR5 in BRCOs, ICOs and for both after hepatocyte‐differentiation 

(n=3). (K) Human A1AT and Albumin secretion (mean ±SEM) as measured via ELISA in ICOs, BRCOs, 

for both after hepatocyte‐differentiation (n=3), and human serum sample (n=2 technical duplicate, 

positive  control).  Experiment  h‐k  are  performed  on  lines  6‐8.  *indicates  significant  difference 

(p<0.05).  

found  (avg. 75.1%),  compared  to  ICOs  (avg. 65.8%; p<0.05, Fig.  S2E). A  similar  trend  in 

proliferation was observed via EdU incorporation. EdU was incorporated in more ICOs cells 

(23.9% ± SD 11.2 EdU+ cells, n=3) than  in BRCOs  (10.6% ± SD 2.1, p=0.11, n=3, Fig. S2F), 

indicating  a  possible  lower  proliferating  activity  in  BRCOs.  We  further  explored 

transcriptomic differences in the non‐dividing cell clusters (2‐4 vs. 1 and 6), and identified 

476 significantly differentially expressed (DE) genes between BRCOs and ICOs (Fig. S2G, Sup. 

File 1). Pathway analysis revealed that genes upregulated in BRCOs are mostly involved in 

metabolic  processes,  while  upregulated  genes  in  ICOs  are  enriched  in  the  Cajal  body 

pathway, normally  found  in proliferating cells  (Fig. S2H). Together,  these results suggest 

that BRCOs have a district gene expression pattern and are less proliferative than ICOs.  

Subsequently, we  investigated  the  gene expression of  known  (im)mature  cholangiocyte 

markers.15 Although cells from both organoid types express mature cholangiocyte markers 

such as EPCAM, CD24, SOX9, KRT7 and KRT19, highlighting their biliary origin, we observed 

significantly decreased expression of SOX9, KRT7 and KRT19  in BRCOs  (Fig. 3C and 3D). 

Interestingly,  previous  data  indicates  that  KRT19  is  upregulated  in  ICOs  compared  to 

primary  cholangiocytes.13  In  contrast,  mature  cholangiocyte  genes  SPP1  and  LYZ  are 

significantly higher expressed in BRCOs (Fig. 3C and 3D). In addition, ICO cells express high 

levels of MUC5AC and MUC5B, two markers that are hardly detectable in BRCO cells (Fig. 

3C and 3D) or in EPCAM+ cells in vivo.13 Furthermore, BRCOs have higher expression of the 

hepatocyte‐related genes SERPINA1, ALB and CYP2E1,  confirming previous observations 

(Fig.  1E).  To  investigate  if  BRCOs  better  resemble  human  cholangiocytes  in  vivo,  we 

performed gene set enrichment analysis (GSEA) using published datasets of cholangiocyte 

organoids and their corresponding tissue (see methods).8 We found that BRCO genes were 

significantly more enriched  in gene sets  reflecting  the primary  tissue  (Fig. 4A),  including 

genes  such  as  UGT2B11,  UGT2B7,  CYP3A5,  AKR1C1,  AKR1C2,  and  AKR1C3,  which  are 

involved in multiple metabolic pathways. However, as expected, ICO gene enrichment was 

found  to  correspond only with organoids  (Fig. 4A) and was driven by genes  involved  in 

proliferation (CCNB, CDK6, CND1, PCLAF, CKS2, DLGAP5, TBX3, and MAP2K6). In summary, 
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the  scRNA‐seq  analysis  shows  that  BRCOs  differ  from  ICOs,  display  less  proliferative 

features, and more importantly better correspond to mature cholangiocytes.  
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Figure 3. Single cell transcriptomics demonstrates that BRCOs consist of cholangiocyte‐like cells that 

differ  from  ICOs.(A)  Schematic overview of  the  scRNA‐seq experiment. Donor matched  ICOs and 

BRCOs (n=3) were treated with Trypsin‐EDTA and single calcein+ cells were sorted into 384‐well plates 

and  sequenced  via  the  CEL‐Seq2  protocol.  (B)  Uniform Manifold  Approximation  and  Projection 

(UMAP) plots of single cells from ICO and BRCO colored by different cell types (left) and by cluster 

number  (right). Cells with  similar  transcriptome profiles  are  grouped  as  clusters.  (C) UMAP plots 

showing expression levels of general mature and immature cholangiocyte (organoid) genes (EPCAM, 

CD24,  SOX9,  KRT19,  KRT7,  LYZ,  SPP1, MUC5B  and MUC5AC)  and  hepatocyte  related  genes  (ALB, 

CYP2E1  and  SERPINA1).  (D)  Violin  plots  showing  the  transcription  levels  of  significantly  DE 

cholangiocyte genes from c. 

Proteomics of BRCOs confirms differences with ICOs and similarities with 

cholangiocytes  
To investigate differences in protein production between BRCOs and ICOs, we performed 

stable isotope labeling by amino acids in cell culture (SILAC)‐based mass spectrometry (Fig. 

S3A). A segregation of BRCOs and ICOs was observed when applying principal component 

analysis  (PCA, PC2‐axis,  Fig. S3B). We  found an overlap of 653 proteins produced  in all 

samples, however no differential expression between  these proteins was detected  (Fig. 

S3C). Therefore, we focused on uniquely produced proteins by the organoids and BRCOs 

produced more unique proteins than ICOs (702 vs. 132, Fig. S3D and F). Furthermore, we 

noticed that some DE genes from the scRNA‐seq analysis, correspond to the production of 

36 unique proteins (Fig. S3E and Sup. File 1). Finally, we  investigated how these proteins 

correlate to highly expressed proteins in primary (gallbladder) cholangiocytes.27 As shown 

in Fig. S3G, the important cholangiocyte channels SLC12A2 and ABCC3, as well as PDL1 and 

CLDN2,  were  solely  present  in  BRCOs.  In  contrast,  ICOs  produced  CCL20,  a  protein 

associated with the biliary disease primary sclerosing cholangitis.28  

Cellular heterogeneity in BRCOs in relation to heterogeneity of primary 

intrahepatic cholangiocytes 
Next,  we  focused  on  the  transcriptomic  heterogeneity  of  BRCO  cells.  Besides  the 

proliferating cluster  IV, we  identified 3 clusters (I‐III)  in BRCOs (Fig. 4B). Recent evidence 

indicates that there is heterogeneity in the intrahepatic cholangiocytes (IHC), with a subset 

of  IHCs  expressing  hepatocyte‐related  genes.13,14  Interestingly,  and  in  line  with  these 

observations, cluster I cells distinctly express hepatocyte‐related genes: GC, PCK1, ALB and 

CYP2E1 (Fig. 3C and Fig. S4C and D). These are likely the cells surrounding the tips of the 

BRCOs that stained positive for albumin (Fig. S1F). In addition, we identified expression of 

cholangiocyte markers TACSTD2, TFF1 and TFF3 in cluster II and III, which are not detectable 

in cluster I (Fig. 4B), and in cluster II a small group of cells expressing LGR5 was detected 

(Fig.  4B).  Of  note,  CLDN2  was  highly  expressed  in  I  and  II,  and  almost  absent  in  III. 

Immunostainings revealed the presence of highly expressing CLDN2 cells in the tips (cluster 
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I) and along the distal part of the tubes (cluster II, Fig. S1F), suggesting that cells from cluster 

III could be located at the proximal part of the ducts. These results suggest that cells from 

cluster II and III represent the mature cholangiocyte compartment of the tubular structures, 

with a few LGR5+ cells in cluster II maintaining some stem cell‐like features.13 

To further characterize the different cell clusters, we compared our scRNA‐seq results to 

the human adult liver cell atlas.13,15 Onlyhepatocytes and EPCAM+ cells/cholangiocytes, and 

ICO cells from the atlas were included and compared to the clusters of BRCO and ICO cells. 

As shown in Fig. 4C, ICO cells from both studies grouped together suggesting proper batch 

correction.  Interestingly,  BRCO  cells  from  cluster  I  (red)  grouped  closely  with  primary 

hepatocytes  (Fig.  4C).  In  contrast,  BRCO  cells  from  cluster  II  (green)  are  closer  to  the 

EPCAM+/cholangiocyte cells,  leaving a  few  LGR5+ cells  separated  from  the other  cells  in 

cluster II (Fig. 4C). BRCO cells from cluster III are in between the EPCAM+/cholangiocyte and 

hepatocyte clusters (Fig. 4C) and may miss an in vivo counterpart. Next, we quantified the 

transcriptomic relationship between BRCOs and EPCAM+/cholangiocytes using connectivity 

analysis.  Revealing  that  BRCOs  have  a  higher  connectivity  (Fig.  4D)  to 

EPCAM+/cholangiocytes (0.10944828) than ICOs (0.0020928). In addition, GSEA confirmed 

that  the  majority  of  BRCO  genes  are  significantly  more  enriched  in  primary 

EPCAM+/cholangiocytes than  in  ICOs (Fig. 4E, Sup. File 1).  Interestingly, pathway analysis 

subsequently revealed that BRCOs have an enrichment of genes (PKHD1, PAK1, BMP2 and 

VEGFA) that are involved in branching morphogenesis of an epithelial tube (GO:0048754).  

Finally,  to  confirm  the  transcriptomic  similarities  between  BRCOs  and  primary 

cholangiocytes and to compare BRCOs to ICO cultured in the same conditions (Tysoe et al.12) 

as BRCOs, we  integrated our data with previously published scRNA‐seq data  from  these 

specific ICOs29 and its matching primary IHC (Fig. S4A). Overall, we found that both ICOs7,12 

were separated and clearly clustered, while BRCO cells and IHCs were more scattered. Sub‐

cluster analysis of BRCOs showed that especially cluster I and II demonstrate a correlation 

to primary IHCs, confirming previous analysis (Fig. 4C and S4B). However, the Ki67+ cluster 

IV of BRCOs are close to the proliferating cells from both ICOs (Fig. S4B and C). In addition, 

similar to previous observations, BRCOs express Ki67 and LGR5 to a lesser extent than both 

types of  ICOs  (Fig. S4C and D), and only BRCO and  IHC cells express hepatocyte markers 

such as ALB and GC (Fig. S4C and D). Together these analyses confirm that BRCOs have a 

transcriptome  distinct  from previous  cholangiocyte  organoids,  that  it  closely  resembles 

primary IHCs and represents the heterogeneity present in EPCAM+ cells in vivo. 
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Figure  4.  Transcriptomic  heterogeneity  in  subsets  of  BRCO  cells  resembles  that  of  primary 

cholangiocytes.(A) GSEA analysis of BRCO (top row) versus ICO (bottom row) as compared to the lists 

obtained  from  Rimland  et  al.8  of  DE  genes  between  primary  cholangiocytes  and  corresponding 

organoids from the common bile duct (CBD, left), gallbladder bile duct (GBD, middle), and pancreatic 

bile duct (PancBD, right). Genes were ranked according to expression level in cholangiocytes (left side) 

and organoids (right side).(B) UMAP plot BRCO cells colored by different clusters and the transcription 

levels  of  LGR5,  selected  hepatocyte  (GC,  PCK1,  ALB,  and  CYP2E1),  and  cholangiocyte  markers 

(TACSTD2,  CLDN2,  TFF1  and  TFF3).  (C)  UMAP  plots  showing  the  integration  analysis  of  ICOs, 

hepatocytes and cholangiocytes. The plot on the left is colored based on cell types, and the one on 

the  right highlights BRCO cells according  to  the clusters of Fig. 4B.  (D) PAGA analysis showing  the 

connectivity scores between different cell types, values are multiplied by 100. (E) GSEA of BRCO (left) 

versus ICO (right) as compared to the DE genes between primary cholangiocytes and ICOs from the 

Aizarani et al.13 dataset. DE genes were ranked according to expression level in cholangiocytes (left) 

and organoids (right).  

BRCOs show essential traits of branching morphogenesis in vitro 
Since BRCOs display a branching morphology, we investigated if their growth dynamics and 

spatial organization conformed to known morphogenetic programs. EdU incorporation and 

Ki67  staining’s  showed  that  proliferating  cells  were  almost  exclusively  located  on  the 

peripheral tips of the organoids (Fig. 5A, B, and S5A and S5B). This  is consistent with tip‐

driven  branching,  a  feature  shared with  other  branching  organs  during development.30 

Furthermore, upon contact with surrounding ducts, proliferative tips of BRCOs did not form 

reconnections or shunts. Instead, we found that under such steric constraints, tips arrested 

their growth  (Fig. S5C). This explained  the observed absence of cell proliferation  in sub‐

peripheral regions of BRCOs. Additionally, we observed that, provided there was enough 

free space around them, two tips could avoid collision by changing their direction of growth, 

as shown in Video S3. This observation suggests that steric constraints are essential for tip 

termination to occur. 

BRCOs follow probabilistic rules of branching and termination 
To gain further  insight  into the growth dynamics of BRCOs, we reconstructed the spatial 

organization and topology of the full ductal network of three individual BRCOs at day 5 till 

day 8 of culture  (Fig. 5C and S5D). Quantitative analysis of duct  lengths, defined as  the 

length  between  consecutive  branch  points,  revealed  an  approximately  exponential 

distribution  (Fig. 5D). This suggested that branching  is stochastic (probabilistic), with the 

timings between consecutive bifurcation being un‐correlated. Such behavior is consistent 

with  a non‐stereotypical program, where branching events  are  regulated  locally,  at  the 

individual  tip  level.  Additionally, we  observed  a  lower  abundance  of  short  ducts  than 

expected  from a purely exponential  length distribution  (Fig. 5D). This was related to the 

typical size of  tips at  the  time of branching, which acted as a  lower bound  for  the duct 

lengths. Altogether, these observations fit a model of stochastic growth and branching for 
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BRCOs in vitro, similar to the dynamics observed in branching organs in vivo.29 Within this 

framework,  known  as  the  branching  annihilating  random  walk  (BARW),  growing 

proliferative tips perform a “persistent random walk” giving rise to a trail of immobile and 

proliferatively  inactive ductal cells (Fig. 5E). At the same time, growing tips also undergo 

serial  rounds of  (stochastic)  tip  branching,  and may  terminate  growth  (or  “annihilate”) 

when they come within a critical distance, termed the annihilation radius, of a neighboring 

duct  or  tip.  Additionally,  to  account  for  the  self‐avoiding  behavior, we  consider  small 

repulsive  interactions  between  tips  and  ducts  (Fig.  5E).  After  estimating  the  model 

parameters from the data (see Methods), we tested whether BRCO growth fitted within the 

framework of the BARW model. For this we segmented and quantified the ductal network 

organization (Fig. 5F and S5F) and compared the BARW predictions to the data (Methods 

and Fig. 5F). Morphologically, the model reproduced with high accuracy the distribution of 

duct  lengths  and  the  low  abundance  of  short  ducts  observed  experimentally  (Fig.  5D, 

R2=0.96). Statistical measures, such as the probability (qi) that a tip terminates at branch 

level (i) (Fig. 5G, H and S5G, Methods), and topological measures, such as the distribution 

of the subtree sizes (Fig. 5I), persistence’s (Fig. 5J) and tip‐to‐tip distance (example in Fig. 

5F  and  S5H)  showed  good  agreement with  the model  (R2=0.94,  R2=0.92  and  R2=0.97, 

respectively).  These  quantitative  analyses  show  that  the  growth  dynamic  of  BRCOs  is 

consistent with a non‐stereotypical,  locally  regulated branching program, similar  to  that 

observed in other branching contexts, in vivo.  

Key liver developmental pathways are active in BRCOs 
Next, we investigated the molecular mechanisms that could drive the tip‐driven branching 

dynamics  in  BRCOs.  Increasing  evidence  indicates  that  primary  cholangiocytes  express 

WNT‐ligands  but  use  β‐catenin  independent  signaling  for  self‐replication  and 

regeneration.14,31 BRCOs are grown in conditions that both stimulate and inhibit canonical 

WNT  signaling  and  they  are  established  from  ICOs which  strongly  upregulate WNT/β‐

catenin  target  genes  compared  to  IHCs.9,13  Thus, we  investigated  if  the  BRCO  and  ICO 

culture  conditions  affect  pathways  by  examining  genes  that  are  crucial  for  liver 

development.32‐34 When examining the WNT/β‐catenin pathway, we detected significantly 

lower expression of  LGR5 and AXIN2  in BRCOs  compared  to  ICOs  (Fig. S6A),  confirming 

previous results (Fig. 1E, 3D and S4C). In contrast and as expected, downstream targets of 

the non‐canonical WNT planar cell polarity (PCP) pathway, JUN and JUND, were significantly 

elevated  in BRCOs  (Fig. S6A). With  respect  to  the YAP/HIPPO pathway, we assessed  the 

expression  of  YAP1  and  its  downstream  targets.31,32  YAP1  expression  was  slightly 

upregulated in BRCOs (Fig. S6B), but downstream targets were hardly detectable except for 

KLF6 (Fig. S6B).  
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Figure  5. BRCOs  grow  according  to branching  and  annihilating  random walk dynamics with  tip 

maturation.Max‐projections of confocal images of (A) EdU incorporation (green) and (B) Ki67 (green) 

staining. Nuclei are stained with DAPI (blue or grey), scale bars indicate 500μm (a) and 200 µm (b). (C) 

BRCO overlaid with the reconstructed ductal network (gray lines), the source is indicated in blue. (D) 

Duct‐length  distribution  for  BRCOs  (black,  n=3)  and  model  prediction  in  yellow  (R2=0.96).  (E) 

Schematic of the subprocesses  in the BARW theory proposed. (F) Branching tree representation of 

the experimental ductal network in (d, left), outlining a subtree and the tip‐to‐tip path between two 

nodes (a) and (b) (dashed green), and example of a network obtained from the BARW model (right). 

(G) Schematics  for  the  termination probability  (q) and branching probability  (1‐q). Comparison of 

experimental measurements and model for (H) Termination probability (R2=0.94), and the cumulative 

probability for (I) subtree persistence (R2=0.97) and (J) sizes (R2=0. 92). For (E) and (H‐J), experimental 

measurements appear in black (error bars correspond to the SD), and results of the model appear in 

orange  (shaded  area  shows  the  SD  from  1000  realizations).  All  experiments were  performed  on 

BRCO10 and BRCO9 (technical duplicate). 

JAG1/NOTCH2 signaling is essential for branching morphogenesis in vitro 
Several  signaling  pathways  are  known  to  be  involved  in  branching morphogenesis.  For 

instance,  the TGF‐β pathway, highly active  in BRCOs  (Fig. S6c) has been  implicated as a 

termination signal6 and might contribute to tip termination signals during in vitro branching. 

However, inhibition of TGF‐β via A83‐01 did not result in arrest of branching in vitro (Video 

S4).  Similarly,  blockage  of  retinoic  acid  synthesis,  an  important  pathway  for  biliary 

development35,  did  not  affect  growth  or  branching  dynamics  (Fig.  S6D).  Furthermore, 

appropriate  JAG1/NOTCH2  signaling  is  required  for  IHBD  development  from  the 

hepatoblasts. Inadequate NOTCH signaling, as seen in Alagille syndrome patients, results in 

a deficient tubular formation.17 No significant differences for NOTCH2 and JAGGED1 (JAG1) 

expression between BRCOs and ICOs was observed (Fig. 6A). However, JAG1 expression was 

significantly higher (Fig. S6E, BRCO_posJAG1) in the mature cholangiocytes cluster (cluster 

3, Fig. 3B and cluster II, Fig. 4B, 4C and S4C) that is located near the tips, and overlaps with 

LGR5 expression, suggesting that JAG1 could be essential in cells that drive tubular growth. 

To further investigate the potential involvement of the NOTCH pathway, ICOs were initiated 

from  the  same  AGS  patient  previously  used  to  study  cholangiocyte  organoids.7  To 

determine the patient’s mutation, MLPA analysis and Sanger sequencing on AGS ICOs was 

performed. A  large heterozygous mutation  in JAG1 (mJAG1) was found consisting of two 

large deletions (of 3473 base pairs (bp) and 4811 bp), starting from the last 7 bp of exon 10 

and extending to the first 27 bp of exon 24 (Fig. S6F), which confirmed AGS.18 qRT‐PCR and 

PCR blot analyses confirmed the presence of relatively short mutant mRNA products in AGS 

ICOs, while being undetectable in healthy ICOs (Fig. S6G and H). As potential compensation 

of mJAG1, AGS ICOs had higher expression of NOTCH2 compared to healthy ICOs (Fig. S6I). 

Western Blot analysis confirmed the presence of a mJAG1 protein in AGS ICOs (Fig. 6B). In 

addition, immunofluorescence showed a clear difference in JAG1 localization. Healthy ICOs  
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Figure 6. JAG1/NOTCH2 signaling is essential for branching morphogenesis in BRCOs.(A) 

Violin plots showing the expression of selected genes involved in the NOTCH pathway for 

BRCOs  (red)  and  ICOs  (green).  (B)  JAGGED1  protein  expression  analyzed  via Western 

Blotting  in AGS  ICOs and healthy  ICOs.  β‐actin was  taken along as a  loading control.  (C) 

Immunofluorescence  staining  of  healthy  ICOs  (left)  and  AGS  ICOs  (right)  for  JAGGED1 

(green), KRT7 (Red) and Nuclei (DAPI, cyan). Scale bars indicate 100 μm and 25 μm upon 

zoom. (D) Percentage of EdU+ cells (mean ±SD) as analyzed by flow cytometry  in healthy 

ICOs  (n=3) and AGS  ICOs  (n=2,  technical  replicates).  (E) Organoids  from an AGS patient 

cultured in ICO (left) and BRCO conditions (right). Scale bars indicate 2000 μm. (F) Effect of 

NOTCH signaling inhibitor DAPT (50 μM) on healthy BRCOs (top), and as a control normal 

BRCO conditions (bottom). Scale bars indicate 1000 µm. Panel a is created using ICO and 

BRCO lines 6,7 and 10, all other panels are performed with biological triplicates (ICO12, 15 

and 16). *indicates significant difference (p<0.05). 

predominantly expressed  JAG1 at  the plasma membrane, while  this  localized expression 

was  absent  in  AGS  ICOs  (Fig.  6C).  Although  proliferation  was  diminished  in  AGS  ICOs 

compared  to  healthy  ICO  (22.7%±5.8SD  vs.  4.1%±0.3SD  p=0.01,  Fig.  6D),  they  formed 

normal cystic organoids. However, upon switching to branching‐ medium, AGS ICOs failed 

to show branching morphogenesis, stopped proliferating, and underwent cell death (Fig. 

6E). Addition of exogenous chimeric JAG1 protein to AGS ICOs did not rescue these effects 

(Fig. S6J), which may be due to limited receptor access or haploinsufficiency.36 Finally, the 

involvement of NOTCH signaling in branching morphogenesis of BRCOs was confirmed by 

using the NOTCH‐inhibitor DAPT. At first, BRCOs are forming  (24 hours), however within 

days of DAPT  treatment, existing branches are  retracting,  formation of new branches  is 

completely prevented and partial remodeling to cystic organoids  is observed (Fig. 6F).  In 

summary,  these  results suggest  that appropriate  JAG1/NOTCH2 signaling  is essential  for 

branching morphogenesis in BRCOs. 

Cholangiocarcinoma organoids in branching conditions undergo 

morphological and gene expression changes resembling the primary tumor 
One of the hallmarks of cancer is the disturbance of morphological cues resulting in typical 

dysplastic  tumor  architecture.  Since  BRCOs  demonstrate  a  complex  architecture,  we 

hypothesized that our culture protocol could aid in modeling CCA. To test this hypothesis, 

three different CCAO lines were cultured under branching conditions (BRCCAOs). A change 

in morphology occurred within two weeks of culture, forming dense spheroidal organoids 

with branch‐like outgrowths (Fig. 7A and S7A). H&E staining of BRCCAOs showed formation 

of multiple peripheral branches with a lumen, variable in diameter, surrounded by compact 

layers of cells and showed a resemblance to the primary tumor (Fig. 7B). Branches were 

more tightly packed together compared to BRCOs, and adhered to multiple other tubes, 
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which  resulted  in multilayered  epithelial  structures,  resembling dysregulated  growth of 

CCAs in vivo (Fig. 7B). BRCCAOs showed widespread expression of the CCA tumor marker 

KRT7 (Fig. S7B).37Expression of ZO‐1, related to morphogenesis and polarization in tissue,38 

indicated a lack of cellular polarization in BRCCAOs, in contrast to BRCOs (Fig. S1F and S7C). 

In addition, BRCCAOs showed proliferation in both tips and ducts, as demonstrated by EdU 

and  Ki67  staining  (Fig.  7C  and  S7D).  In  general,  proliferation  rates  were  comparable 

between  CCAOs  and  BRCCAOs  (5.1%±SD0.3  vs.  9.2%±SD3.1,  p=0.1,  Fig.  S7E).  The 

disorganized proliferation patterns might reflect a compromised tip‐inhibition mechanism, 

resulting  in  irregular  growth, with  tightly packed branching‐like  structures. Quantitative 

measurements  indicate  that BRCCAOs were  significantly  smaller and more  circular  than 

BRCOs (Fig. 7D). Qualitatively, the structure of BRCCAOs could be recapitulated in the BARW 

model proposed for BRCOs by limiting tip‐duct interactions (see Methods). Subsequently, 

the model produced dense and disorganized structures, and reproduced the size‐reduction 

observed  in BRCCAOs  (Fig. S7F and G). Furthermore,  the model  indicated  that BRCCAOs 

have an internal and an external structure filled with active tips, as was already seen in vitro 

(Fig. 7D,S7F and G). This data shows that BRCCAOs consist of CCA cells that form a perturbed 

structure resembling tumor morphology. 

To assess  if the morphological changes are corroborated by changes  in gene expression, 

bulk transcriptome analysis of BRCCAOs and CCAOs (n=3) was performed.). A pronounced 

difference in overall gene expression between BRCCAOs and CCAOs was found (PCA, PC2, 

Fig. S7H). Despite the relatively  large  interpatient variability (PC1, Fig. S7H), we detected 

149 DE genes (Sup. File 1) that were expressed  in each tumoroid (Fig. S7I). Regulators of 

MAPK  activity DUSP1  and DUSP5,  key  effectors  of  cellular  growth  and  survival39, were 

among the most DE genes (Fig. 7E). Similar to BRCOs, JUN and JUND40 were upregulated in 

BRCCAOs, indicating activity of the PCP pathway. GSEA analyses revealed that CCAOs have 

higher expression of genes related to cellular proliferation (Fig. 7F and S7J), while BRCCAOs 

show higher expression of genes related to complex cellular pathways (Fig. 7F), including 

tumor‐associated hypoxia  (NES 2.85).41  Interestingly, TGF‐β signaling, a pathway directly 

linked  to metastasis and chemo‐resistance42, was upregulated  in BRCCAOs compared  to 

CCAOs (Fig. 7F). To investigate whether the BRCCAO transcriptome is more closely related 

to  the primary  tumor  tissues,  a  gene  correlation  analyses was performed.  For  this, we 

integrated and filtered RNA‐seq data of patient‐paired tumor tissue based on the DE genes 

between BRCCAOs and CCAOs. When comparing CCAO and BRCCAO conditions, a relatively 

low  correlation  coefficient  (CC)  was  observed  (CC  0.59±0.06).  Interestingly,  when 

comparing organoids to primary tumor tissue, BRCCAOs showed a high correlation to CCA 

tumor (CC 0.80 ±SD 0.05, Fig. 7G). The correlation of CCAOs and CCA tumor was much lower 

(CC  0.55  ±SD  0.08).  Overall,  our  analyses  revealed  striking  differences  between  the 
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transcriptome of CCAOs and BRCCAOs, and  it  shows  that  the  transcriptome of BRCCAO 

more closely resembles that of the primary CCA tumor.  

As cholangiocarcinomas in vivo, BRCCAOs are chemo resistant  
We  postulate  that,  similar  to  the  transcriptome,  the  responses  to  drug  treatments  in 

BRCCAOs better reflect the drug responses of primary tumors. Although used as the gold 

standard for palliative treatment, it is known that primary CCA tumors are quite resistant 

to  gemcitabine  and/or  cisplatin  chemotherapy.43  Therefore,  we  incubated  CCAOs  and 

BRCCAOs with gemcitabine and/or cisplatin for 72 hours, to mimic single and combinational 

therapies. Similar to published results44, CCAOs were resistant to cisplatin monotherapy, as 

were BRCCAOs. When combining cisplatin (10µM) with different doses of gemcitabine, a 

clear  dose‐dependent  response  on  cell  viability  was  detected  (Fig.  7H).  A  remarkable 

difference  in  response was observed between BRCCAOs and CCAOs. CCAOs showed  the 

highest sensitivity for the combination treatment with an average gemcitabine IC50 value 

of 0.388 µM. The sensitivity of BRCCAOs for gemcitabine was > 10.000‐fold higher with an 

average IC50 of 5760 µM (p<0.001, Fig. 7H). This effect might be related to the differences 

in cell proliferation rate, as has been described for primary tumors, however no significant 

difference was observed (Fig. S7K).45 This indicates that drug resistance factors, other than 

proliferation  rates,  are  involved  in  the  insensitivity  of  BRCCAOs  for  gemcitabine  and 

cisplatin. In summary, these results demonstrate that BRCCAOs better mimics CCA tumor 

tissue on a  transcriptional  level,  resulting  in a high  resistance  to  chemotherapeutics. At 

standard regimen dosages for CCA patients (1000 mg/m2), tumor tissue concentrations of 

gemcitabine  are  estimated  to  range  from  24‐70  µM.46‐48  At  these  clinically‐relevant 

concentrations, CCAOs are highly sensitive and die when exposed  to gemcitabine, while 

BRCCAOs  remain  resistant.  Gemcitabine  and  cisplatin  combinational  therapy  provides 

patients with only a modest benefit in overall survival49 and BRCCAOs closely reproduce this 

response. 
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Figure 7. Characterization and comparative analysis of BRCCAOs shows improved in vitro modeling 

of  CCA.  (A)  Representative  bright  field  image  of  BRCCAOs.  (B)  H&E  staining  of  cross‐sectioned 

BRCCAOs  and matched  tumor  tissue  (n=3).  (C) Max  projection  of  confocal  image  of  EdU  (green) 

incorporation. Nuclei are stained by DAPI (blue). (D) 2D‐projeced area (left) and circularity (right) of 

BRCAAOs and BRCOs. (E) Volcano scatter plot of statistical significance (adj. p‐value) versus Log2FC 

showing  DE  genes  between  CCAOs  and  BRCCAOs.  Positive  log2  fold  change  indicates  increased 

expression  in BRCCAOs. Relevant genes are highlighted. (F) Pathway analyses of DE genes showing 

normalized  enrichment  score  significantly  upregulated  in  BRCCAOs  (green)  or  CCAOs  (red).  (G) 

Correlation matrix of transcriptomic profiles of matched tumor tissue (CCAT), BRCCAOs and CCAOs. A 

value of 1 represents complete correlation, and a value of 0 represents no significant correlation. (H) 

Dose‐response curves after 72h treatment with gemcitabine and cisplatin. Biological replicates are 

plotted separately. All scale bars  indicate 200 µm. All experiments were performed with 3 pairs of 

BRCCAOs and CCAOs and performed in duplicate.  
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Discussion 
With the establishment of the biologically relevant BRCOs, we demonstrated that human 

tissue‐derived  IHCs  can be expanded  in  vitro  as  self‐organizing branching epithelial bile 

ducts. The transcriptomic profile of BRCOs closely resembles that of  in vivo  IHCs and we 

show  that  BRCOs  are  capable  of  mimicking  tubular  formation  in  vitro.  Finally,  we 

demonstrate that this culture method can also be applied to model CCA. BRCCAOs form 

structures  with  disorganized  growth‐patterns,  and  BRCCAO  gene  expression  profiles 

resemble those of the original tumor. Furthermore, drug‐responses in BRCCAOs were more 

reminiscent of  the  in  vivo  tumor  response.  These  results demonstrate  that our  culture 

method provides  a unique  in  vitro model  for  studying  functional bile ducts,  aspects  of 

branching development, as well as (non‐) cancerous biliary diseases. 

The  introduction of  cholangiocyte organoids50  from human adult  tissue as described by 

Huch  et  al.7  and  Sampaziotis  et  al.9  allowed  for  long‐term  culture  of  cholangiocytes. 

However, both protocols form organoids consisting of a polarized monolayer of cells with a 

central  cavity,  independent of  the  region  from where  the organoid‐initiating  cells were 

obtained.7,9 The unique architecture of the BRCOs developed here, provide an opportunity 

to  study  tubular  formation. We  show  that  the  formation of BRCOs  is driven by NOTCH 

signaling and that it follows tip‐driven branching and termination dynamics similar to that 

seen in vivo.51,52 These typical dynamics indicate that tips bifurcate following probabilistic 

rules,  yet  arrest  their  growth  in  crowded  regions,  recapitulating  aspects  of  organ 

development. This makes BRCOs a useful in vitro model to study branching morphogenesis 

in general, as well as biliary development and its associated diseases.  

Previous studies show that human cryopreserved  IHCs can be cultured  in a combination 

with Matrigel/collagen  type  1  and  form  branched/sprouted  networks.53 However,  cells 

could  only  be  passaged  five  passages,  and  no  descriptive  analysis  comparing  them  to 

primary  tissue  were  performed. Moreover,  no  analyses  were  described  to  investigate 

whether the branching mimics aspects of bile duct development. Interestingly, in common 

with our findings, the authors demonstrate that the addition of EGF (20ng/mL) and NOTCH2 

signaling is essential for branching morphogenesis, and highlight the need, for HGF to form 

branching structures. Currently, HGF is not present in the BRCO‐medium. Thus, subsequent 

experiments could focus on HGF addition to investigate if HGF might increase the branching 

ability of ICOs. Importantly, BRCOs only develop when cholangiocytes are exposed to both 

culture conditions in the order described, suggesting that branching in vitro can only occur 

under specific circumstances. During embryonic development the  intrahepatic bile ducts 

develop from a monolayer of progenitor cells, the ductal plate.21,54,55 Ductal plate‐formation 

is WNT/β‐catenin‐dependent, but  cholangiocyte differentiation  and bile duct  formation 

during later stages of embryonic development requires tight β‐catenin regulation.13,14,21  
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To grow BRCOs, we start with a monolayer of cells cultured primarily under WNT/β‐catenin 

signaling, as  indicated by high expression of AXIN2 and LGR5  in  ICOs. After switching, β‐

catenin independent WNT signaling is also promoted, as confirmed by high expression of 

JUN and JUND.56,57 Furthermore, we show that by inhibiting of NOTCH signaling with and 

without WNT  inhibition (Fig. 2I and 6F), BRCOs transform back to cysts. Thus, BRCOs are 

established by mimicking the activity of different pathways involved in biliary development 

in vivo. Similar approaches could be applied to other organs as well. 

Previous studies on cholangiocytes demonstrate that there are subtle, but important, local 

microenvironment‐driven differences between  intra‐ and extrahepatic cholangiocytes.8,29 

Moreover,  these  cholangiocytes  have  distinct  embryonic  origins  and  have  a  unique 

predisposition for cholangiopathies.  Interestingly, JAG1  is only highly expressed  in  IHCs29 

and  is essential for proper tubular development. In  line with these results, only ICOs can 

form BRCOs. Surprisingly, fetal‐ICOs did not form tubular structures in vitro. In vivo, proper 

IHBD development starts from week 20.58 The gestational age of the fetal livers used here 

is  between  17‐18  weeks,  suggesting  that  the  livers  might  have  been  too  young  to 

demonstrate branching in vitro. Alternatively, it could be that fetal‐ICOs require additional 

stimulation or  inhibition of pathways  to  form BRCOs.  Importantly,  recent  transcriptome 

studies of cholangiocytes demonstrated heterogeneity in the biliary compartment, with a 

subset of cells expresses high levels of hepatocyte‐related genes13,14,29,31, and might be able 

to transdifferentiate to hepatocytes.13,59 Only BRCOs recapitulate this heterogeneity (Fig. 

3C,  Fig.  4B,  and  S4C  and  D)7,9,  making  them  an  exceptionally  good  model  to  study 

cholangiocytes in vitro.  

WNT signaling pathways are frequently dysregulated in a variety of cancers.37,60 In a clinical 

setting, elevated levels of DKK1 are related to lymphatic metastasis and poor prognosis in 

CCA61, and a phase II clinical trial with an anti‐DKK1 antibody  in CCA patients  is currently 

underway62, showing the  importance of the culture conditions described here. BRCCAOs 

show a unique phenotype, characterized by a dense organization of branch outgrowths and 

the phenotype is consistent with a model with a hindered capacity to control tip growth or 

to produce elongated ducts, as also seen in vivo.63 This clear difference in growth patterns 

was previously not well recapitulated in CCAOs. Moreover, we show that transcriptionally, 

BRCCAOs  are  more  representative  to  the  in  vivo  patient  tumor,  while  upregulating 

important tumor‐related pathways, showcasing the complex cellular behavior in BRCCAOs. 

However, considering high inter‐tumor heterogeneity present in CCAs in vivo64, it remains 

a  question  to what  extent  BRCCAOs  represent  this  heterogeneity.  Thus,  extending  the 

scRNA‐seq  analysis  to  BRCCAOs  could  provide more  granularity  on  the  transcriptomic 

changes occurring, and the possible subpopulations that are affected. 
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Management of CCA  is hurdled by the  lack of response to treatment37 and the need for 

novel therapies is still present as indicated by novel trials.65,66 Preclinical models that better 

recapitulate (chemo)resistance, as shown by BRCCAOs, could aid this process. Interestingly, 

similar  to  BRCOs, we  observed  activation  of  the  JNK  pathway  in  BRCCAOs.  Integration 

between JNK and β‐catenin regulates cancer development.67 Furthermore, JUND has been 

shown to mediate JNK‐stimulated survival and anti‐apoptotic signaling in collaboration with 

NF‐κB68, another upregulated pathway in BRCCAOs, hinting at a relationship between these 

important  signaling  pathways  and  chemoresistance.  Further  studies  will  focus  on 

uncovering the molecular basis for the chemoresistance present in BRCCAOs.  

In conclusion, our results indicate that BRCOs represent organoids that recapitulate both 

the  complex  morphological  architecture  as  well  as  the  transcriptomic  heterogeneity 

present in human IHBDs. They represent a novel and unique model for studying human bile 

duct branching development, branching morphogenesis  in  vitro,  and  (malignant) biliary 

diseases. 

Limitations of the study 
BRCOs  represent  only  cholangiocytes  and  do  not  contain  any  other  liver  cell  types. 

Additional experiments could be performed to create a functional ‘epithelial liver organoid’ 

for instance by co‐culturing BRCOs with hepatocyte‐like cells. In addition, there is no data 

available of the CCA patients on how they responded to drug treatments as these patients 

underwent a curative resection. Therefore, a direct comparison of drug response could not 

be made. 

Finally,  there  is no modeling data available on human  IHBD development. Although, we 

demonstrated that BRCOs have tip‐driven branching and they develop according to tubular 

growth as observed in other branching organs, addition of this data would provide further 

evidence that BRCOs recapitulate the morphology and growth dynamics as observed in vivo. 
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Supplementary Information 
Table S1. Patient and organoid culture characteristics. 

Culture type  Age 
patient 
(years) 

Gender  Cell Source  Donor Type/ 
Surgical Indication  

Cultured until 
passage 

ICO 1, ECO 1, 
BRCO 1 

67  M  Liver‐, EHBD 
biopsy 

DCD  25 

ICO 2, ECO 2, 
BRCO 2 

75  F  Liver‐, EHBD 
biopsy 

DBD  25 

ICO 3, ECO 3, 
BRCO 3 

47  M  Liver‐, EHBD 
biopsy 

DBD  15 

ICO 4, BRCO 4  65  F  Liver biopsy  DBD  20 

ICO 5, BRCO 5  41  M  Liver biopsy  DBD  15 

ICO 6, BRCO 6  50  M  Liver biopsy  DBD  15 

ICO 7, BRCO 7  80  F  Liver biopsy  DBD  15 

ICO 8, BRCO 8  75  F  Liver biopsy  DBD  10 

ICO 9, BRCO 9  58  M  Liver biopsy  DBD  10 

ICO 10, BRCO 10  22  F  Liver biopsy  DCD  10 

ICO 11, BRCO 11  72  M  Liver biopsy  DBD  10 

ICO 12, BRCO 12  51  F  Liver biopsy  DBD  15 

ICO 13, BRCO 13  72  F  Liver biopsy  
(explant liver) 

Toxic‐induced acute 
 liver failure 

15 

ICO 14, BRCO 14  43  F  Liver biopsy  
(explant liver) 

Alcoholic induced  
liver cirrhosis 

15 

ICO 15  78  F  Liver biopsy  DBD  15 

ICO 16  50  F  Liver biopsy  DCD  15 

AGS ICO  47  F  Liver biopsy 
 (explant liver) 

Alagille Syndrome  15 

Fetal‐ICO 1  17‐18 
weeks 

unknown  Fetal Liver  Explant fetal liver  8 

Fetal‐ICO 2  17‐18 
weeks 

unknown  Fetal Liver  Explant fetal liver  8 

Fetal‐ICO 3  17‐18 
weeks 

unknown  Fetal Liver  Explant fetal liver  7 

CCAO 1, 
BRCCAO 1 

34  F  pCCA  Cholangiocarcinoma  
(surgical resection 

specimen) 

n/a 

CCAO 2, 
BRCCAO 2 

59  M  iCCA  Cholangiocarcinoma 
(surgical resection 

specimen) 

n/a 

CCAO 3, 
BRCCAO 3 

76  F  iCCA  Cholangiocarcinoma  
(surgical resection 

specimen) 

n/a 
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Abbreviations.  ICO:  intrahepatic  cholangiocyte  organoids,  ECO:  extrahepatic  cholangiocyte 

organoids, BRCO: branching cholangiocyte organoids, EHBD: extrahepatic bile duct, DCD: donation 

after  circulatory  death,  DBD:  donation  after  brain  death,  AGS:  Alagille  Syndrome,  CCAO: 

cholangiocarcinoma  organoid,  BRCCAO:  Branching  cholangiocarcinoma  organoid,  pCCA:  perihilar 

cholangiocarcinoma, iCCA: intrahepatic cholangiocarcinoma, n/a: not applicable, n/p: not performed. 
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Table S2. List of genes and primers used. 
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Figure S1 related to Figure 1. BRCOs represent complex tubular cholangiocyte organoids that can 

only  be  established  from  intrahepatic  cholangiocytes.  (A)  Growth  of  BRCOs  after  mechanical 

dissociation. Scale bars indicate 2000 µm and upon zoom 1000 µm. (B) Organoids derived from the 

extrahepatic part of the biliary tree do not form BRCOs after switching (n=3). (C) Organoids derived 

from  fetal  liver  biopsies  do  not  form  BRCOs  after  switching  culture  conditions  (n=3).  (D)  The 

percentage of BRCOs differs between cultures after switching. (E) Different examples of BRCOs from 

4 different individual donors (line 1‐4), scale bars in a‐d represent 2000 µm. (F) Whole mount confocal 

images of BRCOs  reveal  the presence of polarized  cholangiocyte  like  cells across an open  tubular 

lumen, similar to the in vivo situation, scale bars indicate 100 µm except for the zoomed in pictures 

where it indicates 25 µm. All experiments with ECOs and BRCOs in Figure S2 are performed with lines 

1‐3. 
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Figure S2  related  to Figure 3. BRCOs are  significantly  limited  in  their proliferation  compared  to 

ICOs.(A) Histograms  showing  the numbers of UMIs  (in  log10  format)  in each  cell on  the  left, and 

percentage of mitochondrial gene expression per cells on the right. Only the cells following the criteria 

(1000 < unique transcripts < 25000, MT% < 50%) are used for the analysis. (B) Number of  ICO and 

BRCO cells from different donors remained after the filtering. (C) Violin plots of numbers of detected 

genes (on the left) and UMIs (on the right) from both ICOs and BRCOs. Cells are grouped based on the 

cell types and donors. (D) UMAP plot showing the single cells colored by cell types and donors. (E) 

Expression UMAP plot for MKI67 gene. Color bar indicates log2 normalized read counts (on the left). 

UMAP plot of single cells colored by different cell‐cycle phases  (G1, G2M, and S phases), and  the 

distribution of cells by cell‐cycle phase (on the right). Cells are grouped by cell types and donors. (F) 

Percentage of positive single cells in organoids after 4 hours of EdU incorporation as analyzed by flow 

cytometry on paired BRCO and ICO samples (n=3). (G) Heatmap of the differentially expressed genes 

up‐regulated in BRCOs (n=204 genes) and ICOs (n=272 genes). (H) GO analysis (biological process) for 

the same gene sets from the DE gene analysis. Only the top five most significant pathways are listed 

here.  
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Figure S3. Protein expression analyzed by SILAC reveals differences between BRCOs and ICOs.(A) 

Schematic overview of the experiment. (B) PCA plot displaying overall protein abundance values of 

paired BRCOs and ICOs. Intensity values were transformed using variance stabilizing transformation 

before plotting. The different shapes represent different organoid lines. Only proteins present in all 

conditions were taken into consideration. (C) A volcano scatter plot of statistical significance (adj. P‐

value  <0.05)  vs. magnitude of  change  (Log2FC)  showing no overall DE proteins present between 

BRCOs and ICOs. Only proteins present in all conditions were used for analysis. (D) Heatmap showing 

protein abundance levels of previously described cholangiocyte (organoid) markers (EPCAM, KRT19, 

KRT7, LYZ, MUC5B, TACSTD2, TFF1, and TFF3) and hepatocyte related markers (ALB, GC, PCK1, and 

SERPINA1). All data was transformed and z‐scored per sample  (see  legend). Grey values represent 

non‐detected protein levels in the sample. (E) Interleaved scatter plot of matched exclusive proteins 

and DE Genes from the scRNAseq analysis (Fig. 3A) for both BRCOs and ICOs. Each dot represents an 

overlap  in  that particular  gene  and  corresponding protein  for  a  sample.  (F) Protein overlaps  and 

exclusivity when applying loose criteria (present in 1 of 3 samples, not present in 3 of 3 samples of 

other group, left) and stringent criteria (present in 3 of 3 samples, not present in 3 of 3 samples of 

another group, right). (G) Uniquely produced proteins according to loose criteria in BRCOs and ICOs, 

correlated to DE proteins in primary cholangiocytes (from the gallbladder) as previously described.26 

All experiments performed  in  this  figure are with  lines 12‐14  (3 biological  replicates  for  ICOs and 

BRCOs). 
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Figure S4 related to Figure 4. scRNAseq. demonstrates transcriptomic differences between BRCOs 

and ICOs.(A) UMAP plots of single cells isolated from ICOs cultured according to Huch et al. 7 (n=3, 

ICO_Huch, Fig. 3), BRCOs (n=3, Fig. 3), and integrated with the scRN‐Aseq data from Sampaziotis et 

al.29 consisting of ICOs cultured according to Tysoe et al.12 (n=1, ICO_Sampaziotis) and donor matched 

intrahepatic cholangiocytes (n=1). Cells colored by different cell types (on top). (B) UMAP plots of the 

different clusters present in BRCOs (cluster I‐IV) of Figure 4B, and color‐matched according to Figure 

4B. (C) UMAP plots showing expression levels of previously described cholangiocyte organoid markers 

(EPCAM, SOX9, KRT19 and KRT7), WNT‐target gene LGR5, proliferation marker Ki67 and hepatocyte 

related markers (ALB, GC and PCK1). (D) Expression violin plot showing the transcription levels of the 

selected genes in c. Only transcriptomic differences between ICO_Sampaziotis and BRCOs are shown. 

* P<0.05, *** p<0.001 by Wilcox test. 
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Figure S5 related to Figure 5. BRCOs network reconstruction and statistics.(A‐B) Max‐projection of 

confocal image of EdU (green) incorporation and Ki67 (green). Nuclei are counterstained with DAPI 

(blue and grey), and scale bars indicate 500μm (left) and 200 µm (right). (C) Close‐up of the internal 

ductal structure of a BRCO, with arrows indicating arrested tips. (D) Single z‐slice of two 3D confocal 

BRCO  images  overlaid with  the  full  reconstructed  ductal  networks  (grey  lines),  and  the  position 

identified as the sources are indicated in blue. (E) Average duct‐length as a function of the level in the 

tree. Black markers indicate the average and SD from n = 3 repeats. The model predictions are shown 

in yellow and its SD by the shaded area. (F) Branching tree corresponding to the organoids shown in 

panels  (D), with  the  left  tree  corresponding  to  the  left  organoid  and  the  right  to  the  right.  (G) 

Termination  probability  as  a  function  of  the  level  in  the  tree,  for  each  independent  repeat  (see 

average and SD in Fig. 5H). (H) Tip‐to‐tip node distance distribution, measured in levels (see Fig. 5F), 

obtained from experiments (black, error bars show the SD), and model (yellow, shaded area is SD), 

R2=0.97. (I) Distribution of angles formed by two offspring branches, measured from n=3 samples, 

showing a peak around 95 degrees. All experiments conducted in this figure are performed on BRCO 

10 and a technical duplicate of BRCO 9. 
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Figure S6 related to Figure 6. Pathways important for branching in BRCOs.(A‐B) Violin plots showing 

the expression of  selected genes  involved  in different pathways  (LGR5, CTNNB1, AXIN2,  JUN, and 

JUND from WNT pathway; YAP1, KLF6, CNN2, ANKRD1, and GADD45B from YAP1/HIPPO pathway). 

Cells were grouped based on the cell types. (C) Cytoskeletal pathway analysis of ICOs and BRCOs (n=3) 

obtained via scRNAseq. (D) BMS493 addition (1µM) does not inhibit branching 120 hours of culture, 

scale bars indicate 1000 µm (top row). In the bottom row, the control line is displayed, here scale bars 

indicate 2000 µm. (E) Expression UMAP plot for LGR5 and JAG1. Color bar indicates log2 normalized 

read counts (on the left and middle). On the right UMAP plot for JAG1 colored coded by different cell 

types, cell cycle status and expression of JAG1 in clusters of BRCOs (green corresponds to cluster 3 

and orange to cluster 2 and 4 of Figure 3B). (F) Both JAG1 strands of the AGS patient. Black squared 

indicate exons that are present  in the healthy and the mutated JAG1 strand and orange exons are 

solely present in the healthy. Introns are as black (dashed) lines. (G) Gel electrophoresis of the mJAG1 

PCR product in AGS ICOs (left) and healthy ICOs (right). (H) JAG1 expression of specific exons in healthy 

(n=3) and AGS ICOs relative to HPRT. (I) qPCR of NOTCH2 in healthy ICOs (n=3) compared to AGS ICOs 

relative to HPRT, e indicates exon. (J) Chimeric JAGGED1 addition (80 ng) towards culture media does 

not  result  in  formation of BRCOs  in  the AGS patient after  switching  culture  conditions.  Scale bar 

indicates 2000 µm. Experiments in panel a‐c and e (scRNAseq) are performed with ICOs and BRCO 6,7 

and 10. Panel d with ICOs and BRCOs 7‐9 and g‐i with ICO 12, 15 and 16. * P<0.05 by Wilcox test. 
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Figure S7  related  to Figure 7. Additional  characterization of BRCCAOs.  (A) Bright  field  images of 

growth of BRCAOs. T=0 is defined as the day of switching medium from expansion medium to non‐

canonical WNT  stimulating medium. Total  time period  is 15 days. Scale bars  indicate 400 µm.  (B) 

Whole mount confocal image of BRCCAO for KRT7 (red), nuclei are stained by DAPI (blue), scale bar 

indicates 200 µm. (C) Immunofluorescence staining of BRCCAOs for Zonula occludens‐1 (ZO‐1, green) 

and nuclei (DAPI, blue) indicating no cell polarization in the branching structures. Bottom‐left shows 

a magnification of the center (non‐branching part) of the same BRCCAO with ZO‐1 signal indicating 

cell polarity and tight junction presence. Scale bars indicate 100 μm. (D) Whole mount confocal image 

of Ki67, a marker for proliferation, showing no evidence for tip‐driven growth occurring. Scale bar 

indicates 400 µm. (E) Percentage of positive cells for EdU incorporation as analyzed by flow cytometry 

in CCAOs and BRCCAOs (n=3). (F) Representative BRCO and in (G) a BRCCAO obtained from numerical 

simulations of the BARW model, scale is equal for both schematics (see Methods for parameter values 

and scale bar indicates 500 µm), active tips are labeled green, terminated tips are black. (H) PCA plot 

displaying paired CCAOs and BRCCAOs. (I) Heatmap of top 75 DE genes when comparing BRCCAOs 

and CCAOs. (J) GSEA of the top 5 GO: biological processes up and downregulated  in BRCCAOs. (K) 

Metabolic  activity  indicating  cellular  activity  over  the  period  of  72h  before  addition  of 

(chemo)therapeutics. No significant difference can be observed. All experiments  for BRCCAOs and 

CCAOs are performed with the biological triplicates. 
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Supplemental methods 

Tissue and tumor collection 
Tissue biopsies from liver (circa 0.5‐3 cm3, n=16) and extrahepatic bile duct (EHBD, circa 0.5‐

3  cm3, n=3) were obtained  from donor  livers  (n=14) or explant  livers  (n=2) during  liver 

transplant procedures (for details see Table S1) performed at the Erasmus MC, Rotterdam, 

the  Netherlands.  The  use  of  tissue  biopsies  and  livers  deemed  unsuitable  for 

transplantation was approved by the MEC of the Erasmus MC, (MEC‐2012‐090, MEC‐2014‐

060). Fetal liver samples (n=3) were collected via the CASA clinic in Leiden and Rotterdam 

and the use of fetal tissues was approved by the MEC of the Erasmus MC (MEC‐2006‐202). 

Additionally, cholangiocarcinoma (CCA) tumor tissue biopsies (n=3) from both perihilar and 

intrahepatic CCA (see Table S1) were obtained through  liver resections performed at the 

Erasmus MC (MEC‐2013‐143). Biopsies were stored at 4˚C in University of Wisconsin (UW, 

Bridge to Life Ltd. Belzer Cold Storage Solution) preservation solution during transport. For 

a  complete overview of  characteristics of patients or donors  from whom biopsies were 

obtained, please see Table S1. All patients or their next of kin gave written informed consent 

to use their tissue. 

Generation and culture of (tumor) organoids 
Organoids from (adult and fetal) liver (IHBD)7‐ and adult EHBD11 biopsies were processed, 

initiated, and expanded in the culture conditions as previously published.70 Biopsies were 

digested by incubation with 4 mL collagenase digestion solution (2.5 mg/mL collagenase A1, 

Sigma) in Earle's Balanced Salt Solution (EBSS, Hyclone, ThermoFisher scientific) for 30 min 

at 37°C. Digestion solution was diluted by adding cold Advanced (Adv)DMEM/F12 (GIBCO, 

supplemented with 100 µg/mL penicillin/streptomycin, Fisher Scientific; HEPES 1M, Fisher 

Scientific;  1%  Ultraglutamine  200mM,  Fisher  Scientific  and  Primocin,  Invivogen)  and 

centrifuged for 5 minutes, 4˚C at 453g. The cell suspension was filtered through a 70 µm 

Nylon cell strainer and centrifuged for 5 minutes, 4˚C at 453g. Supernatant was removed 

and the cell pellet was suspended in cold (4°C) or 25µL Basement Membrane Extract (BME, 

Cultrex) diluted with 30% of AdvDMEM/F12 which was allowed to solidify for 30‐45 minutes 

at  37°C  before  250µL  start‐up  expansion medium  (SEM) was  added.70  SEM  consists  of 

supplemented  AdvDMEM/F12  (GIBCO,  supplemented  with  100  µg/mL 

penicillin/streptomycin, Life Technologies; HEPES 1M, Fisher Scientific; 1% Ultraglutamine 

200mM, Fisher Scientific and Primocin, Invivogen) supplemented with 1% N2 (GIBCO) and 

1% B27 (GIBCO), 1.25 mM N‐Acetylcysteine (Sigma), 10 nM gastrin (Sigma), 50 ng/mL EGF 

(Peprotech), 10% RSPO1 conditioned media (homemade), 10% Noggin conditioned media 

(homemade), 30% WNT conditioned media (homemade), 10 µM (Y27632, Bioconnect), 10 

µM hES cell cloning recovery solution (Tebu‐bio), 100 ng/mL FGF10 (Peprotech), 25 ng/mL 

HGF (Tebu‐bio), 10 mM Nicotinamide (Sigma), 5 µM A83.01 (Sanbio), and 10 µM Forskolin 

(Sigma).  SEM  was  replaced  with  canonical‐WNT  stimulating  expansion  medium  (EM), 
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consisting of the same components without NOGGIN, WNT, Y27632, and hES cell cloning 

recovery  solution,  after  three  days.70  Finally,  branching  organoids  were  created  by 

switching  culture  conditions  to non‐canonical WNT  stimulating  conditions,  consisting of 

William's E medium (WE, ThermoFisher Scientific) supplemented with 10 mM nicotinamide 

(Sigma), 17 mM sodium bicarbonate (Sigma), 0.2 mM 2‐phospho‐L‐ascorbic acid trisodium 

salt  (Sigma),  6.3 mM  sodium  pyruvate  (Gibco),  14 mM  glucose  (Sigma),  20 mM HEPES 

(Fisher Scientific), ITS + premix (Life Technologies), 0.1 μM dexamethasone (Sigma), 2 mM 

Ultraglutamine (Fisher Scientific), 100 µg/mL penicillin/streptomycin (Fisher Scientific), 20 

ng/mL EGF (Peprotech), 10% RSPO1 conditioned media (homemade) and 100 ng/mL DKK‐1 

(Abcam Ltd), after 3 passages.9,12  

Cholangiocarcinoma  organoids  (CCAOs)  were  initiated  and  expanded  as  previously 

described.20 Processing and  initiation of these organoids was similar to  ICO counterparts 

described above, except tissue digestion was extended to 2 hours  for tumor tissue that, 

after visual inspection, still had relatively large undigested tissue fragments left. BRCCAOs 

were created by switching culture medium to non‐canonical WNT stimulating conditions 

after a minimum of 3 passages in expansion medium. 

Time‐lapse bright field microscopy 
BRCOs  (n=3,  multiple  wells  over  time)  were  cultured  in  glass  bottom  96  well  plates 

(SensoPlate™ 24 well, Greiner Bio‐One) and imaged using bright field microscopy using an 

Opera Phenix  system  (PerkinElmer), equipped with a 10x air objective  (NA 0.3),  in non‐

confocal modus. Every 30 minutes, for 110 hours, a small z‐stack was acquired to ensure 

optimal  optical  focus  in  several  points  of  the  growing  organoid.  The  images  were 

concatenated to create a time‐lapse and observe growth of the organoids. Additional time‐

lapse analysis was performed with the addition of A83‐01 (1μM) to inhibit the transforming 

growth factor beta (TGF‐β) pathway, known to be involved in branching morphogenesis.6  

Transmission Electron Microscopy (TEM) 
To perform TEM, BRCOs were fixated in 1.6% glutaraldehyde and were stored at 4°C until 

processed. Subsequently, post fixation was performed using 1% osmium tetroxide for one 

hour. Next, acetone rinses were performed (8 times 15 minutes with increased percentage 

of acetone) and samples were infiltrated with 1:1 100% acetone:epoxy embedding medium 

for two days. First, they were embedded for one hour at room temperature, followed by an 

embedding  at  40°C  overnight,  and  finally  a  24‐hour  step  of  embedding  at  60°C. 

Subsequently, ultrathin sections of 60 a 70 nm were created at a 6‐degree angle at speed 

of 1 mm/s with a Diatome diamond knife and an electronic microscope ultra‐microtome 

(Leica UC7). Finally, ultrathin sections were imaged using a FEI Talos transmission electron 
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microscope (Thermo Scientific), equipped with a 4K CMOS camera; samples were imaged 

using 80 kV. 

Hematoxylin and Eosin (H&E) and Immunofluorescence (IF) staining 
Organoids were fixed for 10 minutes using 4% paraformaldehyde removing the hydrogel. 

While primary CCA tissue was fixated overnight using 4% paraformaldehyde. Samples were 

paraffin embedded and cut as 4 µm thick slides. Subsequently, H&E staining was performed 

according  to  standard protocols. H&E‐stained  slides were  imaged with Zeiss Axiokop 20 

microscope  and  captured  with  a  Nikon  DS‐U1  camera.  If  immunofluorescence  was 

performed, slides were permeabilized with 0.1% Triton X‐100 diluted in phosphate buffered 

saline (PBS) for 15 minutes. Subsequently, they were exposed to 10% goat serum diluted in 

1%  Bovine  Serum  Albumin  (BSA)‐PBS  to  prevent  nonspecific  antibody  binding.  Primary 

antibodies were added to the organoids and incubated overnight at 4 ̊C. Finally, incubation 

with the secondary antibody took place for 60 minutes at room temperature and cell nuclei 

were  stained with DAPI  (Vectashield, Vectorlabs). Analysis  took place on a SP5 confocal 

microscope (LEICA) equipped with a 405, 488 and 561 nm laser. Images were analyzed using 

ImageJ (version 1.52p, supplemented with FIJI). 

Whole mount confocal IF staining 
To evaluate protein expression of organoids, IF was performed using whole mount confocal 

microscopy with selected antibodies. In short, organoids were fixed for 10 minutes using 

4% paraformaldehyde  removing  the hydrogel. Next,  they were permeabilized with 0.1% 

Triton X‐100 diluted in PBS for 15 minutes. Subsequently, they were exposed to 10% serum 

diluted  in 1% BSA‐PBS to prevent nonspecific antibody binding. Primary antibodies were 

added  to  the organoids and  incubated overnight at 4˚C.  Incubation with  the  secondary 

antibody took place for 60 minutes at room temperature. Additional cytoskeletal staining 

with Phalloidin Alexa Fluor™ 488 (1:200, ThermoFisher) and nuclear staining with DAPI was 

performed. Samples were  imaged using a Leica 20X water dipping  lens on Leica DM6000 

CFS microscope with a LEICA TCS SP5  II confocal system or an Opera Phenix HCS system 

(PerkinElmer) equipped with a 20x air objective (NA 0.4) and 40x water immersion objective 

(NA 1.1). For detection on the Opera Phenix system, DAPI was excited with a 405 nm solid 

state laser and detected at 435‐480 nm. EdU incorporation, Phalloidin Alexa Fluor 488, and 

the Ki67 immune labeling were excited at 488 and 561 nm and detected at 500‐550 nm and 

570‐630  nm,  respectively.  Images  were  exported  and  further  processed  using  ImageJ 

(version 1.52p, with FIJI). 
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Stable Isotope labeling by amino acids in cell culture (SILAC) sample 

preparation 
ICOs and BRCOs (n=3) were cultured in the organoid SILAC media for 25 days. Both ICOs and 

BRCOs were cultured as normal, but  for  ICOs  regular AdvDMEM/F12 was  replaced with 

SILAC Advanced DMEM/F‐12 Flex media (ThermoFisher) and for BRCOs, William’s E Medium 

was  replaced with SILAC William’s E Medium  (AthenaES). All culture medium  contained 

arginine and lysine, either with the normal light isotopes of carbon, hydrogen and nitrogen 

(i.e.12C14N,  Light),  or with medium  containing  L‐arginine‐  13C6‐15N4  and  L‐lysine‐13C6‐15N2 

(Heavy). All organoids were maintained  in SILAC conditions  (light or heavy media)  for at 

least two passages, to allow SILAC isotope incorporation. Subsequently, they were analyzed 

by mass spectrometry to estimate incorporation by using BME light/organoid heavy ratios. 

To do so,  lyophilized samples were rehydrated  in 200 µL extraction buffer with 100 mM 

ammonium  bicarbonate  with  8  M  urea,  and  homogenized  using  a  Bioruptor®Plus 

(Diagenode  SA,  Seraing,  Belgium)  at  4°C  for  20  cycles,  15  s  ON/OFF.  Samples  were 

centrifuged  (14000 g, 15 min) and  the protein content of supernatants was determined 

using Pierce BCA Protein Assay Kit (Thermo Scientific, Waltham, MA, USA). 30 µg of protein 

was processed further by reduction with 5 mM tris‐2‐carboxyethyl phosphine for 30 min at 

37°C, alkylated with 10 mM iodoacetamide for 45 min at room temperature, followed by 

overnight trypsin digestion at 37°C. Digestion was stopped by addition of formic acid (FA) 

to  a  pH  <  3.  Samples were  desalted  using  C18  reversed‐phase  spin  columns  (Harvard 

Apparatus, Holliston, MA, USA) according to manufacturer’s  instructions. After desalting, 

samples  were  resuspended  in  2%  acetonitrile  (ACN),  0.1%  FA  and  the  peptide 

concentrations were determined using  a NanoDrop  2000c  Spectrophotometer  (Thermo 

Scientific). 

Liquid chromatography (LC)–mass spectrometry (MS)/MS analysis 
The  LC MS/MS  analysis was  performed  on  Tribrid mass  spectrometer  Orbitrap  Fusion 

equipped with a Nanospray source and coupled with an EASY‐nLC 1000 ultrahigh pressure 

liquid  chromatography  (UHPLC)  pump  (ThermoFisher  Scientific,  San  Jose,  CA).  One 

microgram  of  peptides was  loaded  and  concentrated  on  an  Acclaim  PepMap  100  C18 

precolumn (75 μm x 2 cm, ThermoFisher Scientific, Waltham, MA) and then separated on 

an Acclaim PepMap RSLC column (75 μm x 25 cm, nanoViper, C18, 2 μm, 100 Å) with the 

column temperature of 45°C. Peptides were eluted by a nonlinear 2h gradient at the flow 

rate of 300 nL/min from 2% solvent B  (0.1% FA/ACN, Merck)/98% Solvent A  (0.1% FA  in 

water, Merck)  to 40% solvent B. The Orbitrap Fusion was operated  in  the positive data‐

dependent  acquisition  (DDA)  mode.  Full MS  survey  scans  from  m/z  375‐1500  with  a 

resolution 120,000 were performed  in the Orbitrap detector. The automatic gain control 

(AGC) target was set to 4 × 105 with an injection time of 50 ms. The most intense ions (up 

to 20) with charge states 2‐7 from the full MS scan were selected for fragmentation. MS2 
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precursors were isolated with a quadrupole mass filter set to a width of 1.2 m/z. Precursors 

were fragmented by Higher Energy Collision Dissociation (HCD) and detected  in Orbitrap 

detectors with a resolution of 30,000. The normalized collision energy (NCE)  in HCD cells 

was set at 30%. The values for the AGC target and injection time were 5 × 104 and 54 ms, 

respectively. The duration of dynamic exclusion was  set at 45s and  the mass  tolerance 

window at 10 ppm.  

SILAC Data analysis 
Analysis of raw files was performed with MaxQuant (version 1.6.17.0). The resulting peak 

lists were searched in Andromeda against a reviewed human UniProtKB database (release 

2021_02),  complemented with  the  standard MaxQuant  contaminant  database.  Enzyme 

specificity was set to trypsin/P with a maximum of two missed cleavages. Precursor mass 

tolerance  was  set  to  4.5  ppm  and  fragment  ion  mass  tolerance  to  20  ppm. 

Carbamidomethylation  of  cysteine  was  used  as  fixed  modification  and  deamidation 

(Asparagine  and  Glutamine),  oxidation  (Methionine,  Proline)  and  acetylation  were 

considered as variable modifications. The false discovery rate (FDR) was set to 0.01 for both 

peptides and proteins. The “match between runs” option was enabled with default settings 

to match identifications across samples. The mass spectrometry proteomics data have been 

deposited to the ProteomeXchange Consortium via the PRIDE partner repository69 with the 

dataset identifier PXD028532 and DOI:10.6019/PXD028532. 

RNA extraction, cDNA synthesis and RT‐qPCR 
Total RNA was collected after removal of the culture medium by adding 700µL of QIAzol 

lysis reagent (Qiagen) to a 24 well containing organoids (two 25µL BME domes). RNA was 

isolated using the miRNeasy kit  (Qiagen) according to the manufacturer’s protocol72 and 

the  concentration was measured  using  a  NANOdrop  2000  (ThermoFisher).  cDNA  from 

500ng RNA was prepared using 5x PrimeScript RT Master Mix  in a 2720  thermal  cycler 

(Applied Biosystems). RT‐qPCRs were conducted on an Applied Biosystems StepONE Plus 

Real‐Time PCR machine (Applied Biosystems), according to the manufacturer's guidelines, 

with 45 cycles of amplification. Reactions consist of 10 μL SYBR™ Green PCR Master Mix 

(Thermofisher  Scientific),  1  μL  of  primers  (Applied  Biosystems/Life  Technologies),  4  μL 

sterile milliQ water, and 5 μL of diluted cDNA. Threshold levels were manually set at 0.25 

for all miRNA assays, and the upper Cq limit for reliable detection was set at 35 cycles. RT‐

qPCR was  performed with  the  primer  sets  provided  in  Table  S2.  All  RT‐qPCR  data  are 

presented  as mean with  a 95%  confidence  interval. RT‐qPCR  values  are  relative  to  the 

housekeeping  gene  Hypoxanthine‐guanine‐fosforibosyl‐transferase  (HPRT)  or 

Glyceraldehyde 3‐phosphate dehydrogenase (GAPDH).  

(Trans)differentiation towards hepatocytes 
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BRCOs  and  matching  ICOs  (from  the  same  patient,  n=3  individual  patients)  were 

differentiated  towards  hepatocytes.  The  hepatocyte  differentiation  protocol  used  was 

adapted  from  Huch  et  al.  with  slight  modifications  (Clevers  et  al.  patent: 

WO2017149025A1)73, as published by Verstegen et al.11 Medium consisted of 5 days of EM 

supplemented with BMP7 (Peprotech, 25 ng/mL) for ICOs and 5 days of non‐canonical WNT 

stimulating conditions supplemented with BMP7 (25 ng/mL) for BRCOs. Then, the cultures 

were  passaged  and  medium  was  changed  to  the  differentiation  medium  (DM): 

AdvDMEM/F12 medium  supplemented with 1% N2 and 1% B27 and containing EGF  (50 

ng/mL), gastrin (10 nM), HGF (25 ng/mL), FGF10 (100 ng/mL), A83‐01 (5 µM), DAPT (10 µM), 

BMP7 (25 ng/mL), iCRT3 (Sigma, 25µM, iWP2 (Sanbio, 3 µM), Carbachol (Sigma, 100µM), 

CHIR99021  (Sigma,  3µM),  and  dexamethasone  (30  µM).  Differentiation  medium  was 

changed every 3‐4 days and the total differentiation protocol took 14 days (including pre‐

treatment with BMP7). Differentiation was accessed by gene expression analysis of genes 

associated with hepatocyte maturation (Albumin –ALB‐, HNF4α, CYP3A4, MRP2 and alpha‐

1‐anti trypsin –SERPINA1‐) and stemness/WNT‐target gene (LGR5) by RT‐qPCR, and ELISA 

for A1AT (AssayMax™ Human alpha‐1‐Antitrypsin kit, AssayPro) and Albumin. A1AT ELISA 

was  performed  on  supernatant  of  the  organoids  (n=3,  all  conditions)  according  to  the 

manufacturer’s instructions. The assay was performed in duplo, and the readout was done 

on  a  microplate  reader  at  a  wavelength  of  450  nm  (CytoFluor  series  4000,  Applied 

Biosystems). Furthermore, hepatocyte function was assessed using a human albumin ELISA 

as previously described  (Bethyl  laboratories, Montgomery, TX, USA).74 First, plates were 

coated with a Human Albumin antibody (ThermoFisher, A80‐229A 1:200) and incubated for 

1 hour at room temperature, afterwards plates were washed. Subsequently, blocking was 

performed using 1% BSA‐PBS for 30 minutes and samples were incubated for 1 hour at room 

temperature. Reaction was detected by adding a detection antibody (ThermoFisher, A80‐

129P,  1:10000)  for  1  hour  at  room  temperature  and  plates  were  washed  extensively 

afterwards. TMB substrate (ThermoFisher) was added and after turning blue the reaction 

was halted by stopping buffer (1M Sulfuric Acid, Sigma) addition. All measurements were 

performed in duplo and human serum (Bethyl, 1:200 diluted) was taken along as a positive 

control.  Readout  was  performed  on  a microplate  reader  at  a  wavelength  of  450  nm 

(CytoFluor series 4000, Applied Biosystems). 

Gamma‐Glutamyltransferase (GGT) functionality  
Supernatant (10µL) of BRCOs (n=3) and ICOs (n=3) was collected. Activity was determined 

using a colorimetric assay kit (MAK089; Sigma‐Aldrich), freshly made medium was used as 

a negative control. The equivalent serum GGT activity in IU/L was calculated following the 

manufacturer’s  instructions  by multiplying  the  average  increase  in  absorbance  over  30 

minutes. 
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Alkaline Phosphatase functionality 
ALP staining was carried out on BRCOs and ICOs (both, n=3) using the 5‐bromo‐4‐chloro‐3‐

indolyl‐phosphate/nitro  blue  tetrazolium  (BCIP/NBT,  Promega)  color  development 

substrate. 5 mL of WE were mixed with 33μl of NBT and subsequently with 16.5μl of BCIP. 

500µL of substrate mix was added to each well (24 well plate) and readout was performed 

after 30 minutes. 

Rhodamine‐123 transport functionality 
Functionality of  the Multi Drug Resistance  (MDR)‐1  transporter was  assessed using  the 

Rhodamine‐123 assay.10 Specificity was determined by blocking MDR‐1  transporter with 

Verapamil (10 μM, Sigma Aldrich) for 30 min at 37˚C prior to Rhodamine‐123  incubation 

(100  μM,  Sigma  Aldrich).  Subsequently  nuclei  were  counterstained  by  Hoechst  33342 

(Sigma) and confocal images were acquired using a Leica SP5 confocal microscope (LEICA) 

equipped with a 405 and 488 nm laser. 

Secretin, somatostatin and cholangiocyte ion‐channel functionality 
To assess functionality of secretin and somatostatin, a slight modification of the Forskolin‐

Induced  Swelling  (FIS)  assay  as  developed  by Dekkers  et  al.75  for  testing  cystic  fibrosis 

transmembrane conductance regulator (CFTR) was applied. For this, BRCOs and ICOs were 

incubated for 30 min with 3 μM calcein‐green (Sigma), stimulated with secretin (10 μM) or 

secretin and somatostatin (100 μM) and analyzed by confocal live cell microscopy at 37˚C 

for 120 min (LSM710, Zeiss). The total or single organoid area (XY plane) increase relative 

to t=0 of secretin treatment was quantified using velocity imaging software (Improvision) 

and  compared  to  non‐stimulated  controls.  Cell  debris  and  unviable  structures  were 

manually  excluded  from  image  analysis.  To  further  confirm  CFTR‐functionality  we 

performed an ussing chamber assay as previously published.76 BRCOs were seeded on a 

transwell culture plate (24 well plate 6.5mm, Corning) to grow them in a 2D fashion. Prior 

to seeding of the cells, transwell inserts were coated with 5% matrigel (Corning) in PBS for 

2 hours. Fully expanded domes of organoids were collected in WE and centrifuged (453g, 5 

min,  4˚C).  After  removal  of  the  supernatant,  organoids  were mechanically  broken  by 

vigorously up and down pipetting. The organoid suspension was spun down again, and the 

cell pellet was made single cell by digestion in Trypsin‐EDTA (TE) for 25 to 40 min at 37°C. 

Cells were washed in WE and sieved through a cell 70 µm cell strainer. Approximately 3x105 

cells were suspended  in 200 µL WE with components medium and seeded on  transwell 

inserts. Medium was changed every 3‐4 days. To check confluence, the cells were examined 

by daily microscopy and electrophysiological analysis was performed after 4 days. Upon 

forming a confluent monolayer, transwells were placed in an Ussing chamber (Physiologic 

instruments) set up to analyze functional cholangiocyte‐specific transporter channels (CFTR 

and  Ca2+‐  activated  Cl‐  channel)  using  Acquire  &  Analyze  Software  2.3  (Physiologic 
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Instruments, San Diego, California). The temperature of the chambers was kept at 37°C by 

warm water bath circulation and chambers were gassed with 95%O2, 5%CO2. Each chamber 

consisted of 3mL modified Meyler solution  (128 mmol/liter NaCl, 4.7 mmol/liter KCl, 1.3 

mmol/liter CaCl2, 1.0 mmol/liter MgCl2, 0.3 mmol/liter Na2HPO4, 0.4 mmol/liter NaH2PO4, 

20 mmol/liter NaHCO3, 10 mmol/liter HEPES, supplemented with glucose (10 mmol/liter) 

at pH 7.3). Current was clamped and every second short circuit current (Isc) was recorded. 

CFTR‐dependent anion secretion was activated by adding Forskolin (3μL, 10mM) to both 

sides of the cells, and GlyH‐101 (3μL, 20mM, apical). Calcium (Ca2+) activated chloride (Cl‐) 

channels  (CaCC)  were  stimulated  by  UTP  (3μL,  50mM,  apical)  and  inhibited  by 

T16Ainhibitor‐A01 (3μL, 50mM, apical). The  Isc measurements are presented as μA/cm2. 

Data was visualized using Excel (Microsoft). 

Cell proliferation assessment 
Cell  proliferation  was  determined  using  5‐Ethynyl‐2′‐deoxyuridine  (EdU)‐incorporation 

(ThermoFisher), performed according to the manufacturer’s protocol. In short: EdU (10µM) 

was added to the medium and incubated for 4 hours at 37˚C degrees. BRCOs, ICOs, CCAOs 

and BRCCAOs were dissociated into single cell suspension via Trypsin‐EDTA and suspended 

in 200µL of 1%BSA‐PBS to be analyzed by flow cytometry according to protocol (Canto flow 

cytometer, BD Biosciences). The gating strategy was performed as previously published.77 

In short gating was based on  forward scatter  (FSC) and sideward scatter  (SSC). Doublets 

were gated out via a single cell gate (height vs. width). EdU positivity gate was based on the 

background expression of FITC in organoids without EdU incorporation. Subset analysis was 

done using Flowjo (version v10.6.1, BD) analysis software. To determine the location of the 

proliferative cells in BRCOs and CCAOs, EdU incorporation was performed on fixated cells 

(as previously described for IF staining) by adding EdU (10µM) to the medium. Next click‐it 

labeling was performed according to the manufacturer’s instructions. Subsequently nuclei 

were counterstained by DAPI and confocal images were acquired using the Opera Phenix 

system (PerkinElmer). 

Preparation of single‐cell suspensions and FACS 
Organoids (ICO and BRCO lines 6, 7 and 10) were incubated with Calcein for 45 min at 37⁰C 

before dissociation  for  live staining of  the cells. To get single cells, organoids were  then 

dissociated and digested by 0.05% Trypsin‐EDTA following the online protocol.78 Single‐cells 

were obtained using the flow cytometer FACS Aria (BD Biosciences) equipped with a 130 

µm nozzle. Only GFP positive cells (living cells) were sorted into 384‐well plates containing 

a unique CEL‐seq primer and 5 µL mineral oil (Sigma, M5310) per well. Plates were stored 

at ‐80 ⁰C until they were processed.  
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Single‐cell RNA library preparation 
Single‐cell  RNA  libraries were  prepared  according  to  the mCEL‐seq2  protocol.23  Briefly, 

plates were thawed on ice, and then 100 nL lysis buffer (0.2% Triton X‐100, 2mM dNTPs, 

1:50.000 ERCC ExFold RNA spike‐in (Thermo, 4456739)) was dispensed per well using the 

Nanodrop Ns‐2 Stage (BioNex). SuperScript™  II Reverse Transcriptase (Invitrogen, 18064‐

14) was used in reverse transcription reaction mix following the protocol, 4 ⁰C for 5 min; 25 

⁰C  for 10 min;  42  ⁰C  for 60 min;  70  ⁰C  for  10 min. 960 nL  second‐strand  reaction mix 

containing E. coli DNA ligase (NEB, M0205L), E. coli DNA polymerase I (NEB, M0209L) and 

Random hexamer  (sigma, 11034731001) were used per well  for second‐strand synthesis 

with  the  following protocol, 16°C  for 2 hours. Next,  cDNA  from one 384‐well plate was 

pooled, and in vitro transcription was performed using the MEGAscript™ T7 Transcription 

Kit (Invitrogen, AMB 1334‐5) by incubating the reaction at 37°C for 14 hours. Afterwards, 

the amplified RNA was fragmented and cDNA was converted using Superscript II and the 

random octamer primer. Libraries were amplified for 9 cycles using Phusion® High‐Fidelity 

PCR Master Mix  (NEB, M0531S) with  the Nextflex  primers,  and  quantified  on  the  bio‐

analyzer using DNA high‐sensitivity kit. Barcoded libraries were sequenced on an Illumina 

NextSeq 500 with 42+38bp paired‐end reads at a depth of 24.2‐32 million reads per plate. 

Single‐cell RNA‐seq data analysis 
Left read of paired‐end reads contains the barcode information with 1‐8bp to be the unique 

molecular  identifier  (UMI),  9‐16bp  to  be  the  cell  barcodes  followed  by  polyT  stretch. 

Barcode information from left reads were first extracted and added to the corresponding 

right reads using extract  function  from UMI‐tools 1.0.0.79 Right reads of read pairs were 

aligned to an artificial human genome  (hg38) containing sequences of 92 ERCC spike‐ins 

using  STAR‐2.7.0f80  with  default  settings.  Aligned  reads  were  assigned  to  genes  using 

featureCount 1.6.481 with the following parameter, ‐g gene_id. For each cell, the number of 

UMIs  per  gene  was  counted  and  the  gene‐cell matrixes  were  generated  using  count 

function  from UMI‐tools 1.0.0 with  the  following  settings,  ‐‐per‐gene,  ‐‐per‐cell. For  the 

downstream  analysis,  gene‐cell matrixes were merged per  donor  and  imported  into  R. 

Seurat  3.082  was  used  for  data  filtering,  normalization,  scaling,  clustering,  marker 

identification and visualization following the standard process. Briefly, Seurat objects were 

generated from the combined gene‐cell matrixes per donor and cells that are not with the 

following criteria (1000< UMIs < 25000, mt%<50%) were filtered out. Then, UMIs were log 

normalized, and number of total UMIs and mitochondrial gene expression were regressed 

out during the data scaling. Seurat objects of different donors were  integrated using the 

functions FindIntegrationAnchors and IntegrateData from Seurat to minimize the biological 

effects. Differentially expressed genes from each cluster were identified using a Wilcoxon 

Rank  Sum  test with  a  cut‐off of  adj‐P <0.05, ending up with 476 DE genes. Cell  cycling 

prediction  analysis was  performed  using  CellCycleScoring  function  in  Seurat.82  Pathway 
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analysis  was  performed  using  Enrichr  web  tool83  with  the  significantly  differentially 

expressed genes as  input. The R package  fgsea 23  (1.12.0)84 was used  for GSEA. Genes 

upregulated  in  either  BRCOs  or  ICOs  were  used  as  input,  and  then  compared  to  the 

differentially expressed gene set published by Rimland et al.8 (tissue vs. organoids of the 

common bile duct, gallbladder bile duct, and pancreatic bile duct) and ICOs vs. tissue from 

the Aizarani et al.13 dataset. An enrichment score normalized to the mean enrichment of 

random samples with the same size (NES) was calculated, and adj‐p<0.05 generated from 

the Benjamini‐Hochberg method was applied as a threshold of significance. In addition, the 

previous published datasets by both Sampaziotis et al.29 (ArrayExpress: E‐MTAB‐8495) and 

Aizarani  et  al.13  (GEO  accession  number:  GSE124395) were  integrated within  our  own 

dataset  using  Seurat  integration79  and  analyzed  as  previously  described.  For  the 

connectivity analysis, PAGA from Scanpy was applied following the default settings.85  

Organoid clearing and imaging 
Small blocks of agarose were  fixed and  stained using DAPI  (Vectashield). After  staining, 

organoids were optically cleared using a previously established protocol.86 Organoids in low 

melting  point  agarose were  firstly  put  in  50%  PBS  and  50% methanol  for  30 minutes. 

Subsequently, they were put in 100% methanol overnight and treated with 50% 1:2 benzyl 

alcohol/benzyl benzoate  (BABB) and 50% methanol  for 30 minutes. Finally, clearing was 

completed by putting the organoids in 100% BABB and storing them at 4°C until imaging. 

For imaging, organoids are placed in a 24 well glass bottom imaging plate (SensoPlate™ 24 

well, Greiner Bio‐One). Complete organoids were imaged in 3D using the Opera Phenix HCS 

system  (Perkin  Elmer)  in  confocal  modus  (spinning  disk)  equipped  with  two  sCMOS 

cameras. After a pre‐scan (5x objective) to select the area of interest, the organoids were 

imaged with a 20x air objective  (NA 0.4,  field of view  is 421394 µm2). Nuclear DAPI was 

excited with a 405 nm solid state laser and detected using a 435‐480 band pass filter. The 

large Z‐stacks with a step‐size of 3.6 µm (optimal for these optics), ranging from below to 

above  the  organoid  of  interest was  tiled  to  cover  the  predetermined  area  of  interest. 

Individual images were exported as TIFF files and subsequently reconstructed. 

Segmentation of the ductal network 
The ductal networks of  (n=3) BRCOs were  reconstructed manually using a purpose‐built 

graphical  user  interface  (GUI)  (implemented  in MATLAB  R2020a,  The MathWorks,  Inc., 

Natick, Massachusetts, USA). This GUI allowed us to locate and mark the lumen of ducts as 

well  as  bifurcation  events  in medium  sized  organoids,  resulting  in  a  three‐dimensional 

reconstruction of the ductal networks (see Figures 5C and S5D). In general, when working 

with in vivo or ex vivo tissues, it is easy to recognize the main duct of a branching tissue, this 

corresponds to the duct that connects the whole ductal tree to the exterior of the organ, as 

is the case of the common bile duct in the biliary tree. The main duct represents the root of 
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a branching tree and can be used as a reference to extract  its structural and topological 

features. A challenge of working with in vitro cultures, such as BRCOs, was that there is no 

notion of a main duct that could be used as the root. We could, in principle, define the root 

as the initial duct, from which the whole tree nucleated. Unfortunately, it was impractical 

to track this  location from when the organoids were seeded to when they were  imaged, 

thus  the  root  location was  inferred  from  the  data.  As  organoids were  cultured  in  3D 

conditions and grew in a uniform and isotropic fashion, we defined the location of the root 

around the geometric center of the organoids (see blue marker in Figs. 5C and S5D). The 

statistical properties of the branching trees were observed to vary slightly with different 

choices of the location of the root around the geometric center of the BRCOs. 

Construction of the branching tree 
To analyze the structure and topology of branching trees, we focused on the sequence of 

branching  and  termination  events  within  the  tree.  For  this,  we  reduced  the  ductal 

reconstruction  towards  an  effective  branching  tree  network, where  nodes  in  the  tree 

represent either branching events (nodes with degree 3) or end‐points (nodes with degree 

1, see Figs. 5H), where the node degree corresponds to the number of edges (ducts) that 

span from a given node. 

End‐to‐end‐point distance distribution 
The distribution of distances between all nodes in a complex network relates to the network 

spectrum and provides a topological measure that is independent of the existence of a root 

node.  Inspired by this, we measured the distribution of distances between every pair of 

end‐nodes  in the ductal tree. This distance was measured  in units of tree  levels,  i.e., the 

distance measures the number of ducts that separate both end‐points.  

Termination probability 
A  branching  tree  can  be  characterized by hanging  it  from  its  root  (see  construction  of 

branching network, and Figs. 5F and S5F). After defining the root as level zero (level i=0), 

every branching node and end‐node can be identified by its level (or distance) from the root 

node. To measure  the  termination probability  (qi) as a  function of  the  level  (i) we  then 

measured,  for  every  level,  the  fraction of  the  total number of nodes  in  that  level  that 

correspond to end‐nodes (nodes of degree 1) (Fig. 5G‐H). A value of qi<1/2 indicates a net 

expansion of the tree, as bifurcations are more likely than end‐points. Conversely, qi>1/2 

translates  to  a  contraction  of  the  tree,  with  a  larger  proportion  of  end‐nodes,  while 

qi=1/2defines a critical regime, where branching and termination events are balanced.  It 

was previously observed that a stochastic branching and terminating dynamics of tip‐drive 

growth self‐organizes, in the long term, into a balanced regime (qi=1/2), where active tips 

form a propagating front at the periphery of the expanding tissue.30 Thus, the existence of 
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a plateau around qi=1/2, is a good indication of an underlying stochastic dynamics of growth 

(see Fig. 5H).  

Subtree size and persistence 
A  subtree was  defined  as  a  subset  of  the whole  tree  that  has  a  sub‐root  (or  common 

ancestor) at a  level greater than zero (i>0). To measure the subtree size and persistence 

(Fig. 5I‐J), we considered only subtrees whose common ancestor lied in generation i=4 (see 

example in Fig. 5F). The subtree size corresponded to the total number of ducts in a given 

subtree, while  the  subtree persistence measured  the number of  levels  spanned by  the 

subtree. This choice  for  the pruning generation  (i=4) was arbitrary, but kept  fixed when 

analyzing both experimental networks and numerical simulations,  in order to make their 

results comparable. 

Projected area and circularity  
For BRCCAOs, reconstruction of the full ductal network was infeasible due to the lack of a 

well‐defined  internal  ductal  structure.  To  compare  BRCCAOs  to BRCOs  and  also  to  the 

model proposed, we quantified their 2D‐projected area and circularity. This was done by 

analyzing bright field images of BRCCAOs (n=21) and BRCOs (n=24) after 7‐8 days of culture. 

The outline of the organoids was traced manually, and their total area (A) and perimeter (P) 

measured (see Fig. 7D). It is worth noting that because organoids tend to grow radially in 

every direction, the projected area may be used to estimate their volume. To assess the 

organoid morphology, we measured the circularity of their projected area, defined as the 

ratio  4𝜋𝐴/𝑃  (see  Fig.  7D).  This  measure,  sometimes  referred  to  as  compactness,  is 

independent of the sizes of the organoids, and takes a maximum value of 1 when the object 

is a perfect circle, and approaches zero as the outline of the objects get rougher. Organoids 

with  lower  values  of  circularity  are  characterized  by  having  more  and  longer  ductal 

outgrowths, while organoids with circularity closer to 1 have a more compact, spheroidal 

shape.  

Model of branching and termination dynamics 
To model the growth dynamics of branching organoids, we use a variant of the Branching 

and Annihilating Random Walk (BARW) model previously proposed to describe the process 

of branching morphogenesis in the mouse mammary gland and kidney ductal epithelium.30 

Active tips are modeled as particles that perform a persistent random walk, leaving behind 

a trail along the traversed path corresponding to the ductal structure of the network. Active 

tips are subject to Possonian branching events, i.e., branching occurs at a constant rate such 

that  the  timing  between  consecutive  branching  events  is  random  and  statistically 

uncorrelated  characterized  by  an  exponential  distribution.  As  the  time  between 

consecutive branching events is directly proportional to the length of the ducts, this model 
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also  predicts  an  exponential  distribution  of  duct  lengths.  However,  experimental 

observation  showed  that  short ducts were  less  abundant  than  expected  from  a  purely 

exponential distribution (see Fig. 5D), suggesting the existence of a short‐term memory in 

the branching dynamics  that prevents a  tip  from undergoing  two consecutive  rounds of 

branching in a very short period of time. This was accounted for in the model by introducing 

a refractory period 𝜏 measured from the time of the last branching event which prevented 

a  tip  from  terminating or undergoing another  round of branching before  the  refractory 

period  had  elapsed. A  Poisson  branching process with  a  refractory  time  is  known  as  a 

renewal process, where for a single tip, the time between events (waiting times,  𝜏) follows 
the relation 

𝑝 𝜏 𝛩 𝜏 𝜏 𝑠𝑒 where 𝑠 is  the  branching  rate,  and  𝜏 the  refractory  period. 

The step‐function 𝛩 𝑥  is zero for 𝑥 0, and one for 𝑥 0, and ensures that tips do not 
branch during  the  refractory period. For a given  tip,  the mean  time between branching 

events in given tip is  𝜏 𝜏 1/𝑠. We noted, however, that a refractory period alone 

was not sufficient to account for the observed deviation from the exponential decay of duct 

length, suggesting further remodeling might take place during the organoid growth. Careful 

observation  of  the  3D  reconstructed  organoids  (Fig.  5C  and  S5D)  revealed  that  newly 

branches tips have a characteristic size of about 40 microns, which also contributed to a 

low frequency of short ducts. With these two features, a refractory period, and a typical 

size of tip at branching, the model recapitulated the morphological properties of ducts (Fig. 

5E). 

Based  on  experimental  observations,  we  considered  two  types  of  tip  interactions:  a 

termination mechanism, by which a tip arrests its growth when coming within the inhibition 

radius (𝑅 ) of another particle, and a second  longer‐ranged mechanism by which a tip  is 

repelled from existing tips and/or ducts. As the organoids are grown in free 3D space, we 

ran  our  numerical  simulations  considering  an  infinite  system  size.  Simulations  were 

terminated  either  when  all  tips  became  inactive,  or  when  the  predefined  maximum 

simulation  time was  reached  (set  at  the  culturing  time). To mimic  the  initial  state of  a 

branching organoids, we initialized our simulations with a rudimentary duct of unit length, 

where  both  ends were  considered  proliferative.  The  center‐point  of  this  initial  duct  is 

considered the root of the branching tree. 

Numerical simulations of the BARW model 
Simulations of the BARW were performed by  implementing a finite difference algorithm, 

with a time‐step 𝛥𝑡 1. At every time‐step active tips were chosen  in random order to 

perform branching with probability 𝜎  /(1+ 𝜎  or elongate with probability 1  /(1+ 𝜎 , 𝜎 
denotes  the  ratio  of  branching  to  elongation  rate  of  active  tips.  Tip  termination  was 

implemented by introduction of an inhibition radius  𝑅 . Tip termination occurred when a 
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tip  got  within  the  inhibition  radius  of  another  particle  (tip  or  duct).  Based  on  the 

observations that tips elongated freely as long as they did not collide with other ducts, and 

to prevent tips from terminating due to the presence of their own duct, tips only sensed 

other particles  that  lied within 𝑅  and at an angle  lower  than 𝜋/4 with  respect  to  the 
direction of movement of the tip. In the three‐dimensional simulation, given the position 

𝑟 𝑥 ,𝑦 , 𝑧  of an active tip elongating in a direction defined by the polar and azimuthal 

angles  𝜃,𝜙   in  spherical  coordinates,  an elongation event  implied  a  translation of  the 

active tip from position 𝑟 to position 

𝑟 𝑟 𝐿 𝑠𝑖𝑛 𝜃′ 𝑐𝑜𝑠 𝜙′ , 𝑠𝑖𝑛 𝜃′ 𝑠𝑖𝑛 𝜙′ , 𝑐𝑜𝑠 𝜃′ , 

where  the  step  length was  fixed  to  unity,  𝐿 1.  The  direction  𝜃′,𝜙′   related  to  the 
orientation of the parent particle  𝜃,𝜙  by 

𝜃′,𝜙′  =  𝜃,𝜙 𝛿𝜃 𝑎𝑟𝑐𝑜𝑠 1 2𝑢 𝜋/2,𝑢 , 

where the second term on the right‐hand side corresponds to a random noise distributed 

uniformly on a 2D sphere, with 𝑢 ∈ 𝑈 0,1  and 𝑢 ∈ 𝑈 𝜋,𝜋 , and 𝛿𝜃 ∈ 0,1  is the 
noise amplitude. When 𝛿𝜃 0, there is no noise in the system and ducts grow following a 

perfect straight line, with infinite persistence. For positive values of 𝛿𝜃, ducts deviate from 

a straight line as they grow, with 𝛿𝜃 1 corresponding to a random walk. A self‐avoidance 

mechanism was introduced as described by Hannezo et al.30. This implementation considers 

that  a  tip  at  position  𝑟  can  sense  a  repulsive  force  from  all  other  particles  𝑟  within  a 

repulsion  radius 𝑅 , i.e.  𝑟 𝑟 𝑅 . Additionally, we  considered  that  the affected  tip 

could only sense those particles in the half‐space in front of it, as described for the inhibition 

process.  Considering  the  direction  of  the  center  of mass  of  all  repelling  particles with 

respect to the location of the tip 𝑟  

𝑝 
∑    𝑟 𝑟

∑   
 𝑟 𝑟

, 

then the active tip suffered, at each elongation event, an additional displacement opposite 

to the direction of the repelling particles of the form  𝑓 𝑟 , where 𝑓  corresponded to the 

strength  of  the  repulsive  force.  During  a  branching  event,  two  new  branches  were 

generated forming an angle 𝛼 between them. The orientations of the new branches were 

defined as described by Hannezo et al.30. To account for the typical size of tips at branching, 

we positioned the offspring branches at a distance 𝐿  from the parent tip, with 𝐿  chosen 

at random from a uniform distribution between 𝐿 and the typical radius of active tips. The 
parent duct and the two offspring branches were considered coplanar, and the angle of 

rotation of the two offspring branches with respect to the plane perpendicular to the parent 
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duct was chosen randomly from a uniform distribution, mimicking the isotropic growth of 

BRCOs. A  refractory period 𝜏 was also  introduced,  such  that  if a given  tip underwent a 

branching event at time 𝑡, the same tip could only terminate, or branch again after the time 

𝑡  𝜏 had been  reached. This  refractory  time was  independent  for each  active  tip  and 

accounted for a maturation period before a tip could branch again.  

Estimating model parameters from BRCO data 
In  three‐dimensions,  the  BARW  has  two  key  parameters  that  must  be  defined,  the 

branching‐to‐elongation rate ratio 𝜎, which measures how often a tip branches in relation 

to  its  elongation,  and  the  inhibition  radius 𝑅 .  From  live‐imaging of  growing organoids 

(Video S1), we estimated the duct elongation speed to be on the order of 5 𝜇𝑚/ℎ, with 
which we calibrated our numerical step‐length 𝐿 1 to 5 𝜇𝑚 and time‐step 𝛥𝑡 1 to 1 
hour. From this, and the average duct length between two bifurcation events of 108 𝜇𝑚, 

we estimated = 𝜎 0.05 0.001 (SD) between the (n=3) BRCO samples. Through fitting, 

we found that the lower bound 𝜎 0.04 achieved the best results. It is worth noting that 
the elongation  rate of 5 𝜇𝑚/ℎ  is an approximated measure  that may have contribution 

both from tip elongation and tissue reorganisation in BRCOs. The inhibition radius was set 

to 𝑅  80 𝜇𝑚, which was estimated from the typical diameter of growing tips.  

Organoids were cultured for approximately 7‐8 days, so we set the maximum simulation 

time to 8 days (192 hours). The refractory period was estimated from the small size plateau 

in the duct length distribution to be 𝜏  10 hours. The parameter 𝐿 , for the typical size of 

tips at branching, was chosen from a uniform distribution with bounds 5 𝜇𝑚 and 40 𝜇𝑚 

(the typical radius of tips), which resulted in good qualitative agreement with the data. The 

repulsion radius 𝑅  was set to 𝑅  1.2𝑅 120 𝜇𝑚, with a repulsive strength of 𝑓
0.2. These parameters were adjusted to provide qualitative agreement with experimental 

observations of tip‐tip repulsion (see Video S3). We note that the overall measures of the 

network topology and long‐term decay of the duct length distribution depended weakly on 

different choices of 𝜏 , 𝐿 , 𝑅  and 𝑓  , yet they are essential for the model to account for 

the fine structure in the data. 

To estimate the noise amplitude 𝛿𝜃, we measured the relative deviation  𝐿 𝑙 /𝑙 , of 
the  duct  length  𝐿   between  two  consecutive  branch  points  and  the  straight  distance 

between the branch points 𝑙 . This resulted in a value of 0.14, corresponding approximately 

to 𝛿𝜃 ,  so  that 𝛿𝜃 0.37. Variations of  this parameter did not  affect  the quantitative 

measurements  of  the  ductal  network  topology.  Finally,  the  angle  formed  by  offspring 

branches (see Fig. S5I) had a typical value of 95∘(𝑆𝐷 50∘ . However, we note that this 

measure is likely affected by the clearing process, where organoids are flattened when the 

structural support  is removed, hence the  large variance. In the numerical simulations we 

considered  that  the angle 𝛼 between offspring branches was uniformly distributed, 𝛼 ∈
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𝑈 80∘, 110∘ .  Quantitative measurements  showed  little  sensitivity  to  changes  in  the 

distribution of 𝛼. 

Model parameter for simulation or BRCCAOs 
As BRCAAOs lacked a well‐defined branching network, it was impossible to reconstruct its 

ductal structure and estimate parameters for this system. Instead, we hypothesized how 

the different model parameters could have been affected based on empirical observation. 

Bright  field  and  confocal  images  revealed  that  BRCCAOs  have  a  particularly  compact 

structure, unlike  in BRCOs where ducts are dispersed. This dense nature of BRCCAOs, as 

indicated by a smaller size of BRCCAOs compared to BRCOs after 7‐8 days of culture (Fig. 

7D),  was  an  indication  that  the  tip‐duct  and  tip‐tip  interaction mechanisms might  be 

compromised. To account for this in the model, we considered the extreme case were both 

the  inhibition  𝑅  and  repulsion  𝑅   radii  are  zero,  eliminating  tip‐tip  and  tip‐duct 

interaction altogether. Moreover, the dense organization of BRCCAOs was also reflected in 

the morphology of their boundary. These organoids were characterized by having a well‐

defined boundary, without long duct protruding outwards (as was the case in BRCOs), which 

was quantified by measuring the organoid circularity (Fig. 7D). From the perspective of the 

BARW model,  this  implies  that  BRCCAOs  have  a  reduced  capacity  to  form  elongated, 

persistent ducts, which we accounted for in the model by doubling the noise amplitude with 

respect to the value for BRCOs, so that, we set to 𝛿𝜃 0.74. This accounted, qualitatively, 
to the morphological differences observed between BRCOs and BRCCAOs (Fig. S7F).  

Goodness of fit 
Comparison between the distributions of duct lengths, subtree sizes and persistence, end‐

to‐end node distances, and termination probability were performed using a goodness of fit 

statistic 𝑅 . Given a set of 𝑛of experimental measurement  𝑥 , 𝑥 , . . . , 𝑥 , whose average 
value is given by 𝑥, and a corresponding set of theoretical predictions  𝑦 ,𝑦 , . . . ,𝑦 , then 

𝑅 1
∑  

∑   
, 

which  takes values  in  [0,1]. A value of 𝑅 1, indicates  that  the prediction  fits  the data 
perfectly.  

DAPT, BMS493 and Chimeric Jagged 1 assay 
Effect of inhibiting the retinoic acid receptor on BRCOs was evaluated by adding BMS493 

(1μM, Sigma) for 120 hours to the culture medium of BRCOs.34 Additionally, the effect of 

inhibiting the NOTCH receptor on branching was assessed by incubating BRCOs with DAPT 

(50 μM) for ten days. Normal BRCOs and BRCOs exposed to vehicle control (DMSO) were 

taken along as a control. Similarly,  in a dose dependent  (50ng/mL; 80ng/mL; 100ng/mL; 
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200ng/mL  and  500ng/mL)  testing  manner  recombinant  Human  Jagged  1  Fc  Chimera 

(Biotechne; RZL2220041) was added to the culture conditions of the ICOs derived from the 

Alagille Syndrome patient to improve branching in these organoids. To evaluate branching 

morphogenesis over time, the process was captured by transmission microscopy (EVOS® FL 

Cell Imaging System, ThermoFisher) for all medium additions. 

Western Blot assay 
For Western Blotting samples from ICOs (n=3) and ICOs from the (corrected) Alagille patient 

were obtained. The organoids were lysed with house made 2x Laemmli Sample Buffer (Bio‐

Rad, 161‐0737)  supplemented with 1,4‐Dithithreitol  (DTT; 0.1M)  for 5 minutes  at 95°C. 

Protein  concentrations were  evaluated with  the  bicinchoninic  acid  (BCA)  protein  assay 

(ThemoFisher Scientific; 23227) according to the manufacturer’s protocol. Protein samples 

migrated through a sulfate polyacrylamide gel (8%) in running buffer for 105 minutes at 100 

V and were blotted to a polyvinlylideenfluoride membrane (Merck Chemicals BV; IPFL85R) 

using blotting buffer for 2 hours at 250 mA. Molecular weight of proteins was determined 

using  precision  plus  protein  dual  color  standard  (Bio‐Rad;  1610374)  250  kDa marker. 

Membranes were blocked with Odyssey blocking buffer  (Westburg BV; 927‐40000)  for 1 

hour at  room  temperature. Subsequently, membranes were  incubated overnight at 4°C 

with a polyclonal antibody to JAGGED1 and a monoclonal β‐actin antibody. Followed by one 

hour incubation with secondary antibodies after washing. Immunoblots were scanned by 

Odyssey 3.0 (Clx) imaging system and analyzed using Image Studio Lite (Version 5.2).  

DNA processing and sequencing of JAGGED1  
Two full domes (25 µL) of ICOs derived from an AGS patient were collected by centrifuging 

in a 15 mL tube for 5 minutes, 4°C at 453 g. DNA was isolated from the obtained pellet using 

QIAamp Micro DNA kits (Qiagen) according to the manufacturer's protocol. Subsequently, 

the  concentration  was measured  on  a  NANOdrop  2000  (ThermoFisher).  Using  Sanger 

sequencing  (Macrogen)  and Multiplex  Ligation‐dependent  Probe  Amplification  analysis 

(Probemix P184, version C3; MRC Holland) two large heterozygous deletions were detected. 

Further sequence of the mutated strand was determined by PCR amplification using GoTaq 

(Promega  Benelux  BV;  M7805)  and  Q5  high‐fidelity  DNA  polymerase  according  to 

manufacturer’s  protocol  (NEB;  M0491)  and  subsequently  analyzed  using  gel 

electrophoresis. Finally, amplicons were Sanger sequenced until  the exact mutation was 

obtained. The used primers are  listed  in Table  S2.  In addition, DNA was obtained  from 

BRCOs  (n=3) to  investigate oncogenic mutations and chromosomal stability of  long‐term 

passaged BRCOs (>passage 15). DNA was isolated and concentration was measured similar 

as described above  from  two  full domes  (50 µL) of BRCOs. Subsequently,  targeted next 

generation sequencing was performed by semiconductor sequencing with the Ion Torrent 

platform  using  the  supplier's materials  and  protocols  (Thermo  Fisher  Scientific) with  a 
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custom‐made dedicated panel for mutational analysis (65 genes).87 In addition, the panel 

comprised 262 highly polymorphic  single nucleotide polymorphism  (SNP)  amplicons  for 

copy number variation  (CNV) detection  (chromosomes: 1p, 2p, 3p, 5q, 6p, 7pq, 8pq, 9p, 

10q, 11q, 12q, 13q, 15q, 16q, 17pq, 18q, 19pq and Xpq). Library and template preparations 

were performed consecutively with the AmpliSeq Library Kit 2.0‐384 LV and the  Ion 540 

Chef kit. Sequencing was performed on a 540 chip with the Ion GeneStudio S5XL system. 

Data were analyzed with Sequence Pilot Analysis Software (JSI Medical Systems). CNV (ie, 

amplifications,  gains  and  deletions)  was  analyzed  by  normalized  coverage  using  the 

Sequence Pilot Analysis Software. 

Bulk RNA‐seq of primary tumor and tumor organoids 
RNA  from  CCA  primary  tissue  and  CCAOs  and  BRCCAOs  (n=3  biological  replicates) was 

collected in lysis buffer (QIAzol lysis reagent, Qiagen) and the RNA was isolated using the 

miRNeasy mini kit  (Qiagen) as previously described under the subheading RNA‐isolation. 

Bulk RNA‐seq was performed by Novogene (Beijing, China) resulting in 20‐30 million, 150 

nucleotides  long, paired‐end  reads. Sequencing data were uploaded  to  the Galaxy Web 

platform public server usegalaxy.org.88 Sequences were trimmed for adapters using Trim 

Galore! (Version 0.4.3.1), and mapped using RNA STAR (version 2.6.8a)80 against the human 

reference genome (GRCh38). Mapped reads were translated to counts using FeatureCounts 

(version 2.0.1)81 applying the built‐in hg38 genome annotation file. CCA primary tissue bulk 

RNA‐seq data  from patient CCA1 was  retrieved  from a previously published manuscript 

(accession number GSE84073)20 and incorporated into our dataset. Raw counts were batch 

corrected using ComBat‐seq89  (available via sva package version 3.36.0) using a negative 

binomial regression model. Analysis of differential expression was performed using edgeR90 

(version  3.32.1)  and  Limma86  (version  3.46.0)91  R  packages.  Genes  were  considered 

differentially expressed when  the adjusted p‐value was <0.05  (Benjamini Hochberg FDR 

corrected). Subsequent GSEA on the log2FC values was done using fgsea84 (version 1.16.0) 

and gage92 (version 2.40.1) R packages. To increase specificity, fgsea results were filtered 

using gage results so that only pathways which are significant and in the same direction in 

both methods are retained. To assess similarity between tissue and organoid, we filtered 

total genes to only include DE genes between CCAOs and BRCCAOs. This set of genes was 

used to create a Pearson’s correlation matrix.  

In vitro drug assay on (BR)CCAOs 
CCAOs (n=3) and matching BRCCAOs (n=3) were dissociated to single cells or small clumps 

with TrypLE (ThermoFisher; 12604013) for 3 x 5 minutes at 37˚C while applying mechanical 

disruption  through  pipetting.  TrypLE  was  inactivated  by  adding  cold  AdvDMEM/F12, 

centrifuged for 5 minutes (4˚C at 453 g) and counted for plating out at a concentration of 

5000 cells/5 μL BME  in 96 well plates (Cellstar). Organoids were cultured for three days. 
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Subsequently, a concentration dilution series of gemcitabine (range 10nM‐10µM), cisplatin, 

or  a  combination of both  compounds was  added  and  cell  viability was measured using 

CellTiter‐Glo (Promega) after 72 hours. All experimental conditions were tested in biological 

and technical triplicate. An experimental concentration range was determined and dose‐

response  curves were  fitted using nonlinear  least  squares  regression  fitting and plotted 

relatively compared to non‐treated controls. 

Statistical analyses  
Data are presented as mean ±  standard deviation  (SD) unless otherwise  specified. Data 

other  than  sequencing  data  were  analyzed  and  plotted  using  Prism  Software  8.0 

(GraphPad). Biological and technical replicates are specified in the figure legends for each 

experiment. In all tests, a P value of <0.05 is considered significant and was determined by 

two‐tailed  Student’s  t  test,  unless  otherwise  specified  in  the  figure  legends.  When 

comparing more than two means, significance was assessed by ANOVA tests.  
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Abstract 
Tumor  progression  is  critically  dependent  on  interaction  of  cancer  cells  with  their 

microenvironment. Alterations in the composition, integrity, and mechanical properties of 

the  extracellular matrix  (ECM)  dictate  tumor  processes  including  cell  proliferation  and 

invasion. Also  in primary  liver  cancer,  consisting of hepatocellular  carcinoma  (HCC) and 

cholangiocarcinoma (CCA), the dysregulation of the ECM by liver fibrosis and desmoplasia 

is pertinent. Yet, the exact changes occurring in liver cancer ECM remain uncharacterized 

and  underlying  tumor‐promoting  mechanisms  remain  largely  unknown.  Herein,  an 

integrative approach is used to extensively characterize the ECM of HCC and CCA tumors by 

utilizing an optimized decellularization  technique. We  identified a myriad of proteins  in 

tissue,  uncovering  distinct  malignancy‐related  ECM  signatures.  The  resolution  of  this 

approach  unveiled  additional  ECM‐related  proteins  compared  to  large  liver  cancer 

transcriptomic datasets. The differences in ECM protein composition resulted in divergent 

mechanical  properties  on  a  macro‐  and  micro‐scale  that  are  tumor‐type  specific. 

Furthermore,  the  decellularized  tumor  ECM  was  employed  to  create  a  tumor‐specific 

hydrogel that supports patient‐derived tumor organoids, which provides a new avenue for 

personalized medicine  applications.  Taken  together,  this  study  contributes  to  a  better 

understanding of alterations  to composition, stiffness, and alignment of  the  tumor ECM 

that occur during liver cancer development. 
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Introduction 
The  extracellular matrix  (ECM)  is  a  highly  organized  complex  ensemble  of  cross‐linked 

structural  proteins  and  associated  (growth)  factors which  together  form  a  dynamically 

regulated  tissue  environment.  Dysregulations  of  ECM  dynamics  occur  during  tumor 

progression. Many tumors are associated with a distinct ECM signature, e.g. ECM stiffening 

and collagen fiber alignment, directing aspects of tumor behavior [1, 2]. Biochemical and 

biophysical  cues  from  the  ECM  are  crucial  in  instructing  cell  phenotype  and  tissue 

architecture in both healthy and diseased tissue. Understanding the complexity of ECM in 

diseased  tissue,  both  on  a mechanical  and  biochemical  level,  could  provide  important 

context  for  understanding  disease  progression,  identifying  potential  biomarkers,  and 

allowing for improved in vitro tumor tissue engineering through mimicking a more in vivo‐

like  environment  [3,  4].  Current  approaches  in  tissue  engineering  aim  to  faithfully 

recapitulate the ECM scaffolding and signaling, but only recently have studies been focused 

on  comprehensively  identifying  the  composition and biomechanics of native ECM  [5‐9]. 

Thus, in‐depth studies on the global protein constituents of cancer ECM and the associated 

changes  in network architecture and mechanics occurring during cancer progression are 

crucial [10].  

In  primary  liver  cancer  (PLC),  primarily  being  hepatocellular  carcinoma  (HCC)  and 

cholangiocarcinoma (CCA), ECM dysregulation plays a prominent role in multiple facets of 

tumor behavior, including initiation and progression [11, 12]. HCC often develops in already 

damaged environments containing  large areas of  inflammation and fibrosis, while CCA  is 

commonly characterized by significant desmoplasia, meaning the extensive  formation of 

connective  tissue  surrounding  the  tumor  [13,  14].  In  addition,  PLC  is  characterized  by 

unique histological features, a widely variable mutational  landscape, and high etiological 

and biological heterogeneity [15, 16]. This highly diverse behavior of PLC is a consequence 

of  the  complex  interactions  between malignant  cells  and  their microenvironment.  The 

result  is  a malignancy  with  dismal  prognosis,  being  the  third  leading  cause  of  cancer 

mortality worldwide [17, 18]. Uncovering the role of the extracellular environment in PLC is 

important to increase understanding of tumor behavior. 

Interestingly, decellularization techniques provide the possibility of isolating native, human 

ECM with preserved tissue architecture. These methods have been widely used  in tissue 

engineering  approaches  [19‐24].  The  ECM of  the non‐cancerous  liver has been  studied 

previously, which has identified important components for healthy liver tissue engineering 

applications  [25].  However,  applications  of  tissue  decellularization  within  liver  cancer 

research are  lacking, particularly  focused on  integrating biomechanical and biochemical 

data. Herein, we present the decellularization of liver tumors and adjacent liver tissues and 

extensively characterize the biochemical/proteomic and biomechanical properties of the 
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resulting  decellularized  scaffolds.  Integrating  biomechanical  characteristics,  both  on  a 

macro and micro‐scale, with protein composition data provides a global overview of the 

changes occurring in the ECM after development of HCC and CCA. Additionally, to showcase 

the use of decellularized matrix for tumor tissue engineering applications, a tumor‐derived 

hydrogel was made that supports the culture of patient‐derived tumor organoids. 
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Methods  

Tissue acquisition  
HCC (N=12) and CCA (N=12, intrahepatic CCA N=9, perihilar CCA N=3) tissue samples and 

non‐tumor adjacent samples were obtained from patients who underwent a curative‐intent 

surgical  resection or  liver  transplantation. Additional  information on  tumor  and patient 

characteristics  can  be  found  in  supplementary  table  1.  All  surgical  procedures  were 

performed  at  the  Erasmus MC  in  Rotterdam. Use  of  tissue  for  research  purposes was 

approved by the Medical Ethical Council of the Erasmus MC and written informed consent 

was given by all patients (MEC‐2013‐143, MEC‐2014‐060). Samples were confirmed to be 

tumor or non‐tumorous with histopathological assessment. All samples were initially stored 

at 4˚C in Belzer UW cold storage solution (UW, Bridge to Life) and processed at a later stage 

for decellularization.  

Decellularization procedure 
All tissues were washed with dH20 to remove traces of blood or debris. Subsequently, tissue 

samples underwent three freeze‐thaw cycles to disrupt cell membranes through formation 

of intra‐cellular ice crystals. All tissue samples, regardless of origin or method of retrieval, 

were decellularized with a solution consisting of 4% Triton‐X‐100 and 1% NH3  (hereafter 

referred  to as TX‐100  solution) and  subsequent DNAse  treatment. Tissue  samples were 

placed  in a beaker on a magnetic  stirrer  (1500 RPM) at  room  temperature  (RT). TX‐100 

solution was  replaced every 1 hour  for a  total of 10 cycles, and a subsequent overnight 

(O/N) cycle, which resulted in the tissues obtaining a translucent, white appearance. TX‐100 

solution was washed out of  the  tissue  samples with dH2O  for a minimum of 1h.  Lastly, 

tissues were incubated with DNAse solution (10mg/ml DNase type I (Sigma) in 154mM NaCl 

+ 100mM CaCl2 + 100mM MgCl2) for 3.5h at 37°C. Biopsy samples were taken before and 

after complete decellularization for the various analyses.  

DNA quantification  
DNA  extraction  from  tumor  and  non‐tumor  adjacent  tissue  samples,  before  and  after 

decellularization,  was  done  using  a  QIAamp  DNA  Mini  Kit  (Qiagen)  according  to 

manufacturer’s  instructions.  Subsequently,  total  DNA  content  was  measured  using  a 

NanoDrop spectrophotometer (Thermo Fisher Scientific). 

Collagen and sulfated glycosaminoglycan quantification  
The total collagen content was measured using a total collagen kit (QuickZyme biosciences) 

according  to manufacturer's  protocol.  Absorbance was measured  at  570  nm  using  an 

infinite M nano plate  reader  (Tecan). Sulfated glycosaminoglycan  (sGAG) was measured 

using  a  GAG  assay  kit  (Biocolor)  according  to manufacturer's  protocol.  Samples  were 
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digested at 65°C with Papain (10 mg/ml, Sigma) for 8 h. Absorbance was measured at 680 

nm using a Model 680 XR Microplate Reader (Bio‐Rad). 

Proteomic sample preparation  
100 µL 50 mM Tris‐HCl (pH 8.0) was added to the decellularized ECM scaffolds and snap 

frozen in liquid nitrogen, followed by homogenizing using a dismembrator. The sample was 

heated in a thermomixer for 5 min at 95 °C. 90 µL 50 mM Tris‐HCl and 5 µL 100 mM of 1,4‐

Dithiothreitol  (DTT)  were  added  and  the  sample  was  incubated  at  50  °C  for  60 min. 

Subsequently, 5 µL 200 mM of 2‐Chloroacetamide (CAA) was added and the sample was 

incubated at RT for 30 min. Then, 100 µL 50 mM Tris‐HCl and 10 µL PNGase F (500 units/mL) 

was added and the samples were further incubated at 37 °C for 4 h, followed by 5 min at 

95  °C.  Finally,  25  µL  Sodium  Deoxycholate  (SDC)  and  trypsin  was  added  (1:100, 

trypsin:protein) and incubated in a thermomixer O/N at 30 °C and 1100 RPM. The next day, 

25 µL 10 % trifluoroacetic acid (TFA) was added to the sample, followed by 2X washes with 

ethylacetate:  300  µL  ethylacetate  (H2O  saturated) was  added,  the mixture was mixed 

vigorously and  then centrifuged  for 2 min at 5,000  rpm. The upper  layer was  removed, 

followed by 45 min in the speedvac to evaporate the solvent and reduce the sample volume. 

The  protein  digest was  desalted  using  C18  stage  tips.  This was  repeated  for  the  flow 

through. The stage tip was then washed with 100 µL 0.1 % TFA, centrifuged for 10 min at 

2,000 rpm, followed by 2X elution of the peptides with 75 µL 50 % acetonitrile (AcN) and 

centrifugation  for  8 min  at  2,000  rpm. Next,  peptides were  dried  in  the  speedvac  and 

reconstituted  in 25 µL 2 % AcN, 0.5 % formic acid (FA). Nanoflow  liquid chromatography 

tandem mass spectrometry  (nLC‐MS/MS) was performed on an EASY‐nLC coupled  to an 

Orbitrap Fusion Lumos Tribrid mass spectrometer  (Thermo), operating  in positive mode. 

Peptides were separated on a ReproSil‐C18 reversed‐phase column (Dr Maisch; 15 cm × 50 

μm) using a linear gradient of 0–80% acetonitrile (in 0.1% formic acid) during 90 min at a 

rate of 200 nl/min. The elution was directly sprayed into the electrospray ionization (ESI) 

source  of  the  mass  spectrometer.  Spectra  were  acquired  in  continuum  mode; 

fragmentation of the peptides was performed in data‐dependent mode by HCD.  

Proteomic data processing 
Raw mass spectrometry data were analyzed using the Proteome Discoverer 2.3 software 

suite (ThermoFisher Scientific). The Mascot search algorithm (version 2.3.2, MatrixScience) 

was  used  for  searching  against  the  Uniprot  database  (taxonomy:  Homo  sapiens).  The 

peptide tolerance was typically set to 10 ppm and the fragment ion tolerance was set to 0.8 

Da.  A  maximum  number  of  2  missed  cleavages  by  trypsin  were  allowed  and 

carbamidomethylated  cysteine  and  oxidized methionine were  set  as  fixed  and  variable 

modifications, respectively. Typical contaminants were omitted from the output tables.  
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Proteomic data analysis  
To identify and categorize the detected proteins that are related to the extracellular matrix, 

the  dataset  was  compared  to  and  filtered  with  the  MatrisomeDB  database  [26]. 

MatrisomeDB uses domain‐based organization of matrisome‐related proteins to obtain a 

complete collection of ECM proteomic data. Proteins identified are subdivided into ECM‐

affiliated  proteins,  secreted  factors,  collagens,  ECM  regulators,  ECM  glycoproteins,  and 

proteoglycans. The identified matrisome proteins were further classified into 3 categories: 

a core ensemble of proteins, differentially expressed (DE) proteins, and exclusive proteins. 

The core ensemble of proteins consist of proteins that are present  in all replicates of all 

conditions. Proteins are differentially expressed if the adjusted p‐val is >0.05. Proteins are 

identified as ‘exclusive’ if they are present in samples of one condition, while absent in all 

replicates of another condition. To note, the difference between DE proteins and exclusive 

proteins  is  likely due to the sensitivity of mass spectrometry. Therefore, DE proteins and 

exclusive proteins were combined  to apply enrichment analysis using  the  fgsea  (version 

1.16.0) R package. To compare the proteomic data to global RNA expression, the TCGA data 

portal was used to determine DE genes between two conditions (CCA vs CCA‐ADJ (N=36 

cancer samples, N=9 normal samples) and HCC vs HCC‐ADJ (N=373 cancer samples, N=50 

normal samples) as previously described [27]. Benjami and Hochberg (BH) method was used 

to calculate the False Discovery Rate (FDR). For the comparison between CCA and HCC, gene 

expression profiles were obtained  from  the GEO database  (GSE15765) which  contained 

both CCA and HCC samples (CCA N=13, HCC N=70). DE genes were obtained by using the 

GEO2R online tool (www.ncbi.nlm.nih.gov/geo/geo2r/) [28].  

Histological and immunohistochemical staining  
HCC, CCA, and non‐tumor adjacent samples before and after decellularization were fixed in 

4% paraformaldehyde (PFA, Fresenius Kabi). The samples were subsequently embedded in 

paraffin,  cut  into  4  μm  sections  and  processed  for  routine  histomorphological  stains: 

Hematoxylin‐Eosin (H&E), PicroSirius Red (PSR), Gomori’s silver impregnation (GOM), and 

4′,6‐diamidino‐2‐phenylindole (DAPI, Vectashield, Vectorlabs). Stained slides were imaged 

with a Zeiss Axioskop 20 microscope and captured with a Nikon DS‐U1 camera, with the 

exception of DAPI which was analyzed using EVOS microscope (Thermofisher).  

Second Harmonic Generation imaging and analysis  
To visualize collagen bundles, Second Harmonic Generation (SHG) was used [29]. In short, 

a Leica water dipping  lens (20x) with numerical aperture of 1.00 was used to deliver the 

excitation  signal  and  to  collect  the  emission  signal.  The  fluorescence  of  collagen  was 

collected using 880 nm excitation. Averaging was performed over 4 lines for SHG to reduce 

the effect of background noise. Total Collagen fibers were identified from SHG images of 

the  decellularized  ECM  scaffolds  using  the  ct‐FIRE  software  package 
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(http://loci.wisc.edu/software/ctFIRE, v.2.0b). Further analysis of fiber to fiber orientation 

was  completed  using  CurveAlign  (http://loci.wisc.edu/software/curvealign,  v.4.0b).  For 

each sample (N=3 per condition), at least 2 non overlapping microscopic fields at 20× were 

acquired and analyzed with the software packages. 

Hydrogel preparation procedure 
Tumor  ECM  hydrogel  (TECMgel) was  prepared  from  CCA  decellularized  scaffolds  (N=3 

patients) by cutting the ECM into thin discs (200 μm thickness) using a cryotome (Leica) at 

‐15  °C.  TECMgel was  created  according  to  our  previously  published  protocol  [30].  The 

decellularized  ECM  was  frozen  at  −20°C  and  freeze‐dried  using  a  lyophilizer  (Zirbus 

Technology  Sublimator  400)  for  72  hours.  The  freeze‐dried  decellularized  ECM  was 

pulverized  using  a  Retsch  ZM200  knife  mill  with  a  <250  μm  sieve. 

The obtained powder was digested over a period of 72h at RT with a concentration of 40 

mg/ml in 10% (w/w) pepsin (3,200‐4,500U/mg, Sigma) in 0.5 M Acetic Acid. Next, 5M NaOH, 

10% (v/v) 10x PBS, and 10% (v/v) Advanced DMEM was added while the mixture was cooled 

on  ice. The pH was adjusted  to be between 7.4‐7.6 with 1 M NaOH or 1 M HCL. Small 

aliquots were taken to confirm the desired pH with an electronic pH meter (VWR symphony 

SB70P). The obtained solutions were spun down at 1811g  for 30 min at 4 °C  in order to 

remove undigested debris. 25µl droplets of the pre‐gel solution were placed in a well‐plate 

and incubated for 30 minutes at 37°C for 60 minutes. After confirmation of gelation of the 

droplets,  the  remained  of  the  pre‐gel  solutions  were  pooled  and  stored  at  6  mg/ml 

concentration at −20 °C. 

Rheology  
A rotational rheometer (MCR 501; Anton Paar, Graz, Austria) with a stainless steel parallel 

plate geometry with a diameter of 20 mm was used in oscillatory mode to determine the 

storage (G') and loss (G”) moduli. Both decellularized scaffolds and hydrogel samples were 

measured. For the decellularized scaffolds, scaffolds were placed on the bottom plate, after 

which the top plate was lowered to a gap height of 0.5 mm. First, the surface contact point 

was determined through a linear compressive ramp from a gap of 0.5 mm to a gap of 0.1 

mm with the normal stress measured every 5 seconds and 0.1 mm / 20 points decrease, 

which was stopped upon 5 subsequent increases in normal force (N), signifying that contact 

was made with the scaffold. Next, a linear oscillatory shear test was performed (shear strain 

amplitude of 0.5%, oscillation  frequency 0.5 Hz)  to measure  the  storage and  loss  shear 

moduli.  The  sample  was  then  compressed  to  10%  compressive  strain  and  the  time‐

dependent response of  the normal  force was measured  for a  fixed duration while again 

measuring storage and  loss moduli to obtain the steady‐state normal stress. In total, the 

sample was compressed 5 times in steps of 10% compressive strain, measuring the material 

properties at each compression step. Analysis of normal stress and shear storage modulus 
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data was performed through fitting a single‐exponential decay model to the data obtained. 

The  data  was  corrected  for  the  size  of  each  sample  and  increase  in  size  after  each 

compression step (i.e., at 30% compression the nominal stress values were corrected by 

dividing by 1/(1‐0.3), the storage modulus values at this compression level were divided by 

1/(1‐0.3)^2). An estimate of the Young’s modulus (E) was determined over the whole range 

of compressive strains by fitting a linear curve to the values obtained at each compressive 

strain  (0,  10,  20,  30,  40,  50%  compression).  See  supplemental  figure  8  for  additional 

information on protocol and analysis method. For the hydrogel samples (both TECMgel and 

BME), cooled pre‐gel samples (50 μl) were pipetted on the bottom plate, which was cooled 

to 10°C. The test geometry was lowered to a gap height of 1 mm and excess hydrogel was 

discarded. The temperature was increased to 37 °C at a rate of 1 degree every 30 seconds, 

with measurements  taken every second  to determine gelation. Subsequently,  frequency 

sweeps (f: 0.01–10 Hz, Slope: 10 pt./decade) and shear stress ramps (were performed by 

increasing the shear stress from 0.01 Pa to 1000 Pa with 10 points per decade. Each point 

was taken after 5 s of applied stress to allow the sample to reach a steady state. Lastly, the 

recovery of  the material  after being  subject  to high  stress was measured with  a  single 

frequency oscillation (1 Hz) at a shear strain amplitude of 0.5%. The recovery was monitored 

by measuring one point every 5 s over the course of 15 minutes. 

Nanoindentation measurements and analysis  
The effective Young's modulus was measured using a Chiaro Nanoindenter (Optics11 Life). 

For hydrogel measurements, 200 μl of cold pre‐gel droplets were pipetted into 35 mm petri 

dishes and allowed to solidify at 37 °C for 1 h. For decellularized tissue, scaffolds were glued 

inside a 35mm petri dish using NOA61 (Norland). The probe used had a stiffness of 0.027 

N/m and a spherical tip with a radius of 3 μm. Measurements were performed submerged 

in  PBS.  Indentations were made with  a  loading  rate  of  2  μm/s.  The  effective  Young's 

modulus was calculated using the Hertzian contact model by the Optics 11 Life data viewer 

software  (version  2)  [31].  Indentations  for  each  sample  were  performed  at  locations 

separated by 100  μm  in 3  x 3 and 10  x 10  square matrices  for hydrogels and  scaffolds 

respectively.  Measurements  without  a  distinct  contact  point  or  with  an  otherwise 

unreliable model fit (less than 0.9 R2) were regarded as outliers and discarded from further 

analysis. 

Cell culture  
HEPG2 cells were cultured in DMEM (Gibco) supplemented with 10% fetal calf serum (FCS, 

Sigma) and 1% (100U/ml) penicillin/streptomycin (PS, Gibco). TFK‐1 cells were cultured in 

RPMI 1640 supplemented with 10% FCS and 1% PS. HEPG2 cells were split approximately 

every 3‐6 days 1:2‐1:4 using trypsin, TFK‐1 cells were split approximately every 3‐5 days 1:3‐
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:1:5.  For  experiments,  cells were mixed with  TECMgel  or  basement membrane  extract 

(BME) at a concentration of 100,000 cells/well in a 24‐well plate.  

Organoid culture  
Organoid  initiation was  performed  as  previously  described  [4].  In  short,  biopsies were 

minced and digested in 2.5 mg/ml collagenase type A (Sigma) for 30‐120 min at 37°C. The 

duration of digestion depended on the amount of desmoplasia and/or fibrosis present in 

the  biopsy.  Digestion  was  continued  until  no  visible  pieces  of  tissue  remained. 

Subsequently, the cell suspension was strained (100 µm cell strainer) and washed in cold 

Advanced DMEM. After centrifugation (453g, 5 min, 4°C ), the cell pellet was suspended in 

basement membrane extract (BME, Cultrex). The mixture of cells and BME was plated  in 

droplets in 24‐ or 48‐well suspension culture plates (Greiner). BME was allowed to solidify 

at 37°C  for 30–45 min before addition of startup medium  (SEM, Table S2). Medium was 

refreshed  every  3  to 4 days. After  the  first passaging,  SEM was  replaced by  expansion 

medium (EM, Table S3). Organoids were passaged in 1:3 to 1:6 ratios approximately every 

7  days  depending  on  their  rate  of  proliferation.  Passaging was  done with mechanical 

dissociation  of  organoid  fragments  and  BME  and  subsequent  re‐plating  of  organoid 

fragments in TECMgel or BME.  

Live/Dead staining 
Samples were incubated in the corresponding medium for each cell line supplemented with 

100 µg/ml Hoechst 33342, 12.5 µg/ml propidium  iodide (PI, Sigma‐Aldrich), 1 µM calcein 

acetoxymethyl ester (Calcein AM, Thermo Fisher Scientific) for 30 minutes at 37 °C in the 

dark. Images were captured with an EVOS fluorescent microscope. 

Immunocytochemical staining  
To  evaluate  localization  of  actin  filaments,  immunofluorescent  staining was  performed 

combined with whole mount confocal microscopy. All samples were fixed for 20 minutes 

using 4% PFA and permeabilized with 0.1% Triton X‐100 diluted  in PBS  for 30 minutes. 

Subsequently,  samples were  exposed  to  5%  BSA  diluted  in  PBS  to  prevent  nonspecific 

antibody  binding.  Cytoskeletal  staining with  Phalloidin  Alexa  Fluor™  488  (4:200,  Fisher 

Scientific) was incubator for 1h and nuclear staining with DAPI was incubated for 30 minutes 

at RT before imaging with a Leica 20X (NA 1.0) water dipping lens on a Leica DM6000 CFS 

microscope with a LEICA TCS SP5 II confocal system. 

Cell proliferation measurements 
Cell  viability was measured  using  CellTiter‐Glo  (Promega)  according  to manufacturer’s 

instructions.  
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Statistical analysis 
All  statistical  analyses  were  conducted  using  GraphPad  Prism  (version  8,  GraphPad 

Software) or R (version 4.0.3, R Core Team). Qualitative data were analyzed with the χ2 or 

Fisher  exacts  tests  and  were  presented  with  numbers  and  percentages.  Continuous 

variables were  tested using a Mann‐Whitney‐U  test and presented graphically as means 

with standard deviation or standard error of mean. Multi‐variate analysis was done with 2‐

way ANOVA with multiple  comparison  testing  for  different  time  points  and  Bonferroni 

correction. If alternative statistical analysis was used, a description of the method and test 

results was noted. In all tests, a p value of <0.05 is considered significant. 

   



Chapter 7 

178 

Results  

Decellularization of liver cancer tissue for isolation of extracellular matrix 

scaffolds  
Tissue specimens from both liver cancer and adjacent tumor‐free liver tissue were obtained 

through  surgical  resection or  transplantation procedures  (Table S1). Decellularization of 

small tumor and adjacent biopsies was optimized in regards to method and duration (Fig. 

1A,  Fig  S1).  To  confirm  the  retention  of  the  extracellular  matrix  (ECM)  after 

decellularization, histological sections were stained with hematoxylin & eosin (H&E) (Fig. 

1B). The organotypic and tumor‐specific morphology of the ECM remained unchanged upon 

decellularization. For example, decellularized CCA tissue displayed a characteristic dense 

ECM  surrounding  the  tumor  cells, which was  retained after decellularization, while  this 

phenomenon  was  absent  in  CCA  adjacent  (“‐ADJ”)  tissue.  DAPI  staining  confirmed 

successful removal of cell nuclei and DNA remnants (Fig. 1C). Quantitative analysis of DNA 

content confirmed successful decellularization of CCA, CCA‐ADJ, HCC, and HCC‐ADJ tissue 

through a decrease in DNA content in all biological replicates, equaling an average reduction 

by 97.7%, 98.9%, 99.1%, and 98.6%, respectively (Fig. 1D). These values adhere to the well‐

known criteria for decellularization of <50 ng DNA/mg wet tissue [19]. Quantitative analysis 

of collagen showed a high  level of retention  in all conditions, ranging from a 1.9 to 5.2x 

increase  in  relative concentration compared  to  the original  tissue  (Fig. 1E). To note,  the 

apparent increase in amount of collagen that is present after decellularization, is primarily 

due  to  removing  the  (weight of  the) cells,  thus  shifting  the  total  relative concentration. 

Sulfated glycosaminoglycans  (sGAG), which are  important regulators of  tumor processes 

such  as  angiogenesis,  invasion,  and  metastasis  [32,  33],  are  also  retained  after 

decellularization,  although  with  a  lower  concentration  ranging  from  0.34x  to  0.60x 

compared  to  the  original  tissue  (similar  to  collagen,  the  removal  of  cellular  weight 

influences the relative concentration). Consolidating these  findings, the ratio of sGAG to 

collagen showed significant differences between conditions, particularly in case of HCC, and 

this difference was maintained after decellularization (Fig. S2). This suggests maintenance 

of  tumor‐specific  sGAGs,  particularly  considering  that  PLC  is  related  to  changes  in 

composition  of  sGAGs  [34,  35].  In  summary,  decellularization  of  liver  cancer  biopsies 

resulted  in  the  successful  production  of  acellular  scaffolds,  which  preserve  relevant 

components of the ECM.  

Proteomic characterization of decellularized scaffolds reveals diverse 

abundance of ECM‐related proteins  
To get a deeper understanding of  the ECM proteins  that are present  in  the  tumor and 

tumor‐free adjacent liver scaffolds, mass spectrometry based proteomics was employed  
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Fig. 1 Extracellular matrix obtained by decellularization of primary liver cancer tumor and adjacent 

liver  tissue.(A)  Schematic  representation  of  the  decellularization  procedure  and  analysis  of  the 

obtained  isolated  extracellular matrix  (ECM).(B)  Representative  hematoxylin &  eosin  stainings  of 

tumor and adjacent tissue before (T=0) and after (T=Decell) decellularization indicates removal of cell 

nuclei and maintenance of ECM structure. Scale bar indicates 200 µm. * Indicates dysplastic/fibrotic 

areas as determined by pathological assessment.(C) DAPI staining of tumor and adjacent tissue before 

and after decellularization shows absence of nuclear material in all decellularized tissues. The faintly 

visible blue color in all decellularization conditions is derived from the auto fluorescence of the tissues. 

Scale  bar  indicates  100  µm.  (D)  Quantitative  DNA  content  analysis  of  tissue  before  and  after 

decellularization  shows  a  significant  decrease  in DNA  content  in  all  conditions  present  (N=6  per 

condition),  confirming  successful  decellularization.  (E)  Total  collagen  content  before  and  after 

decellularization,  showing  a  clear  retention  of  collagen  in  all  samples  (N=5  per  condition)  after 
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decellularization. (F) Sulfated glycosaminoglycan (sGAG) content before and after decellularization, 

showing retention in all samples (N=5 per condition) though with an overall decrease compared to 

the original tissue. A two‐way ANOVA with Sidak’s multiple comparisons test was used for statistical 

analysis of DNA content. * indicates p‐value < 0.05, ** indicates p‐value < 0.01, *** indicates p‐value 

< 0.001, **** indicates p‐value < 0.0001. 

(Fig. 2A). Subsequently, proteins were sub‐divided into categories according to matrisome 

classification standards [8, 26]. This classification divides proteins into core matrisome or 

matrisome‐associated.  The  core  matrisome  forms  the  architecture  of  the  ECM  and 

comprises of collagens (this includes trans‐membrane collagen types), ECM glycoproteins 

(i.e.  fibronectins,  laminins,  tenascins,  fibrillins,  etc),  and proteoglycans.  The matrisome‐

associated  proteins  can  also  be  further  divided  into  ECM‐affiliated  proteins  (proteins 

structurally related to the ECM such as mucins, lectins, and syndecans), ECM regulators (this 

encompasses  cross‐linkers, modifying  enzymes, proteases  and protease  inhibitors),  and 

secreted  factors  (secreted  proteins  that  can  bind  to  the  ECM, most  commonly  growth 

factors such as TGF‐beta, BMP, Wnt). This classification is not infallible, e.g. secreted factors 

also includes growth factors that are currently not proven to be associated with ECM, but 

it  does  provide  a  framework  for  further  modifications  based  on  future  findings  [8]. 

Proteomic analysis of decellularized CCA and HCC led to the detection and identification of 

numerous  unique  proteins,  including  core  matrisome  and  more  lowly‐abundant 

matrisome‐associated proteins. In particular, core constituents of the matrisome, collagens 

and glycoproteins, were well‐represented in both the number of unique proteins and their 

abundances, which are based on the summed tryptic peptide  intensities (Fig. 2B, Fig S3). 

However,  matrisome‐associated  components  were  also  detected,  albeit  with  lower 

abundance, showing the suitability of the employed method to detect a wide range of ECM‐

related proteins (Fig. 2C).  

To  validate  our  dataset,  a  comparison  was  made  to  proteins  that  have  been  found 

upregulated in liver tissue according to the human protein atlas [36]. This showed extensive 

overlap with highly abundant proteins  identified  in  the decellularized  samples  (Fig. S4), 

which  demonstrates  the  capability  of  the mass  spectrometry  preparation methods  in 

combination  with  decellularization  in  retaining  the  complex  assembly  of  extracellular 

matrix proteins. This deep proteomic coverage may provide better understanding of lesser 

represented but important components of the human liver cancer matrisome. We further 

validated  this  dataset  through  comparison  with  a  previously  published  healthy  liver 

matrisome profile in which 140 native human liver matrisome proteins were identified [25]. 

Of these 140 proteins, 96.4% overlapped with our dataset, with only 5 proteins (COL17A1, 

LAMA1,  PALPN,  LGSALS9B,  MUC5B)  absent  in  our  samples  (Supplementary  file  1). 

Importantly, we identified an additional 70 proteins that were present in all conditions and 

all biological replicates, thus adding to the overall knowledge on the global  liver (cancer) 
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matrisome profile (Fig. 2D). Next, we sought to determine the differences between tumor 

and  adjacent  ECM  composition.  Globally,  Principal  Component  Analysis  revealed 

differences  in protein  abundance  through  a  division between HCC  and  CCA  tumor  and 

adjacent samples, with the exception of a cirrhotic HCC‐ADJ scaffold (Fig. 2E).  
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Fig. 2 Analysis of ECM proteome derived from decellularized  liver tumor and adjacent tissue. (A) 

Schematic  overview  of  the  procedure  used  for  the  identification  of  ECM  proteins  with  mass 

spectrometry. Three different variants of trypsin digestion were used to extract the proteins from the 

decellularized scaffolds. Proteins were included in the core ensemble if no significant difference was 

observed between conditions, and identified as DE if there was a significant difference (adj. p‐value < 

0.05). If a protein was present in the samples of one condition and absent in all samples of another 

condition it was classified as exclusive. (B) Average intensity of the top 20 most abundant ECM‐related 

proteins. The most abundant proteins primarily consist of collagens. Black dots represent individual 

data points  (N=18).(C) Heatmap visualizing  the relative abundance  (z‐score, color bar) of different 

ECM proteins  in each  sample  (CCA, HCC, CCA‐ADJ, HCC‐ADJ) highlighting  the diversity of proteins 

identified. A multitude of proteins were observed in all categories, with relative high global similarity 

between samples. (D) Ensemble of ECM‐related proteins present in all samples, separated based on 

sub‐categories as defined by MatrisomeDB. Only proteins that are present in all replicates (N=18) are 

included  in  the ensemble.  (E) Scatter plot based on principal component analysis  (PCA) displays a 

global separation between tumor and adjacent ECM samples in regards to ECM protein abundance. 

A  division  between  tumor  and  adjacent  ECM  can  be  seen,  with  one  cirrhotic  HCC‐ADJ  sample 

clustering  within  the  tumor  samples  as  an  exception.  (F)  Volcano  plot  containing  differentially 

expressed (DE) proteins and exclusively identified proteins comparing tumor (HCC and CCA combined, 

N=9) and adjacent tissue (N=9). The top left and right dots represent the exclusively identified proteins 

in  either  setting,  with  the  number  representing  the  amount  of  different  proteins  identified. 

Differential expression was defined as an adjusted p‐value of <0.05. 

To  dive  further  into  the  differences  between  tumor  and  adjacent matrisome  profiles, 

protein expression was analyzed through differential expression (DE) and identification of 

exclusive  proteins.  We  identified  a  multitude  of  matrisome‐related  proteins  that  are 

affected by the development of liver cancer (Supplementary File 2). In total, comparing liver 

tumor  (N=9) and adjacent decellularized ECM  (N=9), we  found 21 differences  in protein 

abundance (Fig. 2F). Amongst these, ECM protein 2 (ECM2), which is a regulator of assembly 

and deposition of ECM [37], is overexpressed in tumor and was previously identified as a 

tumor progression marker  in HCC [38]. Other proteins, such as MATN3, KITLG, and PPBP 

have previously been reported to be overexpressed in other tumors [39‐42]. These findings 

suggest that MATN3, KITKG, and PPBP might play a role in PLC as well. In contrast, RSPO3 

was found to be significantly enriched in adjacent decellularized liver tissue and previously 

found to be significantly decreased in prostate cancer [43]. Furthermore, together with the 

overabundance of WNT2 in adjacent tissue, this hints at the importance of the Wnt pathway 

in maintaining a non‐tumor environment. This coincides with the notion that dysregulation 

of Wnt signaling leads to the development of various cancers [44, 45]. 

Tumor‐specific ECM remodeling for HCC and CCA 
To  address  potential  tumor‐specific  differences,  patient‐paired  analysis  of  tumor  and 

adjacent ECM was performed for both HCC and CCA. Significant differences in ECM‐related 

compositional  changes were  found when  comparing  CCA  and  HCC  to  their  respective 
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adjacent ECM  (Fig. 3A, B), as well as when comparing CCA  to HCC  tumor ECM  (Fig. 3C). 

Overlap with the global tumor scaffold matrisome profile (Fig. 2F) was found for both tumor 

types, but CCA had an additional 22/33 (66.7%) ECM proteins that are significantly changed, 

compared to 16/27 (59.3%) for HCC. The largest number of differences were found when 

comparing tumor‐types (total 52 proteins). The comparison between HCC and CCA tumor 

tissue  is  not  a  patient‐paired  analysis,  thus  automatically  containing more  patient‐to‐

patient heterogeneity within the samples. To note, serpins  (mostly SERPINB5, SERPINE1, 

SERPIND1, SERPINA10), a superfamily of proteins with multiple roles in cancer, particularly 

related to proteolysis [46], are prominently affected when comparing CCA and HCC ECM. 

This suggests a  tumor‐type specific  role  for  these proteases  in  the development of  liver 

cancer.  

To evaluate further whether this approach adds novel insights into liver cancer biology, we 

integrated and compared the data with publically available TCGA RNA sequencing datasets 

for CCA, HCC, and adjacent tissues (see Methods). Each comparison displayed some level of 

overlap with DE genes from the RNA sequencing datasets (CCA vs CCA‐ADJ 58.8%, HCC vs 

HCC‐ADJ 84.4%, HCC vs CCA 53.8%)  (Fig. 3D‐F, Supplementary  file 3). On top of that, 43 

additional proteins were discovered to be differentially regulated in the context of HCC and 

CCA. This shows the increased sensitivity of decellularization combined with protein level 

analysis compared to  large RNA sequencing datasets to discover changes  in ECM‐related 

proteins. Elaborating on this, enrichment analysis was performed to relate changes found 

in  the  identified  proteins  to  the  expression  of  functionally  related  pathways  (Fig.  3G‐I, 

Supplementary file 4). Specifically, comparison of CCA and CCA‐ADJ showed that CCA had 

an  increased  abundance  of  ECM  regulators,  while  the  adjacent  ECM  contained more 

secreted  factors  (Fig.  3G).  Interestingly,  proteins  associated  with  collagen  fibril 

organization, known to play a vital role in metastasis and clinical outcome in multiple cancer 

types, were enriched in CCA [47]. This indicates that fibrillary organization is a focal point 

of tumor ECM remodeling, rather than purely changes in collagen composition. This is also 

highlighted  by  the  absence  of  significant  differences  in  collagen  abundance  (Fig.  S5). 

Comparing HCC to HCC‐ADJ resulted in less distinct features as seen by limited enrichment 

of  functional  pathways  (Fig.  3H).  Additionally,  comparing  HCC  and  CCA  unveiled  an 

important role for proteolysis regulation in CCA, relating back to the large amount of serpins 

significantly enriched (Fig. 3C, Fig. 3I). Furthermore, the expression levels amongst all the 

different conditions (CCA, CCA‐ADJ, HCC, HCC‐ADJ) were compared to select individual ECM 

proteins that exhibited high abundance or that showed significant changes  in expression 

(Fig. 3J). This analysis revealed four primary expression patterns. A total of 8 ECM‐related 

proteins are differentially expressed regardless of tumor type (e.g. COCH, ECM2, BMPER), 

while 44 proteins exhibit tumor‐type‐specific expression patterns compared to the adjacent 

ECM  (e.g.  LUM,  POSTN,  CSTB,  MMP9).  Moreover,  26  proteins  showed  a  change  in 
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expression  only  when  comparing  the  two  tumor‐types  (e.g.  COL5A3, MMP7,  OGN).  A 

multitude of proteins, containing an over‐representation of collagens, showed similar  
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Fig. 3. Tumor‐specific differences in ECM proteome and associated pathways. (A, B, C) Volcano plot 

containing differentially expressed  (DE) proteins and exclusively  identified proteins  comparing  (A) 

CCA‐ADJ and CCA, (B) HCC‐ADJ and HCC, and (C) HCC and CCA. The top left and right dot represent 

the exclusively  identified proteins  in either  setting, with  the number  representing  the amount of 

different  proteins  identified.  (D,  E,  F)  Bar  chart  displaying  unique  DE  proteins  only  detected  by 

decellularization proteomics (proteome only) versus DE genes detected both on RNA and protein level 

(both transcriptome and proteome). The DE genes were obtained from public bulk RNA sequencing 

datasets and DE proteins as determined via mass spectrometry of our decellularized samples for (D) 

CCA and CCA‐ADJ, (E) HCC and HCC‐ADJ, (F) HCC and CCA. See File S3 for all DE genes identified in the 

RNA sequencing datasets. (G, H, I) Enrichment analysis of selected biological processes and pathways 

for protein abundance differences (exclusive + DE) comparing (G) CCA and CCA‐ADJ, (H) HCC and HCC‐

ADJ, (I) HCC and CCA. (J) Box plots showing abundance levels of proteins representative for the four 

main groups of expression patterns  found when  comparing  the different decellularized  scaffolds. 

Black dots represent individual data points. All box plots indicate mean (center line) and min and max 

value (bound of box). Significance level is marked with an asterisk (*=p value < 0.05).  

abundance across all  conditions  (e.g. COL1A1, COL3A1, PODN, COL15A1). The  complete 

protein list can be found in supplementary file 3. In all, these data suggest that the global 

structure  as  defined  by  specific  collagens  present  is  not  heavily  affected  during  tumor 

progression  in  the  liver,  regardless  of  tumor  type.  Rather,  the  matrisome‐associated 

proteins of the extracellular matrix play a vital role in the remodeling of ECM composition 

during the development of liver cancer.  

Decellularization preserves tumor‐specific differences in collagen 

composition.  
To confirm the trends in core ECM protein expression, immunostainings were performed 

to  visualize  the  global  collagen  presence.  PicroSirius  Red  (PSR)  staining  confirmed  and 

validated  the global abundance of  collagens  in all groups, which  is  clearly  retained and 

preserved after decellularization (Fig. 2B, Fig. 4A, B). Furthermore, an increase in total PSR 

staining  in CCA compared  to CCA‐ADJ  is visible  (Fig. 4A). Similar  results are  found when 

comparing total collagen intensity by mass spectrometry, with a 2.0x higher total collagen 

intensity in the combined abundance of collagens in CCA compared to CCA‐ADJ, while HCC 

only showed a 1.2x higher total collagen intensity compared to HCC‐ADJ. Collagen type 1 is 

highly expressed in all conditions (Fig. 4B, Fig. S6A), with more diffuse expression of collagen 

type 3 (Fig. 4C). No clear qualitative differences in relative amounts are visible, validating 

the  mass  spectrometry  results.  It  is  well  known  that  tumor  progression  is  often 

accompanied by collagen fiber reorganization [48, 49]. To visualize the overall structure of 

collagen fibers, Second Harmonic Generation (SHG) was used (Fig. 4D). Through application 

of software packages CT Fire and CurveAlign fiber length and collagen alignment could be 

measured, respectively [50, 51] (Fig. S7). In both tumor types the length of collagen fibers 

was significantly longer compared to their adjacent counterparts (mean ± SEM CCA vs CCA‐



Chapter 7 

186 

ADJ 39.4±.32 vs 37.0±.42, p<0.001, HCC vs HCC‐ADJ 40.8±.42 vs 37.3±.39, p<0.001, Fig. S8). 

Interestingly, CCA showed a significantly higher alignment coefficient compared to CCA‐ADJ 

(mean ± SD CCA vs CCA‐ADJ 0.47±.08 vs 0.33±.1, p=0.04), which was not present when 

comparing HCC and HCC‐ADJ (Fig. 4F).  
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Fig. 4. Preserved topology and alignment of collagens in decellularized liver tumor scaffolds. (A) PSR 

staining before (T=0) and after (T=decell) decellularization displays clear retention of collagen after 

the decellularization procedure  in all conditions. (B, C) Collagen type 1 (C) and collagen type III (D) 

after  decellularization  shows  presence  and  retention  of  both  types,  COL1  and  COL3,  of  fibrillary 

collagen.  (D) Representative second harmonic generation  (SHG) confocal  images of collagen  fibers 

indicates differences in alignment patterns. (E) Histogram showing the relative alignment of collagen 

fibers for each sample. CCA tissue is significantly more aligned compared to its corresponding adjacent 

tissue. Coefficient of alignment, here represented by the directionality  index, represents the range 

from  completely  isotropic  (0.0)  to  completely  aligned  (1.0).  The  red  dotted  line  represents  the 

directionality index of healthy liver tissue. All scale bars indicate 250 µm. * indicates a p‐value < 0.05.  

Inter‐ and intra‐tumor heterogeneity in mechanical properties of liver 

cancer ECM  
Next, we sought to determine if the observed differences in ECM composition and collagen 

alignment  resulted  in  different  biomechanical  properties  of  liver  cancer  decellularized 

scaffolds  through  macro‐  and  micro‐scale  measurements.  For  this,  rheology  and 

nanoindentation were employed, respectively. Rheological properties of the decellularized 

scaffolds were assessed using a parallel plate geometry at various compression levels (Fig. 

S9). All conditions showed an  increase  in shear storage modulus  (Fig. 5A, B) and normal 

stress (Fig. 5C, D) in response to increased compression, which recovered back towards the 

original levels after de‐compression. For CCA samples, the shear storage modulus ranged 

from 45 Pa at zero compression to 266 Pa at 50% compressive strain, while CCA‐ADJ ranged 

from 4.6 to 81 Pa at the same compression  levels. CCA was thus significantly stiffer than 

CCA‐ADJ  (G’  values  paired  at  each  compression  level  t‐test,  t=5.981,  p=0.0004).  This 

difference was absent when comparing HCC, ranging from 30 Pa at zero compression to 178 

Pa  at  50%  compressive  strain,  to HCC‐ADJ,  ranging  from  34  Pa  to  165  Pa  at  the  same 

compression  levels  (paired  at  each  compression  level  t‐test,  t=1.205, p=0.26). A  similar 

difference  was  observed  when  comparing  maximum  normal  stress  in  response  to 

compression, with CCA being stiffer  in compression than CCA‐ADJ (CCA 1085±1360 Pa vs 

CCA‐ADJ 471±539 Pa, p=0.03) while HCC was  comparable  to HCC‐ADJ  (HCC  vs HCC‐ADJ 

865±546  Pa  vs  1331±518  Pa, p=0.4,  Fig.  5C, D). Accordingly,  calculation of  the  Young’s 

modulus over the range of compressive strains showed the highest stiffness in CCA (2959 

Pa) compared to the other conditions (CCA‐ADJ 765 Pa, HCC 478 Pa, HCC‐ADJ 806 Pa) (Fig. 

S10). These data are congruent with in vivo data using magnetic resonance elastography for 

liver tumors, which showed the highest shear stiffness for CCA tissues [52]. Thus, the higher 

stiffness seems primarily due to the biomechanics of the extracellular matrix. As expected, 

a large inter and intra‐patient heterogeneity was observed in all conditions (Fig. S11). This 

has  important  implications  for  tissue engineering strategies, commonly using a constant 

stiffness environment. Consistent with earlier studies [53‐55], our findings show through 

the use of decellularization that natural biomechanical environments have regional and  
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Fig. 5 Mechanical characterization of decellularized primary liver cancer scaffolds. (A, B) Rheological 

measurements showing storage shear modulus and characteristic relaxation time for (A) CCA vs CCA‐

ADJ, and  (B) HCC vs HCC‐ADJ at different  compressive  strains. CCA has a higher  storage modulus 

compared to CCA‐ADJ. A Wilcoxon paired test without assuming Gaussian distribution was used for 

statistical  analysis.  (C,  D)  Rheological  measurements  showing  maximum  normal  stress  and  a 

characteristic relaxation time of the normal force for (C) CCA vs CCA‐ADJ, and (D) HCC vs HCC‐ADJ at 

different compression levels. HCC has a higher characteristic relaxation time compared to HCC‐ADJ. 

(E)  Violin  plot  visualizing  the  effective  Young’s  modulus  as  determined  by  nano‐indentation 

measurements for the different decellularized scaffolds. CCA tissue is significantly stiffer compared to 

CCA‐ADJ,  HCC,  HCC‐ADJ.  This  stiffness  is  heterogeneous  across  the  tumor  but  stiffer  than  non‐

tumorigenic tissue. (F) Violin plot visualizing the effective Young’s modulus per patient sample for CCA 

(top) and HCC (bottom) tumor scaffolds displaying patient heterogeneity.(G) Violin plot visualizing the 

effective Young’s modulus per patient  sample  for CCA  (top) and HCC  (bottom) adjacent  scaffolds 

displaying patient heterogeneity. (H) Representative heat maps of nanoindentation for CCA, CCA‐ADJ, 

HCC, and HCC‐ADJ decellularized scaffolds. Color bars represents the Young’s modulus, with grey color 

representing values that were omitted due to having an unreliable model fit (less than 0.9 R2). For all 

statistical analysis in this figure, * indicates p‐value < 0.05, ** indicates p‐value < 0.01, *** indicates 

p‐value < 0.001 

spatiotemporal differences in stiffness and elastic modulus, which could play an important 

role in cellular heterogeneity, differentiation and tumor development. From compression 

measurements, we also determined poroelastic features of the tissues by determining the 

characteristic  relaxation  time,  representing  the  time  it  takes  to  reach  equilibrium  after 

compression for both shear storage modulus and normal stress values (Fig. S9D, Fig. 5A‐D). 

A significant difference was observed in HCC vs HCC‐ADJ for normal stress relaxation. This 

suggests the advent of HCC modulates the ECM through changes in pore size, as larger pores 

result in a faster relaxation time, rather than a change in shear storage modulus or normal 

stress.  

Next, we  aimed  to  probe  the mechanical  characteristics  on  a micro‐scale,  in  order  to 

integrate  macro  (rheology‐based)  and  micro‐scale  (nanoindentation‐based)  data  and 

provide a comprehensive analysis on the mechanical characteristics of liver cancer ECM. A 

high  level of heterogeneity was observed on a micro‐scale, with CCA decellularized ECM 

providing the highest effective Young’s modulus (mean ± SD CCA: 16.5±41.8 kPa, CCA‐ADJ: 

4.6±7.3 kPa, HCC 2.6±2.8 kPa, HCC‐ADJ 4.3±8.3 kPa, Fig. 5E). The effective Young’s modulus 

is defined as  the Young’s modulus without making any assumptions  regarding Poisson’s 

ratio.  Thus, on  a micro‐scale  a  similar  trend persists,  albeit with  a different magnitude 

compared to rheology measurements. Furthermore, both CCA and HCC showed a high level 

of patient‐to‐patient heterogeneity in a tumor and adjacent setting (Fig. 5F, G). A heat map 

was plotted  to showcase  the spatial  localization of stiffness regions within each scaffold 

(Fig. 5H). Distinct regions of high and low stiffness were observed, particularly in CCA. In all, 

both macro and micro‐scale data showed that the development of CCA most affected the 
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mechanical  properties  of  the  ECM.  Combined  with  the  mass  spectrometry  data,  this 

suggests that ECM remodeling plays an important role in the development of liver cancer, 

particularly in CCA.  

Tumor ECM‐derived hydrogel formation and characterization  
To provide a platform for  improved tumor cell culture,  in particularly to set up better  in 

vitro models for tumor cell or organoid expansion, decellularization could be used to create 

a tumor‐specific hydrogel. To obtain a biocompatible tumor‐derived hydrogel, CCA tumor 

ECM  (N=3  patients) was  lyophilized,  grinded  to  powder,  and  subsequently  digested  by 

pepsin.  This  resulted  in  a  viscous  ECM  suspension  (Fig.  6A).  Subsequently,  with  pH 

normalization to 7.5, the suspension  formed a CCA tumor ECM hydrogel  (TECMgel). The 

digestion  efficiencies  for  the  three  patient‐derived  hydrogels  were  30.5%,  33.9%,  and 

44.2%, which is similar to previously published results for healthy liver ECM hydrogels (Fig. 

6B) [30]. Analysis of sulfated glycosaminoglycan’s (Fig. 6C) and collagens (Fig. 6D) showed 

compositional heterogeneity when  comparing  TECMgel‐derived  from different patients, 

congruent with the heterogeneity observed in ECM protein composition and biomechanics. 

This  heterogeneity  can  be mitigated  by  pooling  the  patients’  ECM  hydrogels  (termed 

‘TECMgel pool’). For the subsequent experiments, we probed the mechanical properties 

and  cellular biocompatibility of  the pooled  TECMgel  to provide  a proof‐of‐concept  and 

application  of  decellularized  ECM.  The  kinetics  of  gelation were  characterized  through 

temperature‐sweep and  frequency sweep  rheological experiments  (Fig. 6E, Fig. S12A‐C). 

The TECMgel  showed an expected  increase  in  storage modulus  (G’) with an  increase  in 

concentration from 4 mg/ml to 6 mg/ml (Fig. S12A). The 6 mg/ml TECMgel showed a stable 

G’ of 337 Pa after gelation (Fig. 6E). The frequency sweep data showed a considerably higher 

storage than loss modulus, as expected for a primarily elastic material. Additionally, there 

is  little  frequency dependence  for  the storage modulus,  indicating a stable gel structure 

formed, as expected for collagen based hydrogels (Fig. S12C). The differential modulus (K’) 

measured as the slope of stress/strain curves recorded  in stress ramps revealed no non‐

linear  behavior  until  rupture  (Fig.  6F).  Thish  contrasts with  the  behavior  of  hydrogels 

reconstituted from purified collagen, which have previously been shown to show extensive 

strain stiffening [56]. The differences in K’ and G’ (Fig. 6F, 6E) are mainly due to the viscous 

dissipative deformation which we assume  to be present because of  the  relatively  large 

values for loss modulus. Nanoindentation showed that on a micro‐scale, the TECMgel had 

an average effective Young’s modulus of 145 Pa, which is roughly within the same order of 

magnitude as K’ (Fig. 6G). To note, the spatial distribution of stiffness is more homogenous 

in the TECMgel compared to decellularized matrix (Fig. S12D, Fig. 5H). The brittle nature of 

the hydrogel was confirmed by the limited recovery of G’ after the stress ramp, indicating 

irreversible damage (Fig. S12D).  
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Tumor‐derived hydrogel supports culture of cell lines and patient‐derived 

organoids 
Finally,  the biocompatibility of  the hydrogel was  extensively  assessed by  culturing  liver 

cancer‐related cell lines HepG2 and TFK‐1 (Fig. 6H). After encapsulation, bright field images 

showed the formation of a densely packed cellular structure for TFK1 and HepG2, which 

contained mostly  live  cells as assessed by Calcein‐AM/Propidium  Iodide  staining of cell‐

laden hydrogel structures. Furthermore, HepG2 grown  in the TECMgel formed a necrotic 

core, similar to solid tumor behavior in vivo [57]. H&E staining confirmed the presence of 

tightly packed cellular structures within the TECMgel, which is clearly distinct from their 2D 

morphology as well as encapsulation in animal tumor‐derived hydrogels such as basement 

membrane extract (BME) (Fig. 6H, Fig. S13, Fig.S14A). Cells that were seeded on top of the 

TECMgel remained alive and had different morphology when compared to conventional 2D 

culture  without  a  hydrogel  (Fig.  S14B,  C).  ATP‐content  measurements  confirmed  the 

proliferation of HepG2 and TFK‐1  cells encapsulated  in TECMgel. The  total ATP  content 

increased at 7 days of culture, indicating cellular proliferation (Fig. 6I). In addition to cancer 

cell lines, the culture of tumor organoids in the TECMgel was also assessed. We previously 

initiated three patient‐derived cholangiocarcinoma organoids (CCAO) and confirmed their 

tumorigenicity  [58]. These CCAO were cultured  in the TECMgel  to create a  fully patient‐

derived in vitro CCA model. Microscopic images showed the proliferation of CCAO within 

the hydrogel, with the formation of classical balloon‐like structures as well as denser and 

tightly packed morphologies (Fig. 6J). Conventional cultures of CCAOs in BME are absent of 

these dense, tightly packed morphologies (Fig. S15). Importantly, F‐actin staining revealed 

the maintenance of clearly heterogeneous, patient‐specific actin arrangements within the 

three  organoid  lines,  showing  its  potential  usefulness  for  personalized  medicine 

applications (Fig. 6K). In all, this proof of concept utilizing decellularized CCA scaffolds for 

tumor tissue engineering resulted  in the fabrication of a hydrogel that can be combined 

with cell culture as well as advanced organoid culture. Using native  tumor‐ECM derived 

hydrogels  could  provide  a  more  complex  and  faithful  representation  of  the  in  vivo 

extracellular environment.  
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Fig.  6.  Tumor  ECM  extracts  can  be  employed  to  create  a  biocompatible  tumor  hydrogel.  

(A) The gelation preparation protocol consists of obtaining patient material, decellularization of the 

tissue,  freeze‐drying  and  subsequent milling  into  fine  powder,  digestion  of  powder  in  a  pepsin 

solution, and neutralization  to a physiological pH, salinity, and  temperature  to  form a  tumor ECM 

hydrogel (TECMgel). (B) Digestion efficiency of TECMgel (N=3) by comparing the original protein input 

and  the  total output per ml  after  solubilization.  (C) Quantification of  sulfated  glycosaminoglycan 

content for each separate batch (N=3) and combined (termed ‘TECMgel pool’). (D) Quantification of 

collagen content for each separate batch (N=3) and combined (termed ‘TECMgel pool’). (E) Oscillatory 

rheology shows  the  rheological behavior  for storage and  loss modulus of  the TECMgel pool. After 

ramping  temperature  to  37  °C,  gelation  occurs  to  form  an  elastic  material  with  G’  >>  G’’.  (F) 

Differential modulus  as  a  function  of  shear  stress measured  in  a  stress  ramp  for  TECMgel  pool, 

showing  abrupt  rupture  at  a  stress  of  ~10  Pa.  (G) Nanoindentation measurements  for  different 

locations within one TECMgel pool highlights the local stiffness heterogeneity. (H) HEPG2 and TFK‐1 

culture in TECMgel pool displays the biocompatibility for both cell lines. BF = brightfield microscopy, 

L/D = Live/Dead staining using Calcein AM/Propium Iodide, H&E = Hematoxylin and Eosin. Scale bars 

for BF indicates 400 µm, for L/D 1000 µm, for H&E 400 µm. (I) Both HepG2 and TFK‐1 display increased 

cell proliferation over time as determined by total ATP content. (J) Brightfield microscope pictures of 

patient‐derived CCA  organoids  (N=3)  cultured  in  TECMgel  pool.  Scale  bars  indicate  1000 µm.  (K) 

Confocal imaging of F‐actin (green) and DAPI (blue) showing the different morphologies of the three 

patients and its retention in the TECMgel pool. Scale bars indicate 100 µm.  
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Discussion  
Extracellular matrix dysregulation is emerging as a crucial contributory mechanism in the 

development and progression of  cancer  [59, 60]. However, detailed  information on  the 

composition  and mechanics  associated with  this  dysregulation  is  lacking,  partly  due  to 

difficulties associated with capturing the complex compositions of extracellular matrix. One 

of the major goals of this study was to uncover the categorical constituents of human liver 

cancer extracellular matrices, at a biochemical and biomechanical level. This will potentially 

advance the biological understanding of the influence of the extracellular matrix on various 

facets  of  tumor  behavior.  Further  advances  in  extracellular matrix  characterization will 

provide better insights into the complex three‐dimensional network of molecules that, in 

turn, will complement delineation of tumor initiation, progression, invasion, and metastasis 

processes.  

Here we used Triton X‐100 as a decellularization agent to decellularize biopsies of tumor 

and adjacent tumor‐free liver tissue. Triton X‐100 is, in contrast to more harsh agents such 

as  sodium dodecyl  sulphate,  superior  in  retaining biologically  relevant  components  and 

collagen  fiber organization  [22, 61‐63]. This, combined with a robust mass spectrometry 

workflow, allowed us to observe that the human liver cancer matrisome constitutes a large 

number of relatively lowly abundant proteins associated to the matrisome. These proteins 

are expected to mediate various processes  in the assembly of ECM and thereby directly 

regulate  tumor  cell  behavior.  The method  employed  in  this  study  identified  numerous 

proteins  ‐ many  of which  in  low  abundances  – which  reassures  the  capability  of  this 

combined  approach  in  delivering  in‐depth  coverage  of  composition  [64‐66].  Our  data 

furthermore suggests that the division of human  liver  (cancer) matrisome proteins, core 

and  associated,  sketches  the  picture  of  a more  dynamic  fraction  of  the matrisome,  as 

exhibited by a large amount of affected associated‐proteins in a tumor setting, and a stable 

core network of collagens less affected in regards to overall abundance. This is similar to 

recent data in liver fibrosis which also showed that alterations to liver matrisome proteins 

is much more diverse than solely the accumulation of collagen [67]. 

Simultaneously,  this core network of collagens shows profound changes  in architecture, 

associated with tumor‐type dependent mechanical properties on a macro‐ and micro‐scale. 

The physical properties of tumor ECM, such as stiffness and alignment, are of importance 

during various aspects of cancer progression [68]. Perturbed collagen architectures have 

been  observed  surrounding  tumors,  likely  due  to  cellular  remodeling  of  ECM  to  form 

regions of aligned collagen fibers, which in turn affects cell behavior in a reciprocal way [12, 

69]. Thus, characterizing the biomechanical properties of these scaffolds is important due 

to the mechanosensitivity of many cell types.  Importantly, here we attempted to create 

multi‐scale data  to  integrate  local mechanical properties with  larger macroscopic scales, 
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which both play an  important  role  in  the hierarchical  structure of healthy and diseased 

tissue. A difference is observed when comparing the extracellular matrix on different scales 

(i.e.  nanoindentation  compared  to  rheological  measurements),  with  nanoindentation 

results exhibiting a higher stiffness overall, and showing more abundant differences when 

comparing tumor and adjacent decellularized matrices. It stands to reason that as the scale 

of  testing  gets  closer  to  testing  single  ECM‐components,  e.g.  individual  collagen  fibrils 

(diameter 150 nm [70]), so does the effective modulus converge toward the modulus of 

these individual components. A similar effect was seen in healthy liver tissue measurements 

[71]. Additionally, using a different sized tip in atomic force microscope (AFM) indentation 

testing resulted in a 100‐fold change in modulus in articular cartilage, and this effect was 

absent  in  homogenous  agarose  gels  [72].  This  highlights  the  importance  of measuring 

native‐like tissue, consisting of a large complex ensemble of proteins, rather than aspects 

in isolation. This approach is complementary to the more traditional reductionist point of 

view on tumor tissue engineering, where specific collagen molecules and GAGs are isolated 

[73]  to  provide mechanistic  insight  at  a molecular  level  not  readily  available  through 

decellularization. Our comprehensive analysis of the intricate and complicated interactions 

that  govern  liver  cancer  extracellular  matrix  remodeling  on  a  biochemical  and 

biomechanical  level  can  be  used  as  a  platform  for  more  in‐depth,  mechanistic, 

investigations. Our findings  illustrate that changes to the fundamental building blocks do 

not solely account for changes in mechanical properties, but also that other factors such as 

alignment and structure contribute significantly. 

Furthermore, we developed a biocompatible, biomimetic ECM hydrogel from CCA tissue by 

combining  decellularized  CCA  ECM  and  solubilization  methods.  Cytocompatibility  was 

initially  assessed with  liver‐cancer  cell  lines HepG2  and  TFK‐1, which  both  showed  the 

formation  of  viable,  proliferating,  tumor‐like  dense  structures.  Subsequently,  patient‐

derived  organoids  were  used  to  create  a  complete  patient‐derived  model.  Recently, 

significant  attention  has  been  given  to  the  development  of  ECM‐derived  hydrogels  for 

organoids  from a variety of different healthy organs  [30, 74, 75]. By applying  the  same 

principle  to  tumors, more representative human disease models may be developed. We 

observed differing morphologies  (balloon‐like vs denser structures) within our hydrogel, 

which could be due to the high heterogeneity  in stiffness observed within the hydrogel, 

particularly compared to BME. This builds upon previous research which showed organoid 

morphology and proliferation is dependent on hydrogel stiffness [53, 76, 77]. Whether the 

heterogeneity  in  morphology  represents  an  increase  in  intratumoral  heterogeneity 

recapitulation, which  is  critical  for  (personalized)  drug  response  testing,  remains  to  be 

elucidated  [78‐80].  The  potential  of  tumor  organoids  for  therapeutic  testing  in  a 

personalized medicine  setting  is  evident,  although  some outstanding questions  remain, 

including whether  the  culture  of  organoids  in  an  artificial,  animal‐derived  environment 
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(basement membrane extract‐based hydrogels, with their associated limitations regarding 

animal‐derivation, tumor mismatch, and lack of interstitial matrix‐based components [81]) 

is sufficient to capture true patient responses. Thus, utilizing tumor‐derived hydrogels could 

provide  an  alternative  avenue, more  representative  of  the  human  tumor  extracellular 

environment, for developing personalized medicine applications.  

The  exact  mechanisms  by  which  the  identified  assembly  of  human  liver  matrisome 

influence biological processes remains unclear and should be subjected to further analysis. 

However,  the experimental pipeline presented  in  this study provides  the opportunity  to 

produce human‐derived extracellular matrix scaffolds that are thoroughly characterized by 

proteomics with  respect  to  the distribution of matrisome proteins  and biomechanically 

characterized on a macro‐ and micro‐scale. The experimental setup presented in this study 

is applicable to any type of tissue and can be employed to gain better understanding of the 

complex compositions of the native human cancer matrisome and shed new light on its role 

in various physiological processes.  

Conclusions 
In  this  research,  we  utilized  decellularization  to  increase  our  understanding  of  PLC 

extracellular matrix on a biochemical and biomechanical scale. The myriad of uncovered 

proteins in both a tumor and adjacent setting highlights the complexity of the human PLC 

matrisome and stresses the importance of considering the full ensemble of proteins in the 

development of liver cancer. Furthermore, the mechanical contribution of ECM within liver 

cancer on both a macro‐ and micro‐scale provides integration of mechanics between scales 

and insight into the changes in stiffness during cancer development in the liver. Lastly, as a 

proof‐of‐concept  this  research  shows  the  production  of  a  tumor  extracellular  matrix‐

derived hydrogel able to sustain tumor organoids to create a patient‐derived tumor model, 

providing an avenue for utilization in personalized medicine applications.  
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Supplementary data 

Supplemental figure 1. Optimization and confirmation of decellularization of tissue obtained from 

CCA  patient  material.  A,  B)  Optimizing  method  (A)  and  duration  (B)  of  agitation‐based 

decellularization, using quantitative DNA content analysis as a readout (N=1 for method, and N=3 for 

duration).  ‘Rotation’ decellularization used  an orbital  shaker‐incubator  set  to 1000 RPM.  ‘Vortex’ 

decellularization  used  a  50  mL  conical  tube  attached  to  a  lab  vortex  machine.  ‘Stirring’ 

decellularization  used  a  magnetic  plate  with  a  stirrer  bar  set  to  1500  RPM.  For  the  duration 

optimization experiment, stirring was used as the preferred decellularization method, as it reduced 

DNA  levels the most out of the methods tried. In conclusion, magnetic stirring for a duration of at 

least 10 cycles of 1 hour proved to be the optimal method for removal of DNA. C) Optimizing duration 

of magnetic  stirring  decellularization  using  retention  of  sulfated  glycosaminogylcans  (sGAG)  as  a 

readout. 10 cycles show a strong improvement in retention of sGAG compared to 25 cycles in both a 

tumor and adjacent setting (N=1). All error bars represent ±SD. 
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Supplemental  figure 2: Ratio of sulfated glycosaminoglycans to collagens  in primary  liver cancer 

tissue before  and  after decellularization. Quantitative measurements  show differences  between 

tumor and adjacent samples (“‐ADJ”), particularly when comparing HCC and HCC‐ADJ, with a similar 

trend before (T=0,  left) and after (T=Decell, right) decellularization. All error bars represent ±SD. * 

indicates a p‐value of <0.05.    
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Supplemental  figure  3:  Combined  (N=18)  global  matrisome  protein  identification  by  Mass 

Spectrometry. Total number of unique proteins (A) and total abundance values (B) for the proteins 

identified  in  all  samples  overlapping  with MatrisomeDB  classification  for  ECM‐related  proteins. 

Collagens and glycoproteins are most represented in total abundance.  

   



Part II. The extracellular matrix 

205 

 

Supplemental  figure  4:  Combined  global  protein  abundance  according  to Mass  Spectrometry 

analysis of decellularized liver tissue compared to the human protein atlas. The sum of intensities is 

displayed representing all ECM‐related proteins found through the mass spectrometry approach. The 

blue  shaded area  represents  the  range  covering 90% of  the  total protein abundance. Highlighted 

proteins (orange) are upregulated in healthy liver tissue according to the human protein atlas and also 

highly abundant in the combined measurements of all decellularized ECM scaffolds.  
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Supplemental figure 5: Collagen abundance values from Mass Spectrometry analysis in a combined 

tumor  (HCC+CCA)  and  adjacent  (HCC‐ADJ  +  CCA‐ADJ)  setting.  The  summed  intensities  are  log2 

transformed  for  tumor  and  adjacent  decellularized  scaffolds.  No  significant  differences  can  be 

observed comparing the two samples.  
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Supplemental  figure  6:  Additional  collagen  type  I  staining  on  liver  cancer  tissue  before 

decellularization. Collagen type 1 staining before decellularization shows widespread abundance in 

all conditions.  
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Supplemental figure 7: Analysis method of collagen  length and alignment from second harmonic 

generation images. Collagen fiber length was identified and reconstructed through ct‐FIRE software 

(top). The fiber orientations and associated alignment coefficient of the collagen fibers was calculated 

through the CurveAlign software package (bottom). See Methods for more detailed explanation. Scale 

bar indicates 200 µm.  
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Supplemental figure 8: Collagen fiber  length. Violin plot of collagen  fibril  length shows significant 

increase  in  length  for  tumor, both CCA and HCC, when compared with  its corresponding adjacent 

tissue.  Analysis  was  performed  with  20x  magnification  (N=3)  with  2  non‐overlapping  field  per 

replicate. * indicates a p‐value <0.05. 
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Supplemental  figure 9: Protocol and analysis method of rheological measurements. A) Set‐up of 

rheological measurements, with  the decellularized  ECM  located between  the  rheometer  top  and 

bottom plates. The bottom plate is stationary, and shear deformation is applied by rotating the top 

plate,  while  compressive  deformation  is  applied  by  lowering  the  top  plate.  B)  Representative 

dependence of the normal force on the gap between the two plates, allowing us to determine the 

contact point between the top plate and the decellularized ECM at a threshold force highlighted with 

the dotted red line. C) Protocol for the percentage (left) and duration (right) of compression at each 

step. The percentage increase in compression shows the stepwise manner in which the compressive 

strain  is  increased up to 50%, after which  it  is decreased back to 0%. The duration shows the time 

each step takes at the different compression levels. The duration is increased at higher compressive 

levels due  to  the  increase  in  time  it  takes  to  reach equilibrium values  for normal  force and shear 

storage modulus. D) Representative graphs obtained from repeated measurements at a single axial 

compressive strain (in this case, at 20%) showing normal force (left) and shear storage modulus (right) 

as  a  function of  time.  Tau  represents  the  time  it  takes  for  reaching equilibrium  values,  F0  is  the 

endpoint, and F1 is the total difference from starting point time 0 to the end point. An exponential 

curve was plotted through the obtained values to obtain a fit to find the values for normal force and 

shear storage moduli. For force the units for F0 and F1 are in Newton, and for storage the values for 

F0 and F1 are in Pascal. Tau is in time units (seconds).  
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Supplemental figure 10: Young’s modulus of decellularized scaffolds obtained through macroscopic 

compression measurements with  a  rheometer.  Young’s modulus was  determined  by  converting 

compression to strain and normal force to stress values, after which a  linear regression fitting was 

applied to obtain the value for the Young’s modulus (E) over the whole range of compressive strains.  
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Supplemental figure 11: Patient variability in rheological measurements. Normal stress and shear 

storage modulus as a function of compressive strain (%) divided per patient for CCA (A), CCA‐ADJ (B), 

HCC  (C),  and  HCC‐ADJ  (D).  Inter  and  intra‐patient  variability  is  observed  in  all  conditions,  with 

differences in magnitude. 
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Supplemental figure 12: Additional characterization of the extracellular matrix‐derived hydrogel of 

CCA. A) Oscillatory shear rheology for two different concentrations of TECMgel pool (4 and 6 mg/ml) 

as a function of temperature. In both cases, the materials rapidly gel at 37oC. The shear storage and 

loss modulus are concentration dependent, with larger moduli at 6 mg/ml compared to 4 mg/ml. B) 

Oscillatory rheology for BME shows gelation setting in for a lower temperature, and with a lower final 

G’ compared to the TECMgel. C) Frequency sweep of TECMgel and BME shows that both gels behave 

as soft elastic solids (G’ rather flat and G’ > G’’) over the entire range of frequency. D) Representative 

heat map of nanoindentation measurements for TECMgel. The measurements for the TECMgel are 

more homogenous compared to the decellularized matrix. E) Time‐dependent recovery of the storage 

and elastic moduli of TECMgel and BME after rupture through inducing an overload of stress, showing 

fast recovery to the original modulus in BME hydrogels, while the TECMgel shows a limited recovery 

not reaching similar values as the original modulus. 
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Supplementary figure 13: Basement membrane extract encapsulation of HepG2 and TFK‐1. Both cell 

types were encapsulated  in BME and cultured  for 7 days. Encapsulation  resulted  in viable cells as 

shown by live/dead staining, which formed small multicellular spheroids. BF = bright field microscopy, 

L/D = Live/Dead staining using Calcein AM/Propium Iodide, H&E = Hematoxylin and Eosin. Scale bars 

for BF indicates 400 µm, for L/D 1000 µm, and for H&E 400 µm.  
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Supplementary  figure  14:  Cell  seeding  of  TFK‐1  cells.  A)  BF  and  L/D  images  of  TFK‐1  cells  in  a 

conventional 2D setting. B, C) BF and L/D images of TFK‐1 cells seeding on top of TECMgel (B) or BME 

(C).  In all settings the cells remain viable, with distinct morphologies comparing 2D, TECMgel, and 

BME. Scale bars at 2x magnification indicate 200 µm, scale bars at 10x magnification indicate 400 µm. 

BF = bright field microscopy, L/D = Live/Dead staining using Calcein AM/Propium Iodide. 
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Supplementary figure 15: CCA organoids cultured  in BME. Bright  field microscopic  images of CCA 

organoids cultures from 3 patients in BME after 72h or 144 h show the growth over time as spherical 

structures with a lumen, as depicted by the dark outer layer with a hollow inside structure. Scale bars 

indicate 200 µm.  
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Supplemental Table 1: Patient information and characteristics.  

Tumor  Subtype  Age  Sex  Differentiation 
status 

CCA1  iCCA  74  F  moderate 

CCA2  iCCA  72  F  moderate 

CCA3  iCCA  81  F  moderate 

CCA4  pCCA  60  F  poor to moderate 

CCA5  iCCA  64  M  poor 

CCA6  iCCA  44  F  poor to moderate 

CCA7  iCCA  78  F  poor 

CCA8  iCCA  67  F  poor to moderate 

CCA9  pCCA  58  F  poor 

CCA10  pCCA  34  F  moderate 

CCA11  iCCA  60  F  moderate to well 

CCA12  iCCA  77  M  poor to moderate 

HCC1  HCC  87  M  moderate to well 

HCC2  HCC  75  M  moderate to well 

HCC3  HCC  66  M  poor 

HCC4  HCC  70  M  poor 

HCC5  HCC  67  M  poor 

HCC6  HCC  74  M  moderate 

HCC7  HCC  32  M  moderate 

HCC8  HCC  76  M  moderate 

HCC9  HCC  60  M  Poor to moderate 

HCC10  HCC  66  M  moderate 

HCC11  HCC  56  M  moderate to well 

HCC12  HCC  76  M  poor 
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Supplemental Table 2: Medium components for Starting Expansion Medium (SEM)  

Component  Concentration  Brand 

Adv+    Gibco 

N2  1%  Gibco 

B27  2%  Gibco 

N‐Acetylcystein  1mM  Sigma‐Aldrich 

gastrin  10 nM  Sigma‐Aldrich 

EGF  50 ng/ml  Peprotech 

FGF10  100 ng/ml  Peprotech 

HGF  25 ng/ml  Peprotech 

nicotinamide  10nM  Sigma‐Aldrich 

A83.01  5 µM  Tocris 

Forskolin  10 µM  Torcris 

R‐Spondin  10%  Conditioned medium 

WNT  30% Wnt  Conditioned medium 

Noggin  25 ng/ml  Conditioned medium 

Y27632  10µM  Tocris 

hES  cell  cloning  recovery 
solution 

1:1000 dilution  Stemgent 

 

   



Part II. The extracellular matrix 

219 

Supplemental Table 3: Medium components for Expansion Medium (EM)  

Component  Concentration  Brand 

Adv+    Gibco 

N2  1%  Gibco 

B27  2%  Gibco 

N‐Acetylcystein  1mM  Sigma‐Aldrich 

gastrin  10 nM  Sigma‐Aldrich 

EGF  50 ng/ml  Peprotech 

FGF10  100 ng/ml  Peprotech 

HGF  25 ng/ml  Peprotech 

nicotinamide  10nM  Sigma‐Aldrich 

A83.01  5 µM  Tocris 

Forskolin  10 µM  Torcris 

R‐Spondin  10%  Conditioned medium 
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Abstract 
Patient‐derived  tumor  organoids  have  been  established  as  promising  tools  for  in  vitro 

modeling of multiple tumors, including cholangiocarcinoma (CCA). However, organoids are 

commonly cultured in basement membrane extract (BME) which does not recapitulate the 

intricacies of  the extracellular matrix  (ECM). We combined CCA organoids  (CCAOs) with 

native  tumor and  liver scaffolds, obtained by decellularization,  to effectuate a model  to 

study  the  interaction  between  epithelial  tumor  cells  and  their  surrounding  ECM. 

Decellularization resulted in removal of cells while preserving ECM structure and retaining 

important  characteristics  of  the  tissue  origin,  including  stiffness  and  presence  of 

desmoplasia. The transcriptome of CCAOs in a tumor scaffold much more resembled that 

of patient‐paired CCA tissue in vivo compared to CCAOs cultured in BME or liver scaffolds. 

This  was  accompanied  by  an  increase  in  chemoresistance  to  clinically‐relevant 

chemotherapeutics.  CCAOs  in  decellularized  scaffolds  revealed  environment‐dependent 

proliferation  dynamics,  driven  by  the  occurrence  of  epithelial‐mesenchymal  transition. 

Furthermore, CCAOs initiated an environment‐specific desmoplastic reaction by increasing 

production  of  multiple  collagen  types.  In  conclusion,  convergence  of  organoid‐based 

models with native ECM scaffolds will  lead to better understanding of the  in vivo tumor 

environment. 
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Introduction 
Cholangiocarcinoma (CCA)  is a highly aggressive tumor which arises from the biliary duct 

epithelium. It is associated with a low 5‐year survival rate, due to its biological complexity, 

late‐stage diagnosis, and limited treatment options [1]. This malignant phenotype is related 

to  the  complex  interplay  between  cells,  both  primary  and  stromal/immune,  and 

extracellular matrix. Particularly in CCA, the dysregulation of the extracellular environment 

through  extracellular matrix  (ECM)  remodeling,  characterized by desmoplasia,  is  a  vital 

aspect  of  cancer  progression  [2].  Understanding  the  biology  behind  the  interaction  of 

primary tumor cells with their tissue microenvironment may lead to more effective targeted 

therapies for cancer patients. 

However, clinical translation of basic research on this topic is hindered by several obstacles. 

An  intrinsic  limitation  often  found  in  experimental  systems  is  the  lack  of  faithful 

recapitulation of interpatient cellular heterogeneity, a particularly important issue in CCA 

[3]. Thus, to capture the underlying mechanisms at play, it is crucial to use primary patient‐

modeling cancer cells and ECM. CCA organoids (CCAO) have been successfully established 

and have demonstrated to be promising  in vitro patient‐specific tumor models  [4]. Until 

now,  organoid‐based  research  has  focused  on  expanding  the  possibilities  of  obtaining 

CCAOs,  performing  high  throughput  drug  screening,  and  identifying  cancer  gene 

functionality [5, 6]. However, these organoids have an inherent limitation since they consist 

solely of epithelial‐sourced  cells. More  recently, multiple  studies have  combined  tumor 

organoids with  components  of  their  tumor micro‐environment,  including  immune  and 

stromal cells  [7, 8]. Although very useful, these models  lack native  tissue structures and 

ECM components that are typically associated with CCA. The chemical and mechanical cues 

from  the  ECM  are  key  drivers  in  various  crucial  aspects  of  cancer,  including  initiation, 

progression, and metastasis [9]. Decellularization techniques have allowed for the isolation 

of native patient‐derived extracellular matrix with preserved tissue architecture [10, 11], 

providing  a  source  for  more  physiologically  accurate  scaffolds.  Several  studies  using 

decellularized material have primarily used  cancer  cell  lines  to model  cellular behavior, 

limiting applicability [12‐14]. Thus, combining tumor organoids with ECM could elucidate 

more about the role of primary epithelial cells in the remodeling of ECM within CCA.  

Here, we  describe  an  in  vitro model  using  patient‐derived  CCAOs  in  combination with 

decellularized  CCA  matrix  (CCA‐M)  and  tumor‐free  liver  matrix  (TFL‐M)  to  study  the 

interaction of  tumor cells with  their surrounding ECM. The scaffolds  retain many of  the 

physiological environmental cues of the (tumor) microenvironment. Our results show that 

CCA‐M induces a transcriptome profile closely resembling in vivo patient tumor tissue with 

an accompanying  chemo  resistance  in CCAOs.  Furthermore, migration and proliferation 

dynamics are environment‐specific, and related to the induction of epithelial‐mesenchymal 
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transition (EMT). Lastly, primary epithelial tumor cells can, in the absence of desmoplasia, 

initiate  a  desmoplastic  reaction  through  increased  collagen  production  (e.g.  COL1A1, 

COL3A1, COL6A3), while, in the presence of desmoplasia, produce a distinct ECM‐related 

protein signature linked to patient survival. 
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Methods 

Sample procurement for decellularization and organoid initiation  
Cholangiocarcinoma (CCA) tumor specimens (n=9 in total, of which n=3 for CCAOs, including 

n=2 intrahepatic CCA and n=1 perihilar CCA, Table S3, Table S4) were obtained from patients 

who underwent a curative‐intent surgical resection. All resections were performed at the 

Erasmus MC in Rotterdam. Use of tissue for research purposes was approved by the Medical 

Ethical Council of the Erasmus MC and written informed consent was given by all patients 

(MEC‐2013‐143).  Tumor‐free  liver  (TFL)  specimens  were  obtained  from  patients  who 

underwent liver transplantation (MEC‐2014‐060) or from postmortem liver donations that 

were  unsuitable  for  transplantation,  but  with  consent  for  research  (MEC‐2012‐090). 

Samples were confirmed to be tumor or non‐tumorous with histopathological assessment. 

All samples were stored at 4˚C in Belzer UW cold storage solution (UW, Bridge to Life) and 

processed within 24 hours after collection when used for organoid initiation, or at a later 

stage when used for decellularization. 

Initiation and propagation of cholangiocarcinoma organoids (CCAOs) 
Organoid  initiation was as previously described  [4].  In  short, biopsies were minced and 

digested in 2.5 mg/ml collagenase type A (Sigma) for 30‐120 min at 37°C. The duration of 

digestion depended on the amount of desmoplasia and/or fibrosis present  in the biopsy. 

Digestion was continued until no visible pieces of tissue remained. Subsequently, the cell 

suspension was strained (100 µm cell strainer) and washed in cold Advanced DMEM/F12. 

After  centrifugation  (453g,  5 min,  4°C  ),  the  cell  pellet was  resuspended  in  basement 

membrane extract (BME, Cultrex). The mixture of cells and BME was plated in droplets in 

24‐ or 48‐well suspension culture plates (Greiner). BME was allowed to solidify at 37°C for 

30–45 min before  addition of  startup medium  (SEM,  Table  S1). Medium was  refreshed 

every 3 to 4 days. After the first passaging, SEM was replaced by expansion medium(EM, 

Table  S2).  Organoids  were  passaged  in  1:3  to  1:6  ratios  approximately  every  7  days 

depending on their rate of proliferation. Passaging was done with mechanical dissociation 

of organoid fragments and BME and subsequent re‐plating of organoid fragments in fresh 

BME. CCA organoids were confirmed  to be  tumorigenic by xenografting and mutational 

analysis (Table S5).  

Decellularization procedure of human patient‐derived tissue  
Both CCA and TFL  tissue were washed with dH20  to  remove  traces of blood or debris. 

Subsequently,  tissue  samples underwent a  freeze‐thaw cycle  to disrupt cell membranes 

through  formation of  intra‐cellular  ice crystals. Uniform sized tissue samples were made 

using a 6 mm diameter biopsy punch resulting in small cylinders of approximately 2‐10 mm 

in height. All tissue samples, regardless of origin or method of retrieval, were decellularized 

with a solution consisting of 4% Triton‐X‐100 and 1% NH3 (hereafter referred to as TX‐100 
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solution) and subsequent DNAse  treatment. Cylindrical  tissue samples were placed on a 

magnetic stirrer (1500 RPM) at room temperature (RT). TX‐100 solution was replaced every 

1h  for  a  total  of  10  cycles, which  resulted  in  the  tissues  showing  a  translucent, white 

appearance. TX‐100 solution was washed out of the cylindrical tissue samples with dH2O 

for a minimum of 1h. Lastly, tissues were incubated with DNAse solution (10mg/ml DNase 

type I (Sigma) in 0.9% NaCl + 100mM CaCl2 + 100mM MgCl2) for 4h at 37°C. Alternatively, 

whole  liver  decellularization  (only  in  case  of  research  livers) with  TX‐100  solution  and 

subsequent DNAse  treatment occurred according  to previously published protocol  [15]. 

Biopsy  samples were  taken  before  and  after  decellularization  for  histological  and DNA 

content analysis.  

Confirmation of decellularization procedure 
Biopsies  were  fixed  in  4%  paraformaldehyde  (PFA,  Fresenius  Kabi),  and  subsequently 

embedded in paraffin, sectioned at 4 µm , and stained with 4′,6‐diamidino‐2‐phenylindole 

(DAPI,  Vectashield,  Vectorlabs)  or  Hematoxylin‐Eosin  (H&E)  according  to  standard 

procedures. Slides were imaged with a Zeiss Axioskop 20 microscope and captured with a 

Nikon DS‐U1 camera or, if stained with DAPI, analyzed using an EVOS microscope (Thermo 

Fisher Scientific). Additionally, DNA extraction from patient tissue samples, before and after 

decellularization,  was  done  using  a  QIAamp  DNA  Mini  Kit  (Qiagen)  according  to 

manufacturer’s  instructions.  Subsequently,  total  DNA  yield  was  measured  using  a 

NanoDrop spectrophotometer (Thermo Fisher Scientific). Lastly, the quality and length of 

base pairs for DNA was measured using a 2100 BioAnalyzer (Agilent technologies) with a 

DNA‐1000 kit (Agilent Technologies).  

Biochemical characterization of decellularized matrices  
Total collagen was measured using a total collagen kit (QuickZyme biosciences) according 

to manufacturer’s protocol. An infinite M nano plate reader (TECAN) was used to measure 

absorbance at 570 nm. For glycosaminoglycan  (GAG) content, a GAG assay kit  (Biocolor) 

was used according to manufacturer’s protocol. Before the assay, samples were digested at 

65C with a papain solution (10mg/ml, Sigma) for 8h. In this case, absorbance was measured 

with a Model 680 XR Microplate Reader (Bio‐Rad) at 680 nm.  

Mechanical characterization of decellularized matrices 
The stiffness of CCA‐M and TFL‐M tissue before and after decellularization was assessed 

with nanoindentation measurements using a PIUMA Nanoindenter (Optics11). Tissue slices 

(approx. 2mm height) were cut and kept  in PBS at  ‐20°C until  further analysis. To start, 

cyanoacrylate adhesive was used to attach the CCA‐M and TFL‐M slices to a petri dish, after 

which the slices were submerged in PBS. Each sample was measured at 3 different locations, 

with each location being measured in a 3x3 grid with a distance between measuring points 
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of 100 µm. An indentation speed of 2.5 um/s was used with a total indentation depth of 10 

um.  Each  indentation was measured  in  triplicate. Measurements  for which no point of 

contact  could  be  determined  or  were  discarded.  The  analysis  was  performed  in  the 

Dataviewer software (Piuma) which used the Hertzian contact model to calculate the elastic 

moduli from the force‐distance curves. Comparison between groups was made by Mann‐

Whitney U Test.  

Preparation of decellularized matrices for organoid culture  
Decellularized  tissues were  embedded  in optical  cutting  temperature  (OCT)  compound, 

mounted on a metal holder, and cut with a cryotome  (Leica) at  ‐15°C  into 200 µm thick 

scaffolds  that were collected  in a 50mL  tube and kept  frozen until  further use. One day 

before recellularization, scaffolds were washed with sterile PBS three times at RT. This was 

followed by an additional wash with Advanced DMEM/F12 and incubated overnight at 37°C 

in Advanced DMEM/F12 supplemented with 10x concentration of Penicillin, streptomycin, 

and Primocin to minimize infections occurring from pathogens that may have been present 

in the tissue. Next, CCA matrix (CCA‐M) and TFL matrix (TFL‐M) scaffolds were washed in 

Advanced DMEM/F12 three times before CCAO addition.  

Recellularization 
CCAOs  (n= 3) grown  in BME droplets were washed  in  ice  cold advanced DMEM/F12  to 

separate  the  cells  from  the BME. Next,  they were  dissociated  to  single  cells  and  small 

aggregates of  cells with  TrypLE  (Thermo  Fisher  Scientific)  for 15 minutes  at  37˚C while 

applying mechanical disruption  thrice during  the 15 minutes. TrypLE was  inactivated by 

adding cold AdvDMEM/F12 and cells were centrifuged for 5 minutes (4˚C at 453g) before 

being  counted using TrypanBlue  (Thermo Fisher Scientific). The  resulting  cell pellet was 

resuspended  in  EM  supplemented  with  10 µM  Y27632  at  a  concentration  of  1.5x105 

cells/5µl. The small volume (5µl) per scaffold ensures relatively high cell adherence due to 

the  scaffold  absorbing  the  medium  containing  the  cells.  The  source  of  scaffolds  and 

organoids used for each experiment can be found in the corresponding figure legend. The 

samples were incubated at 37°C for 2 h before 300µl EM supplemented with 10µM Y27632 

was added to the wells. EM+Y27632 was replaced with EM after 3 days and medium was 

refreshed every 3 or 4 days. Standard organoid cultures in BME served as a control. 

Cell metabolic activity assessment 
To  assess metabolic  activity  of  CCAOs  in  the  different  environments,  Presto  Blue  Cell 

Viability Reagent (Thermo Fisher Scientific) was used at multiple time points for the same 

sample. Day 1 was measured at 24 hours after seeding. Presto Blue compound was diluted 

1:10  in EM. The scaffolds were  incubated  in the dark at 37°C, 5% CO2 for 4 hours. After 

incubation, the medium was plated  in triplicate  in a 96 wells plate. The absorbance was 
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recorded with excitation of 530nm  and emission of 590nm using  an Omega POLARstar 

Microplate reader (BMG labtech). Empty scaffolds without cells were used for calculating 

background absorbance. Background was subtracted and data was normalized to day 1.  

GFP‐tagging of CCAOs 
CCAOs were transduced using lentivirus produced from a 3th generation single constitutive 

promoter (EF1) lentivector for the dual expression of CBRed2 and copGFP (SBI, Sanbio) [16]. 

Organoids were harvested and dissociated to smaller  fragments by vigorous pipetting  in 

cold advanced DMEM/F12. Organoid  fragments were  transferred  to a 24‐wells plate  for 

stable transduction using 500µl of virus supernatant, supplemented with polyethylenimine 

(PEI, 1:1000, Invitrogen) and 500µl EM. The organoid fragments were spinocculated at 32˚C, 

for 60 min at 800 rpm. After this, the plate was transferred to 37˚C for 6 hours after which 

the  fragments  were  re‐plated  in  BME  to  form  organoids.  Transduction  efficiency  was 

determined by GFP detection using a  fluorescence microscope and  subsequently  sorted 

based on copGFP positivity to create a homogenous population.  

Immunofluorescent staining 
To evaluate localization of protein abundance, immunofluorescent staining was performed 

combined with whole mount confocal microscopy. All samples were fixed for 10 minutes 

using 4% PFA and permeabilized with 0.1% Triton X‐100 diluted  in PBS  for 15 minutes. 

Subsequently,  samples were  exposed  to  10%  serum  diluted  in  1%  BSA‐PBS  to  prevent 

nonspecific  antibody  binding.  Primary  antibodies  (Vimentin  1:100,  Bio‐connect;  Zonula 

Occludens‐1 (ZO‐1) 1:100, ProteinTech; Keratin 7 (KRT7) 1:100, Dako; Ki67 ready to use, gift 

from  the Department of Pathology, Erasmus MC University Medical Center Rotterdam) 

were added to the organoids and  incubated overnight at 4˚C.  Incubation with secondary 

antibody Alexa 488 (1:100, Fisher Scientific) took place for 60 minutes at RT. Cytoskeletal 

staining with Phalloidin Alexa Fluor™ 488 (1:200, Fisher Scientific) and nuclear staining with 

DAPI were incubated for 2h at RT before confocal imaging.  

Confocal imaging of immunofluorescence 
All samples, both stained and GFP‐tagged, were analyzed using confocal imaging. Samples 

were imaged using a Leica 20X (NA 1.0) water dipping lens on Leica DM6000 CFS microscope 

with  a  LEICA  TCS  SP5  II  confocal  system or  an Opera  Phenix HCS  system  (PerkinElmer) 

equipped with a 20x air objective (NA 0.4) and 40x water immersion objective (NA 1.1) for 

detection  on  the  Opera  Phenix  High‐Content  Screening  System  (PerkinElmer).  Stained 

images were processed using ImageJ/Fiji. Alternatively, GFP‐tagged organoid proliferation 

and migration was analyzed using the Opera Phenix Harmony PhenoLOGIC software (v4.9, 

Perkin Elmer). Specifically, Alexa 488 positive cells (or cell clusters) were segmented as 3D 

volumes using a  local threshold (0.6) to compensate for  loss of signal and allow efficient 
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detection of cells that are deeper in the matrix. 3D volumes smaller than 20000 um3 were 

excluded  to  eliminate  small  fragments  and  debris.  Automated  segmentation  is  next 

confirmed by visual inspection of the raw images. The Opera Phenix Harmony PhenoLOGIC 

software was used to produce the supplementary videos by selecting all data points and 

creating a time‐lapse video with the ‘use as time window function’ (16 data points resulting 

in 16 frames, every 24 hours with an additional data point at 12 hours , recorded with 3 

frames/second) with  no  flatfield  correction, max  projection  stack  processing  (z‐height: 

236.4 um – 29.2 um), and auto‐contrast settings for Alexa 488. To probe the adherence to 

Gompertz growth model, least squares regression was used as a fitting method (Prism 8), 

and a non‐linear fit curve was established. The starting population was constrained to >0 

and no constraint was placed on maximum population (YM). To visualize collagen, Second 

Harmonic Generation  (SHG) microscopy was used  [17].  In short,  the Leica water dipping 

lens (20x) with numerical aperture of 1.00 was used to deliver the excitation signal and to 

collect the emission signal. The SHG signal was collected using 880 nm excitation. The SHG 

signal was collected using PMT detectors with emission filter of 435‐445 nm, the DAPI signal 

with 415‐495 nm, and the Fluor 488 signal using 500‐550 nm. Averaging was performed 

over 4 lines to reduce the effect of background noise.  

Stable Isotope Labeling with Amino acids in Cell culture (SILAC) 
SILAC‐R‐Spondin medium was  produced  by  replacing  conventional  L‐lysine with  13C6  L‐

lysine‐2HCL (‘heavy’; Thermo Fischer Scientific, Waltham, MA, USA). SILAC‐R‐Spondin was 

harvested,  filtered  and  stored  at  ‐20°C  until  use.  SILAC‐EM was  prepared  by  replacing 

advanced DMEM/F12 and R‐spondin with their SILAC counterparts containing the heavier 

amino acids (for DMEM/F12 ‘normal’ l‐Lysine was replaced by 13C6 15N2 l‐Lysine‐2HCl and 

‘normal’  l‐ Arginine was  replaced  by  13C6  15N4  l‐Arginine‐HCl).  To  start,  all  CCAOs were 

cultured  for  a minimum  of  21  days  in  ‘heavy’ medium  to  allow  for  heavy  amino  acid 

incorporation into produced proteins. This is required for distinguishing proteins produced 

by CCAOs, which will be heavier, and proteins already present  in  the  surrounding ECM 

substrates, which will be  ‘normal’ weight.  Subsequently,  recellularization  (see Methods 

‘recellularization’) with heavy amino acid‐incorporated CCAOs was done and CCAOs with 

surrounding ECM substrates (CCA‐M/TFL‐M/BME) were harvested after 14 days of culture. 

Harvesting occurred by removal of medium, subsequent snap‐freezing  in  liquid nitrogen, 

and  storage  at  ‐80°C.  Before  analysis,  samples  were  lyophilized  (Zirbus  Technology 

Sublimator 400). 

Sample preparation for SILAC mass spectrometry 
Lyophilized  samples  were  rehydrated  in  100‐200  µl  extraction  buffer  with  100  mM 

ammonium  bicarbonate  with  8  M  urea,  and  homogenized  using  a  Bioruptor®Plus 

(Diagenode  SA,  Seraing,  Belgium)  at  4°C  for  40  cycles,  15  s  ON/OFF.  Samples  was 
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centrifuged  (14000 g, 15 min) and  the protein content of supernatants was determined 

using Pierce BCA Protein Assay Kit  (Thermo Fisher Scientific). 30 µg of  this urea  soluble 

protein  fraction  was  processed  further  by  reduction  with  5  mM  tris‐2‐carboxyethyl 

phosphine (TCEP) for 30 min at 37°C, alkylated with 10 mM iodoacetamide for 45 min at 

room temperature, followed by overnight trypsin digestion at 37°C. Digestion was stopped 

by  addition of  trifluoroacetic  (TFA)  acid  to  a pH  <  3.  Samples were desalted using C18 

reversed‐phase  spin  columns  (UltraMicro  Spin  Column, Nest  group,  Ipswich, MA, USA) 

according to manufacturer’s instructions. After desalting, samples were resuspended in 2% 

acetonitrile  (ACN),  0.1%  TFA  and  the  peptide  concentrations were  determined  using  a 

NanoDrop 2000c Spectrophotometer (Thermo Fisher Scientific).  

LC MS/MS analysis 
The LC MS/MS analysis was performed on a Tribrid mass spectrometer (MS) Orbitrap Fusion 

equipped with a Nanospray source and coupled with an EASY‐nLC 1000 ultrahigh pressure 

liquid chromatography (UHPLC) pump (Thermo Fischer Scientific, San Jose, CA). One µg of 

peptides was loaded and concentrated on an Acclaim PepMap 100 C18 precolumn (75 μm 

x 2 cm, Thermo Scientific) and then separated on an Acclaim PepMap RSLC column (75 μm 

x 25 cm, nanoViper, C18, 2 μm, 100 Å) with a column temperature of 45°C. Peptides were 

eluted by a nonlinear 2h gradient at a  flow rate of 300 nL/min  from 2% solvent B  (0.1% 

formic acid (FA)/ACN, Merck)/98% Solvent A (0.1% FA in water, Merck) to 40% solvent B. 

The Orbitrap Fusion was operated in the positive data‐dependent acquisition (DDA) mode. 

Full MS survey scans from m/z 375‐1500 with a resolution 120,000 were performed in the 

Orbitrap detector.  The  automatic  gain  control  (AGC)  target was  set  to  4  × 105 with  an 

injection time of 50 ms. The most intense ions (up to 20) with charge states 2‐7 from the 

full  MS  scan  were  selected  for  fragmentation.  MS2  precursors  were  isolated  with  a 

quadrupole mass filter set to a width of 1.2 m/z. Precursors were fragmented by Higher 

Energy Collision Dissociation (HCD) and detected in Orbitrap detector with a resolution of 

30,000. The normalized collision energy (NCE) in HCD cell was set 30%. The values for the 

AGC target and injection time were 5 × 104 and 54 ms, respectively. The duration of dynamic 

exclusion was set to 45 s and the mass tolerance window to 10 ppm.  

Data analysis for SILAC 
Analysis of raw files was performed with MaxQuant (version 1.6.17.0). The resulting peak 

lists were searched in Andromeda against a reviewed human UniProtKB database (release 

2020_04),  complemented with  the  standard MaxQuant  contaminant  database.  Enzyme 

specificity was set to trypsin/P with a maximum of two missed cleavages. Precursor mass 

tolerance  was  set  to  4.5  ppm  and  fragment  ion  mass  tolerance  to  20  ppm. 

Carbamidomethylation of cysteine was used as fixed modification, oxidation (Methionine), 
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deamination  (Asparagine),  hydroxyproline  and  acetylation were  considered  as  variable 

modifications. The false discovery rate (FDR) was set to 0.01 for both peptides and proteins. 

Additional data analysis on protein comparisons was done with R (version 4.0.3). Proteins 

identified  are  divided  into  cellular,  core  matrisome,  and  matrisome‐associated. 

Furthermore,  the  identified  matrisome  proteins  are  subdivided  into  ECM‐affiliated 

proteins,  secreted  factors,  collagens,  ECM  regulators,  ECM  glycoproteins,  and 

proteoglycans as determined by MatrisomeDB [18]. For analysis of differential abundance, 

EdgeR  (version 3.32.1) and Limma  (version 3.46.0) R packages were used. We classified 

proteins as ‘exclusive’  if they are present  in all samples (n=2 biological replicates) of one 

condition, while absent  in all others (n=4). The mass spectrometry proteomics data have 

been deposited to the ProteomeXchange Consortium via the PRIDE partner repository [19] 

with the dataset identifier PXD028408. 

 

Bulk RNA‐sequencing 
RNA from CCA primary tissue and CCAOs cultured in CCA‐M (n=9), TFL‐M (n=6), and BME 

(n=3) was collected  in  lysis buffer at day 14  (QIAzol  lysing reagent, Qiagen) and  isolated 

using the miRNeasy mini kit (Qiagen) according to the manufacturer’s protocol. Bulk RNA‐

sequencing was performed by Novogene  (Beijing, China)  resulting  in 20‐30 million, 150 

nucleotides long, paired‐end reads (accession number GSE188527). Sequencing data were 

uploaded  to  the Galaxy Web platform public server usegalaxy.org  [20]. Sequences were 

trimmed  for adapters using Trim Galore!  (version 0.4.3.1), and mapped using RNA STAR 

(version  2.6.8a)  against  the  human  reference  genome  GRCh38.  Mapped  reads  were 

translated to counts using FeatureCounts (version 2.0.1) applying the built‐in hg38 genome 

annotation  file. CCA primary  tissue bulk RNA‐sequencing data  from patient CCAO1 was 

retrieved from our previously published manuscript [4] (accession number GSE84073) and 

incorporated  into  this  dataset. We  previously  sequenced  data  from  CCAOs  cultured  in 

basement  membrane  extract  (BME)  and  expansion  medium  (accession  number 

GSE179601).  All  raw  counts were  batch  corrected  using  ComBat‐seq  (available  via  sva 

package version 3.36.0) using a negative binomial regression model. After filtering for genes 

with low expression, we could compare the expression profiles of 16.637 genes. Analysis of 

differential expression was performed using edgeR  (version 3.32.1) and  Limma  (version 

3.46.0) R packages. Genes were considered differentially expressed when the adjusted p‐

value was <0.05  (Benjamini Hochberg  FDR  corrected).  Subsequent gene  set enrichment 

analysis (GSEA) on the  log2 fold change values was done using fgsea (version 1.16.0) and 

gage  (version 2.40.1) R packages. To  increase  specificity  for gene  set enrichment,  fgsea 

results  were  combined  with  gage  results.  Thus,  only  pathways  which  are  significantly 

enriched in both analysis methods are retained. To assess similarity between in vivo tissue 

and our in vitro model, we filtered overall gene expression to only include top 100 DE genes 

between CCA‐M and TFL‐M, as well as between CCA‐M and BME. These gene sets were 
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used to create a Pearson’s correlation matrix as a comparative method to in vivo CCA tissue 

transcriptome.  

In vitro drug assay 
CCAOs (n=3) were dissociated to single cells or small clumps with TrypLE (Thermo Fisher 

Scientific) for 3 x 5 minutes at 37 ̊ C while applying mechanical disruption through pipetting. 

TrypLE was  inactivated by adding cold AdvDMEM/F12, centrifuged  for 5 minutes  (4˚C at 

1500RPM) and counted for plating out at a concentration of 5000 cells per decellularized 

matrix in 96 well plates. EM was added for 3 days. Subsequently, a concentration dilution 

series of gemcitabine, cisplatin, or a combination of both compounds was added, and cell 

viability was measured using RealTime‐Glo  (Promega) at multiple  time points  for a  total 

duration of 72h according to manufacturer’s instructions. The same scaffold was measured 

at multiple time points, allowing for quantitative analysis of cell viability over time.  

Live/Dead stainings 
Recellularized scaffolds were incubated in EM containing 100 µg/ml Hoechst 33342, 12.5 

µg/ml propidium iodide (PI, Sigma‐Aldrich), 1 µM calcein acetoxymethyl ester (Calcein AM, 

Thermo Fisher Scientific) for 30 minutes at 37 °C in the dark. Images were captured with an 

EVOS fluorescent microscope or with the Leica SP5 inverted confocal microscope. 

Cancer Genome Atlas (TCGA) survival analysis 
Exclusively identified matrisome‐related proteins in CCA‐M, TFL‐M, or BME were probed for 

their  influence on patient  survival within  the TCGA CCA  cohort. Both protein  and gene 

expression was determined. 36 patients from the TCGA‐CCA cohort were included for gene 

expression analysis, and 30 patients for protein analysis. Only patient data which included 

survival data were included in the analysis. Data for gene expression linked to survival was 

accessed through GEPIA [21], and data for protein expression through TRGAted [21, 22]. 

Group cut‐offs for gene expression was at the median, and the hazard ratio was determined 

from the Cox Proportional Hazard regression model. For protein expression, optimal cutoff 

points  are based on  finding  the  lowest  log‐rank p‐value,  and  the hazard  ratio was  also 

determined from the Cox Proportional Hazard regression model. Progression free survival 

and overall survival were plotted through GEPIA and TRGAted.  

Statistical analyses 
All  statistical  analyses  were  conducted  using  GraphPad  Prism  (version  8,  GraphPad 

Software) or R (version 4.0.3, R Core Team). Qualitative data were analyzed with the χ2 or 

Fisher  exacts  tests  and  were  presented  with  numbers  and  percentages.  Continuous 

variables were  tested using a Mann‐Whitney‐U  test and presented graphically as means 

with standard deviation or standard error of mean. Multi‐variate analysis was done with 2‐
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way ANOVA with multiple  comparison  testing  for  different  time  points  and  Bonferroni 

correction. In all tests, a p value of <0.05 is considered significant. 
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Results  

Culturing cholangiocarcinoma organoids in native CCA tumor ECM induces 

tumor‐specific characteristics.  
Patient‐derived  in  vitro models were  created  by  combining  CCAOs with  decellularized 

matrix (Fig. 1A), collected from resected material (Table S3). H&E staining showed a dense 

extracellular matrix in the CCA tissue surrounding the tumor cells, which was retained after 

decellularization (Fig. 1B, black arrows point at desmoplastic area). This desmoplastic area 

mainly consists of high‐density collagen bundles (Fig. 1C). TFL‐M also maintained its original 

tissue structure, but, as expected, no fibrosis was present. Quantitative analysis of collagen 

showed  a  2.3‐fold  higher  amount  of  collagen  in  decellularized  CCA  compared  to 

decellularized TFL, congruent with the dense extracellular matrix visible  in histochemical 

stainings (Fig. 1B‐D1). The increase in collagen content after decellularization is related to 

the relative shift in weight of collagen compared to the total weight. sGAG content of CCA 

tissue before decellularization was approximately 1.5‐fold higher compared to TFL, and this 

difference  was  retained  after  decellularization  (Fig.  1E).  Similarly,  mechanical  analysis 

showed  a  significantly  stiffer  extracellular  matrix  in  CCA  compared  to  TFL,  that  was 

maintained after decellularization (T=0: p=0.013, T=decell: p<0.0001, Fig. 1F). Analysis of 

DNA content showed a decrease from an average concentration of 970.7 ng/mg wet tissue 

to 17.5 ng/mg wet tissue  for CCA and a decrease  from 1272.0 ng/mg wet tissue to 22.2 

ng/mg wet tissue in TFL (Fig. 1G, H). This equals a significant reduction of 98.2% (p=0.008) 

and  98.3%  (p=0.008),  respectively.  DAPI  staining  revealed  the  absence  of  nuclei  in 

decellularized CCA‐M and TFL‐M (Fig. S1A). No fragments of dsDNA could be detected after 

decellularization (Fig. S1B), confirming complete decellularization according to well‐defined 

criteria [23, 24].  

Cell  aggregates  derived  from  three  patient‐derived  CCAOs  were  directly  seeded  on 

decellularized CCA‐matrix (CCA‐M) and decellularized TFL‐matrix (TFL‐M). Quantification of 

DNA content at day 14 after recellularization showed significant restoration of DNA levels 

in both environments (CCA‐M: 953 ng/mg wet tissue, p=0.036, TFL‐M: 775 ng/mg wet tissue 

,  p=0.036,  Fig.  1G,  H),  to  similar  levels  as  seen  in  native  tissue. Microscopic  analysis 

confirmed the presence of cells in tightly packed cystic structures that were located on the 

scaffold, similar to standard culture conditions in BME (Fig. 2A). Bulk RNA sequencing was 

performed on CCAOs grown in CCA‐M, TFL‐M, and BME. Importantly, Principal Component 

Analysis (PCA) revealed segregations of different clusters, with the locations of the samples 

correlated with both the culture environment as well as patient source of the CCAOs (Fig. 

2B).  Thus,  using  decellularization,  scaffolds  can  be  produced  that  retain  important 

characteristics  of  the  tumor  extracellular  environment,  including  desmoplasia  and 
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increased stiffness, which influences overall cellular behavior as displayed by the different 

transcriptomes.  
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 Fig. 1 Decellularization and characterization of cholangiocarcinoma (CCA) and tumor‐free liver (TFL) 

tissue. (A) Schematic overview of utilizing resected tissue specimens of cholangiocarcinoma (CCA) and 

tumor‐free  liver  tissue  (TFL)  for  both  decellularization  and  organoid  initiation  to  create  a 

comprehensive tumor model. (B, C) Histological characterization of CCA extracellular matrix (CCA‐M) 

and TFL‐M sections before and after decellularization, stained with hematoxylin and eosin (H&E, B) 

and Picrosirius Red (PSR, C). Scale bars indicate 200 µm. Arrows indicate desmoplasia in the tumor 

environment. (D) Total collagen content before (Native) and after (Decell) decellularization for CCA 

and TFL tissue. Error bars indicate ± SD. (E) sulfated glycosaminoglycan (sGAG) content before (Native) 

and  after  (Decell)  decellularization  of  CCA  and  TFL  tissue.  Error  bars  indicate  ±  SD.  (F)  Stiffness 

measurements performed through nano‐indentations on CCA tissue before decellularization (n=57), 

after decellularization (n=81), TFL before decellularization (n=56), and after decellularization (n=47). 

(G,  H)  DNA  quantification  of  CCA  (G)  and  TFL  (H)  before  decellularization  (Native,  n=5),  after 

decellularization  (Decell, n=5), and after recellularization  (Recell, n=3). * p‐value < 0.05. Error bars 

indicate ± SEM. Figure panel 1B, C used CCA‐M1 and TFL‐M1; panel D, E, F CCA‐M1‐3, TFL‐M 1‐3; panel 

G, H CCA‐M1‐5, TFL‐M1‐5 and CCAO1‐3. 

CCAOs in CCA‐M have a more tumor‐specific transcriptome comparable to 

CCA tumor tissue in vivo 
To probe the different culture environments, molecular profiles were further analyzed and 

differentially expressed genes (DEG) were identified for CCAOs grown in CCA‐M compared 

to TFL‐M or BME (Sup. File. 1, 2). CCA‐M cultured CCAOs lose their stem‐cell phenotype to 

a certain extent, as seen by downregulation of stem cell markers LGR5 (p=0.008) and CD44 

(p=0.03) and Wnt target gene CLDN2 (p=0.01) when comparing to CCAOs cultured in BME 

(Fig.  2C).  On  the  other  hand,  various  transporters,  including  AQP7P1  (p=0.01),  TCIM 

(p=0.02), and ASIC4  (p=0.008) are upregulated  in CCA‐M. Comparing CCA‐M and TFL‐M 

cultured CCAOs, clustering was observed based on ECM‐related genes,  including various 

collagens, MMPs, and  integrin’s  (Fig. S2A).  Important ECM adherens  junction molecules 

were  differentially  expressed,  including  ITGB2‐AS1,  ITGB8  (both  p=0.02),  and  ITGB1 

(p=0.0502), showing the role of cell‐ECM interactions in directing cellular behavior (Fig. 2D). 

Furthermore, increased integrin expression (i.e. ITGB8 and ITGB1 upregulation in CCA‐M) 

has  been  linked  extensively  to  the  induction  of  EMT  [25].  This  is  corroborated  by  the 

upregulation of SNAI1  (p=0.005), an  inducer of EMT  in CCA  [26], and TWISTNB  (p=0.02), 

another EMT marker [27], in CCA‐M (Fig. 2D). This was further explored through gene set 

enrichment  analysis  (GSEA)  for DEG between  CCA‐M  and  TFL‐M  cultured  CCAOs. GSEA 

showed significant upregulation of EMT (Normalized Enrichment Score (NES) 2.60) in CCA‐

M, with scaffold and patient‐dependent clustering of EMT‐related genes (Fig 2E, Fig. S2C). 

Furthermore, CCA‐M  also  induced TNF‐alpha  signaling  (NES 4.03), which, particularly  in 

combination with NF‐κB, provides  cell  survival  signals  important  for cancer  survival and 

progression in vivo [28, 29]. TFL‐M mainly induces upregulation of genes related to cellular 

proliferation pathways,  including G2M checkpoint  (NES 3.28) and E2F targets  (NES 3.19) 

(Fig. 2E, Fig. S2B). GSEA on biological processes revealed a similar phenotype, with complex 
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processes  related  to  cytokine  production,  intracellular  signaling  transduction,  and  cell 

activation  upregulated  in  CCA‐M  (Fig.  2F),  while  more  cellular  proliferation‐related 

pathways are dominant in TFL‐M (Fig. S2B, bottom). Comparing CCA‐M and BME cultured 

CCAOs showed similar results in regards to gene set enrichment differences (Fig. S3A, B).  
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Fig. 2 Transcriptome analysis of CCAOs cultured in decellularized matrix (A) Representative bright‐

field microscopy images of CCAOs cultured in CCA‐M, TFL‐M, or BME at day 7. Top row scale bars 2000 

µm,  bottom  row  scale  bars  400  µm.  (B)  Principal  Component  Analysis  (PCA)  plot  displaying  the 

transcriptome differences of CCAOs  cultured  in CCA‐M,  TFL‐M,  and Basement Membrane  Extract 

(BME). (C, D) Volcano scatter plots of statistical significance (adj. p‐value) versus magnitude of change 

(Log2FC) showing differentially expressed genes (DEG) between CCAOs grown in CCA‐M and BME (A), 

and CCA‐M and TFL‐M (B). Highlighted are DEG of specific interest. Red dots represent a adjusted p‐

value of <0.05 and a log2 fold change of >|1|. (E, F) GSEA analysis incorporating DEG comparing CCA‐

M and TFL‐M for Hallmark gene sets (C) and Gene Ontology: Biological Processes (GO:BP) (D). Positive 

NES indicates upregulation of the particular gene set in CCA‐M. Negative NES scores for GO:BP are 

shown  in supplemental  figure S2. All NES scores presented are significantly enriched  (adj. p val. < 

0.05). The most enriched pathways, based on NES score, are represented in the figure. (G) Correlation 

matrix  incorporating  CCA  tumor  tissue,  CCA‐M,  and  TFL‐M  transcriptome  profiles.  Top  100  DEG 

comparing CCA‐M and TFL‐M were used for the comparison matrix. A value of 1 represents complete 

correlation, and a value of 0 indicates no correlation. Figure panel 2F used CCAO1 and CCA‐M1, TFL‐

M2; panel B CCAO1‐3 and CCA‐M1‐ 3, TFL‐M1,2.CCAT = CCA  tumor  tissue; C1/2/3 = CCA‐M1/2/3; 

_T1/2  =  TFL‐M1/2.  Figure  2  panel  A  used  CCAO1  and  CCA‐M1,  TFL‐M2;  panel  B  CCAO1‐3;  the 

subsequent panels used CCA‐M1‐ 3, TFL‐ used CCAO1‐3 and CCA‐M1‐3, TFL‐M1,2. 

We hypothesized that CCA‐M resembles in vivo CCA tissue more closely due to mimicking 

the native microenvironment. To this extent, bulk RNA sequencing data of patient‐paired 

CCAOs and CCA tumor tissue were batch‐corrected and filtered based on differential gene 

expression. As expected, CCA‐M and TFL‐M gene expression profiles were highly similar 

within  each  group  (correlation  coefficient  (CC)  >  0.95).  Importantly,  CCA‐M  showed  a 

significantly  larger average correlation to CCA tissue gene signatures compared to TFL‐M 

(CC 0.83±SD0.03  vs CC 0.70±SD0.03, p=0.004,  Fig. 2G).  Similarly, when  comparing  gene 

expression profiles of CCA‐M to BME, a more pronounced difference  in correlation to  in 

vivo CCA tissue was found (CCA‐M CC 0.88±SD0.04 vs BME CC 0.63±SD0.06, p<0.0001, Fig. 

S3C). This large difference provides strong evidence that CCAOs in CCA‐M exhibit a more 

representative phenotype for  in vivo patient CCA tissue compared to CCAOs  in TFL‐M or 

BME. 

The extracellular environment induces chemoresistance in CCAOs  
To probe  the  role of  the  extracellular  environment  in drug  resistance,  the  response of 

CCAOs  to  chemotherapeutics  was  assessed.  The  standard  of  care  treatment  for  CCA 

patients  is  a  combination  of  gemcitabine  and  cisplatin.  Therefore,  CCA‐M  and  TFL‐M 

cultured  CCAOs  were  exposed  to  different  concentrations  of  gemcitabine  and  a  fixed 

concentration of cisplatin (10 µM) as a combinational therapy (Fig. 3A). Similar to previously 

published  results  [5],  response  to  cisplatin monotherapy was  absent  at  physiologically 

relevant concentrations (data not shown). CCAOs exhibited a dose‐dependent response to 

chemotherapeutics in CCA‐M, TFL‐M, and BME, with an initial resistance during the first 24  
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Fig. 3 Chemotherapy treatment response of CCAOs. (A) Schematic overview of chemotherapeutic 

response measurements comparing CCA‐M, TFL‐M, and BME. GEM = gemcitabine, CIS = cisplatin, L/D 

= Live/Dead staining (B) Cell viability measurements with RealTime‐Glo in response to combinational 

therapy with gemcitabine (1, 10, 100 uM) and constant cisplatin (10 uM) (n=6). Each condition was 

measured at multiple time points during the 72h. (C) Cell viability measurements for two different 

patient‐derived  organoid  lines  (CCAO1,  CCAO2,  n=3  per  organoid  line)  on  CCA‐M  with  varying 

concentrations of gemcitabine  (1, 10, 100 uM) and constant cisplatin  (10 uM).  (D) Representative 

images  of  CCAOs  in  CCA‐M  and  TFL‐M  at  72h  after  treatment  with  gemcitabine  and  cisplatin. 

CalceinAM  (green) and PI  (red) are markers  for alive and dead cells,  respectively.  (E) Cell viability 

measurements directly comparing different concentrations of gemcitabine (top: 1uM, middle: 10uM, 

bottom: 100 uM) with a constant 10 uM concentration of cisplatin. * p‐value < 0.05. Error bars indicate 

± S.D. Analysis for Fig. 3 was done using CCAO1,2 and CCA‐M1‐3, TFL‐M1‐3.  
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hours and a subsequent sharper decrease  in cell viability  (Fig. 3B).  Interestingly, patient‐

specific differences in response to chemotherapeutics were present in CCA‐M (Fig. 3C). The 

chemotherapeutic killing of CCAOs was also visible via live/dead staining’s (Fig. 3D). When 

comparing the response of CCAOs in CCA‐M and TFL directly at different concentrations, a 

significant difference in chemo response was observed at different dosages of gemcitabine 

(1 uM p=0.023, 10 uM p=0.0438, 100 uM p=0.018, Fig. 3E). Thus, at both  low and high 

gemcitabine  concentrations  there  was  a  protective  effect  of  the  extracellular  tumor 

environment on  cellular  viability. Comparing CCAOs  in decellularized matrices and BME 

directly  in  regards  to drug  response  is potentially  flawed, due  to  the  cell  location  as  a 

consequence of different seeding strategies, 2D vs 3D culture, and potential effect of drug 

diffusion through BME [30]. Together this data shows that CCAOs in a CCA‐M environment 

are able to mimic  in vivo CCA tumor tissue on a transcriptional  level more closely, which 

coincides with an increased resistance to chemotherapeutics. Combinational therapy with 

gemcitabine  and  cisplatin  is only  able  to provide  a  relatively modest benefit  to overall 

survival in patients [31], and this data suggests that this effect is, to a certain extent, due to 

the desmoplastic environment. 

ECM‐specific differences in growth dynamics display cancer‐related 

proliferative and migratory patterns 
In  vivo,  cancer  progression  is  grounded  in  two  fundamental  processes  of  growth:  cell 

invasion and expansive growth of tumor cells [32, 33]. Cancer cell invasive behavior can be 

further  divided  into  two  main  patterns:  collective  cell  migration  and  individual  cell 

migration  [34].  As  invasion  is  inherently  linked  to  the  surrounding  environment  of  the 

tumor, we sought to determine the growth dynamics of CCAOs within CCA‐M and TFL‐M. 

To this extent, CCAOs were genetically labeled with a GFP‐tag and imaged in real time via 

live‐cell  confocal microscopy  for  a  duration  of  14  days.  The  amount  of GFP‐signal was 

quantified over time through total surface area and volume, to discern formation of large 

cell aggregates (ratio surface area/volume is lower) and small aggregates/single cells (ratio 

surface  area/volume  is  higher).  Additionally,  the  average  height  of  GFP‐signal  was 

measured to provide an up/downwards directionality to the proliferation. CCAOs were able 

to proliferate in CCA‐M and TFL‐M, demonstrated by the overall increase in GFP‐signal over 

time (Fig. 4A, Fig. S4A, Supplemental Video 1‐4). In addition, a difference in cell proliferative 

behavior can be observed in the two environments. CCAOs grown in TFL‐M form a collective 

invasive  front, whereas a more spread out  inducement of growth throughout the whole 

matrix, more  reminiscent of  individual cell migration and proliferation, was observed  in 

CCA‐M (Fig. 4A). Cellular surface area shows a 3.4‐fold increase over time (compared to day 

1)  in CCA‐M and 2.5‐fold  increase  in TFL‐M after 14 days  (p=0.014,  Fig. 4B). GFP‐signal 

tracking of this increase showed that CCAOs in TFL‐M are proliferating partly in an upward 

trajectory, possibly through a nutrient gradient caused by the culture conditions (Fig. 4C). 
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CCA‐M  induces  an  initial  upward movement,  followed  by  a  slight  decrease  from  day  9 

onward.  This  suggests  different behavior occurring, with  an  increase  in  cellular  growth 

within  the matrix  through  the aforementioned  individual cell migration and  subsequent 

proliferation of these cells in CCA‐M. GFP‐signal volume measurements, representative of 

total  cellular  volume  and  displayed  as  a  fold  change  from  day  1,  showed  a  significant 

difference in cellular volume, particularly around day 6‐10, which levels off near day 14 (Day 

9: 5.70 (CCA‐M) vs 3.87 (TFL‐M); Day 14: CCA‐M 6.62 (CCA‐M) vs 5.38 (TFL‐M), p=0.019, Fig. 

4D). The  larger  increase  in volume compared  to surface area  indicates  the  formation of 

larger clusters of cells forming over time (increase in ratio volume to surface area). CCAOs 

grown  in both CCA‐M and TFL‐M, adhere to the  laws of Gompertz growth dynamics to a 

certain degree (R2 = CCA‐M 0.79, TFL‐M 0.95, Fig. S4B) [35].  

Expression of proliferation marker KI67 confirmed partly the observed growth rates at the 

gene level (Fig. S4C). At the protein level, cell proliferation at both day 7 and day 14 in CCA‐

M and TFL‐M was observed, however without significant differences  (Fig. 4E, F). Further 

quantitative  analysis  through metabolic activity measurements of CCAOs  adhere  to  the 

same observed trends, namely the induction of a higher initial proliferation rate in CCAOs 

when cultured in their native (CCA‐M) environment (Fig. 4G), although this difference was 

not significant (p=0.15). These results give insight into the complex growth behavior of CCA 

tumors  likely  induced by the microenvironment, mimicking defined cancer cell migration 

patterns.  

The observed growth dynamics are related to the formation of 

morphological structures associated with the induction of EMT  
To  further  dissect  these macro‐scale  observations  of  collective  cell  behavior,  detailed 

morphological and proteome analyses were performed. Actin filament staining after 7 days 

showed  the  formation of organoid‐like morphology,  showing densely packed  structures 

composed  of  multiple  cells,  in  CCA‐M  and  TFL‐M,  confirming  previous  bright  field 

images(Fig. 5A,  left panel, Fig. 1F). Additionally, the use of Second‐Harmonic Generation 

(SHG) microscopy enabled visualization of collagen bundles, which confirmed the difference 

in collagen content and structure, caused by the presence (CCA‐M) and absence (TFL‐M) of 

the desmoplastic environment (Fig. 5A, middle panel). After 14 days, a dysregulated cellular 

layer has  formed through rearrangement of actin  filaments, with visible tightly attached 

focal adhesions, suggesting the presence of partially, but not complete, polarized cancer 

cells  (Fig.  5B).  This was  corroborated  by  the  lack  of  pronounced  localization  of  zonula 

occludens  (ZO‐1)  in  the  cell membrane  (Fig.  S5A). Moreover,  KRT7,  a well‐established 

marker for CCA [36], showed localized expression in both environments (Fig. S5A). CCAOs 

cultured in BME show limited transformation of cellular morphology, and exhibited similar 

structures to scaffold cultures at day 7 (Fig. S5B).  
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Fig. 4 CCAO growth and migration dynamics are extracellular matrix‐dependent. (A) Representative 

3D live cell confocal images of GFP‐tagged CCAOs on CCA‐M and TFL‐M at day 1, day 5, day 9, and day 

14  are  shown.  Scale  bars  indicate  400  µm.  (B)  Analysis  of  GFP‐positive  surface  area  (µm2) 

measurements  relative  to day 0.  Live‐cell  confocal  images  (n=4  for both CCA‐M and TFL‐M) were 

obtained for 14 days. (C) Analysis of the average Z‐height of GFP‐positive signal over time on CCA‐M 

and TFL‐M. The average Z‐height is calculated from the bottom of the plate, which is taken as 0 um. 

(D)  Analysis  of GFP‐positive  volume  (µm3) measurements  relative  to  day  0  representing  cellular 

growth. (E) Representative immunofluorescent images of Ki67 (green), a marker for proliferation, at 

day  7  and  14. Nuclei were  stained with DAPI  (blue).  Scale  bar  indicates  200  µm.  (F) Analysis  of 

immunofluorescent  images  (n=3) of Ki67 staining  for each  time point and condition.  Independent 

samples were analyzed  for day 7 and day 14.  (G) Quantitative PrestoBlue measurements showing 

metabolic activity of CCAOs as represented by absorbance relative to D0 (n=3 per time point). All error 

bars within this figure indicate ± S.D. Analysis for Fig.4A‐D was done with CCAO1, 2 and CCA‐M2, 3 

and TFL‐M2, 3; Panel E, F, G with CCAO1‐3 on CCA‐M1, TFL‐M1.  

The observed growth dynamics are related to the formation of 

morphological structures associated with the induction of EMT  
To  further  dissect  these macro‐scale  observations  of  collective  cell  behavior,  detailed 

morphological and proteome analyses were performed. Actin filament staining after 7 days 

showed  the  formation of organoid‐like morphology,  showing densely packed  structures 

composed  of  multiple  cells,  in  CCA‐M  and  TFL‐M,  confirming  previous  bright  field 

images(Fig. 5A,  left panel, Fig. 1F). Additionally, the use of Second‐Harmonic Generation 

(SHG) microscopy enabled visualization of collagen bundles, which confirmed the difference 

in collagen content and structure, caused by the presence (CCA‐M) and absence (TFL‐M) of 

the desmoplastic environment (Fig. 5A, middle panel). After 14 days, a dysregulated cellular 

layer has  formed through rearrangement of actin  filaments, with visible tightly attached 

focal adhesions, suggesting the presence of partially, but not complete, polarized cancer 

cells  (Fig.  5B).  This was  corroborated  by  the  lack  of  pronounced  localization  of  zonula 

occludens  (ZO‐1)  in  the  cell membrane  (Fig.  S5A). Moreover,  KRT7,  a well‐established 

marker for CCA [36], showed localized expression in both environments (Fig. S5A). CCAOs 

cultured in BME show limited transformation of cellular morphology, and exhibited similar 

structures to scaffold cultures at day 7 (Fig. S5B).  

To determine the biomechanical cues driving the observed complex structures and growth 

dynamics, a  comprehensive proteomic analyses was performed, with proteins  classified 

according  to MatrisomeDB  [18]. SILAC was utilized  to discriminate between pre‐existing 

proteins present and soluble proteins  that are produced by  the CCAOs. A  total of 1640, 

1604, and 1357 produced proteins were identified while being cultured in CCA‐M, TFL‐M, 

and BME, respectively. The relative division of protein abundance was similar between all 

conditions, except for an  increased production of core matrisome proteins  in TFL‐M (Fig. 

5C). However, the highest number of proteins produced was identified in CCA‐M in all three 
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MatrisomeDB categories, showing that culture of CCAOs in their native microenvironment 

results  in an  increased diversity of proteins  (Fig. 5D). The same trend can be seen when 

looking at exclusively produced proteins (Fig. 5E). To determine if the migratory dynamics, 

phenotypic morphology, and difference in protein productions are related, we performed 

gene set enrichment analysis (GSEA) on the exclusively produced proteins of CCA‐M (Fig. 

S5C).  The Gene Ontology  (GO)  term  Extracellular  exosomes,  involved  in  a multitude of 

processes,  including  (but not  limited  to) EMT  [37], was significantly associated with  this 

protein signature. To metastasize from a primary tumor site, cancer cells often undergo the 

process of EMT to obtain invasive and migratory properties [38]. Classical EMT markers such 

as  VIM,  TGFBI,  and  FN1  are  among  proteins  exclusively  produced  in  CCA‐M  (Fig.  5F). 

Additionally,  other  molecules  that  have  been  shown  to  regulate  and  mediate  EMT 

induction, such as VTN  [39] and CLU  [40], or associated with CCA development, such as 

PRELP [41], were also exclusively produced by CCAOs cultured in CCA‐M. This data is in line 

with  the  transcriptome  enrichment  of  EMT‐related markers  in  CCA‐M  (Fig.  2C, D)  and 

known evidence about EMT occurrence  in CCA  [38]. Furthermore, presence of VIM was 

confirmed by immunofluorescence staining, showing spread out positivity in CCA‐M, similar 

to  the  tumor  cell  growth  pattern  observed  (Fig.  5G,  Fig.  4A). VIM  expression was  also 

observed  in TFL‐M,  localized more  regionally, suggesting high expression at  the  invasive 

front  (Fig.  5G).  These  findings  are  in  agreement  with  previous  publications  that 

demonstrated  the  relationship between high VIM expression and  invasive phenotype of 

cancer cells [42, 43]. The disparity between SILAC and immunofluorescence staining of VIM 

is likely due to a difference in sensitivity. Cross sectional imaging of H&E stained CCAOs on 

CCA‐M and TFL‐M confirmed the different invasive characteristics: the invasive front (TFL‐

M) and more widespread  invasion of single or multi‐cellular structures  (CCA‐M)  (Fig. 5H, 

Fig. S4A). To conclude, both CCA‐M and TFL‐M  induce organoid‐like morphologies, with 

distinct cellular behavior related to EMT and invasive capabilities mimicking known cancer 

migratory patterns. Furthermore, we show that ECM permissiveness for the occurrence of 

invasion is environment dependent. 

The cell‐ECM feedback loop is dependent on the extracellular environment  
To  further compare proteomes  in different environments, proteome profiles of proteins 

that were present in all samples (total 922 proteins) were analyzed (Sup. File 3). Correlation 

analysis  indicates  a  clear  clustering  separating  CCAOs  cultured  in  BME  and  CCAOs  in 

decellularized matrix, as well as clustering CCA‐M and TFL‐M  (Fig. 6A). When comparing 

proteins produced by CCAOs in CCA‐M or BME, two important proteins in CCA‐M stand out: 

Growth/Differentiation Factor 15 (GDF15), related to EMT and metastasis  in cancer [44], 

and  heparan  sulfate  proteoglycan  (HSPG), which  also  has  enhanced  expression  in  CCA 

tumor stroma in vivo [45] (Fig. 6B). BME upregulated proteins, compared to CCA‐M or TFL‐

M, included Nucleolin, a multi‐functional protein which is related to Wnt signaling [46, 47],  
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Fig. 5 Phenotypic comparison between CCAOs cultured  in CCA‐M and TFL‐M. A, B) Whole mount 

imaging of F‐actin (Phalloidin, green), DAPI (blue), and second‐harmonic generation (SHG, red) signal 

of CCAOs in CCA‐M and TFL‐M at day 7 (A) and 14 (B). Scale bars indicate 200 µm. C,D) Interleaved 

bar plot of relative percentage (C) and total number of proteins (D) produced. Proteins are subdivided 

into  cellular,  core matrisome, and matrisome‐associated. E) Venn diagram  showing exclusive and 

overlapping protein production in CCA‐M, TFL‐M, or BME. Proteins are deemed exclusive if they are 

present  in  all  samples  of  one  condition,  and  absent  in  all  other  samples.  F) Bar plot  of  selected 

exclusively  identified  proteins  in  CCA‐M.  Values  are  log2  transformed. G) Whole mount  confocal 

imaging of Vimentin (red) and DAPI (blue) of CCAOs in CCA‐M and TFL‐M. Scale bars indicate 200 µm. 

H)  Representative  Hematoxylin  and  Eosin  (H&E)  staining  of  the  cross‐section  located within  the 

scaffold. Arrows highlight the invasive front‐like phenotype. Scale bars indicate 200 µm. Analysis for 

Fig.5A‐B was done with CCAO1,2 and CCA‐M5 and TFL‐M6; Panels C‐E are with CCAO1,2 on CCA‐M2, 

TFL‐M2; Panels F‐G are CCAO2 on CCA‐M2 and TFL‐M1. 

and ribosomal‐related proteins ribosomal protein L4 (RPL4) and nucleophosmin 1 (NPM1). 

Differentially expressed proteins in TFL‐M compared to BME included phosphoglucomutase 

1 (PGM1) and kinectin 1 (KTN1), both promotors of cancer progression [48, 49] (Fig. 6C). 

Limited differentially expressed proteins were present when comparing CCA‐M to TFL‐M, 

with notably GDF15 consistently overproduced  in CCA‐M  (Fig. S6A). This, combined with 

the exclusive protein profile (Fig. S5C), confirmed that CCA‐M was able to induce cellular 

functioning  that differentiates  itself  from BME and TFL‐M. To expand on previous GSEA 

analysis,  a  decellularized matrix  signature,  combining  CCA‐M  and  TFL‐M,  consisted  of 

pathway upregulation primarily related to the interaction between ECM and cells, including 

extracellular matrix, collagen fibril organization, and extracellular exosomes (Fig. 6D). On 

the other hand, a BME  induced protein signature showed a focus on extracellular matrix 

specifically related to the basement membrane and laminin‐1 complex (Fig. S6C). All taken 

together, these data unveil significantly regulated proteins depending on the environment. 

This indicates that the interaction between CCAOs and environment is bi‐directional, with 

CCAOs being influenced by the extracellular matrix components already present, but also 

suggesting that CCAOs can modify their environment. 

CCAOs are able to induce a desmoplastic reaction directly through 

increased collagen production 
CCA and extracellular matrix are inherently linked in vivo, and research on the role of the 

desmoplastic environment in tumor progression show the complexity of this interaction [2]. 

Thus, we  hypothesized  that  utilizing  native  ECM  in  vitro would  enable more  accurate 

modeling of the initiation and progression of desmoplasia in vivo. In all environments (CCA‐

M, TFL‐M, and BME) the majority of the produced proteins consisted of secreted factors 

(Fig. 6E, Fig. S6D). CCAOs in BME had at least 5.5x (12.01% vs 2.20‐0.89%) as much relative 

production of glycoproteins, which are the main components of the basement membrane 

[50]. In vivo, the desmoplastic extracellular environment in CCA consists mainly of a dense 
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network of different types of collagens and fibronectin [51, 52]. Looking at overall relative 

collagen production, CCAOs in TFL‐M produced approximately 12x (25.79% vs 2.05‐0.62%) 

as much collagens compared to CCA‐M or BME (Fig. 6E). Furthermore, collagens produced 

in both a CCA‐M and TFL‐M setting were consistently more produced in the latter (Fig. 6F). 

This data was confirmed by quantifying the amount of collagen present per scaffold through 

hydrolysis, which  showed  a  significant higher  amount of  collagen  in decellularized CCA 

compared  to  TFL  (p=0.03),  owing  to  the  desmoplasia  present  (Fig.  6G).  After 

recellularization, no significant difference was observed, indicating that there was a relative 

increase  in  collagen  production  within  TFL‐M.  On  the  other  hand,  CCA‐M  induced 

production  of  more  unique  matrisome‐related  proteins,  including  the  production  of 

collagen  (COL4A2)  and  fibronectin  (FN1)  (Fig.  6F,  Fig.  S6E).  Survival‐outcome  analysis 

showed that in the TCGA‐CHOL cohort of CCA patients (n=30), a high expression of FN1 was 

associated with a worse overall survival and progression free survival (Fig. 6H, Fig. S6F). For 

BME, the bulk of glycoproteins produced are related to the basement membrane, including 

LAMA1, LAMB1, LAMC1, NID‐1, and NID‐2 (Fig. 6F), and this matrisome signature was not 

associated with any clinical response (Fig. S6G, H). Taken together, CCAOs recapitulate the 

initiation of a desmoplastic response when grown in TFL‐M, illustrated by the high amount 

of collagen deposition. On the other hand, the CCA‐M environment is already desmoplastic, 

and  results  in progression,  rather  than  initiation, of desmoplasia  through production of 

clinically relevant extracellular matrix proteins.  
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Fig. 6 Proteome analysis of CCAOs cultured in CCA‐M, TFL‐M, and BME. A) Heatmap of hierarchical 

clustering based on spearman correlation of CCAOs in CCA‐M, TFL‐M, and BME. Only proteins present 

in all samples are used for clustering. Protein abundance values are log2 transformed before analysis. 

B,  C)  A  volcano  scatter  plot  of  statistical  significance  (adj.  p‐value)  versus magnitude  of  change 

(Log2FC) showing DE proteins between CCA‐M (B) or TFL‐M (C) and BME culture. Positive  log2 fold 

change indicates increased abundance in a BME environment. D) GSEA of proteins exclusively present 

in decellularized matrix (CCA‐M and TFL‐M) compared to BME. Results were obtained by using the 

DAVID database [53, 54], and filtered for GO:BP, GO:MF, and GO:CC. E) Pie charts showing relative 

abundance (%) of matrisome proteins. F) 2Log transformed abundance values of selected exclusive 

and shared proteins related to the matrisome. G) Collagen quantification of CCA‐M (left) and TFL‐M 

(right) before and after recellularization. n=3, * p‐value < 0.05. Error bars indicate ± S.D. H) Overall 

survival plot for groups with high and low protein expression of FN1 in the TCGA‐CHOL cohort. Optimal 

cutoff points are based on finding the lowest log‐rank p‐value. Hazard ratio (HR) is determined from 

the Cox Proportional Hazard regression model [22]. Analysis for Fig.6A‐F was done with CCAO1,2 and 

CCA‐M2, TFL‐M2; Panel G decellularization values with CCAM4‐6, TFL‐M4‐6, recellularization values 

with CCAO1 on CCA‐M4‐6 and TFL‐M4‐6.  
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Discussion 
Herein,  we  demonstrate  that  patient‐derived  cholangiocarcinoma  organoids  can  be 

cultured on tumor (CCA‐M) and tumor‐free liver (TFL‐M) decellularized matrix to create a 

model  encompassing both  cellular  and  extracellular  aspects of CCA.  The  transcriptomic 

profile of CCAOs  cultured  in a CCA environment are able  to mimic  the gene expression 

profile of patient‐paired  in vivo CCA better  than CCAOs  in TFL‐M or BME, validating  the 

relevance  of  the  improved model.  This  is  accompanied  by  an  increase  in  resistance  to 

gemcitabine  with  cisplatin,  the  standard  regimen  for  CCA.  Furthermore,  CCAOs  show 

distinct growth and proliferation dynamics depending on their environment (i.e. CCA‐M or 

TFL‐M), which is linked to different patterns of invasion and an ECM‐dependent induction 

of  EMT.  Lastly,  primary  epithelial  cells,  cultured  as  CCAOs,  can  aid  in  the  shaping  of  a 

desmoplastic environment directly through increased collagen production.  

The  successful  initiation  of  CCAOs,  as  first  described  by  Broutier  et  al.[4],  allowed  for 

studying various aspects of tumor biology, including biomarker discovery and drug response 

studies, due to their ability to recapitulate patient‐specific transcriptome profiles [5]. We 

show that CCAOs in CCA‐M better mimic in vivo patient CCA tissue on a transcriptome level, 

while  also  upregulating  tumor‐related pathways,  such  as  EMT  and  TNF‐alpha  signaling. 

Epithelial CCA cells exhibit high single cell  inter‐tumor heterogeneity  in vivo  [55], and to 

what extent our model is able to model this phenomenon remains elusive. Recently, single 

cell  (sc)RNA  sequencing  of  hepatobiliary  tumor  organoids  showed  heterogeneity 

recapitulation [56], albeit slightly  limited, and extending scRNA sequencing to this model 

could provide more granularity on the existence of subpopulations and representation of 

the in vivo tumor tissue. Additionally, the difference found in overall transcriptome is linked 

to the observed increased chemo resistance in a tumor environment. The true prognostic 

value of the tumor desmoplastic environment  in CCA  is complicated, also dependent on 

other stromal components [57],  including cancer‐associated fibroblasts (CAFs), which are 

not included within the model described here. Nevertheless, our findings open up avenues 

to  find  ECM‐targeting  therapeutics  that  could  affect  the  desmoplastic  environment.  To 

note, the current set‐up does not provide a patient‐specific model encompassing organoids 

and ECM material from the same patient. Instead, the model is used to comprehensively 

cover the relationship between cells and ECM within the context of CCA, finding common 

denominators  that  can be applied  to  the overall CCA patient population.  Increasing  the 

patient pool for CCAOs would provide further validation of the various findings related to 

tumor cell‐ECM interactions discussed herein.  

Other methods  for organoid  culture have primarily  focused on  creating a more defined 

hydrogel, to probe aspects that are relevant for the maintenance of organoids [58]. These 

alternatives are complementary, as decellularized matrices are able to provide a model that 
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encompasses the extracellular matrix of the tumor comprehensively, but importantly, does 

not  allow  isolation  and  investigation  of  singular  features  (e.g.  separating  the  effect  of 

stiffness and matrix composition). Thus, it is clear that modeling tumor behavior is multi‐

facetted, with no  ‘one model  fits all’ philosophy. This  is also  is  the case  for  initiation of 

CCAOs, which exclusively happens in BME. The effect of BME initiation on CCAO function 

and  properties,  including  outgrowth  of  (sub)populations  of  epithelial  tumor  cells,  is 

currently unknown and requires further research to delineate.  

Live‐cell  imaging  and  tracking  analysis  indicated  that CCAOs  are  able  to proliferate  and 

migrate in distinct patterns depending on their environment, while adhering to the growth 

model as postulated by Gompertz [59]. Similarly, in vivo, Gompertz’s growth model allowed 

for tracking the growth trajectory of liver cancer in mice up to 100 days [60]. Albeit with a 

shorter time‐frame, which possibly could be extended by creating larger scaffolds, a similar 

adherence to this model could be observed. This allows for applications in basic research 

on  growth  and  proliferation  and  potentially  more  in‐depth  observations  on  growth‐

inhibiting preclinical drug testing. Additionally, these distinct growth patterns are linked to 

different migration patterns: collective cell migration and individual cell migration [61, 62]. 

Collective  cell migration  is  often  associated with  high  expression  of  CDH1  and  various 

integrin’s, while individual cell migration is usually marked by EMT and predominates in a 

stiff environment [63, 64]. These findings are in alignment with our data, where collective 

cell  migration  occurs  within  an  invasive‐mimicking  environment  (TFL‐M),  with  gene 

expression  upregulation  of  ITGB2‐AS1,  and  an  invasive  front  phenotype.  Individual  cell 

migration  in  our  system  occurs  within  the  stiffer  tumor  environment  (CCA‐M),  with 

induction of vimentin on a protein level and gene set enrichment of EMT. Recently, single‐

cell analysis of CCA tissue revealed a sub‐cluster of malignant epithelial cells with an EMT‐

dominant signature [55], with high expression of FN1, congruent with our CCA‐M model. 

The combination of CCAOs and decellularized matrix described  in  this study  is very well 

suited to serve as a pathophysiological relevant in vitro system that integrates cancer cell 

proliferation, invasion, migration and EMT occurrence thoroughly. Particularly, the duality 

of  our  findings,  both modeling  a  tumor  environment  and  outgrowth  into  liver  tissue, 

facilitates insight into different patterns of CCA behavior.  

In  this  study,  epithelial  CCA  cells  are  shown  to  produce  soluble  components  of  their 

extracellular  environment,  mimicking  the  environment  already  present.  In  BME,  this 

consists  of  LAMA1,  LAMB1, NID‐1,  and NID‐2,  important  components  of  the  basement 

membrane, but not  representative of  the  tumor extracellular environment of CCA  [65]. 

CAFs  are  known  to  be  important  in  the  production  of  various  desmoplasia‐related 

components  including various collagens, fibronectin, and periostin [2, 66]. Here, primary 

epithelial tumor cells, possibly by undergoing EMT, are also able to produce some of these 

components (COL1A1, COL3A1, FN1) in the presence of an established desmoplastic tumor 
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environment and  in  the absence of CAFs.  If no established desmoplastic environment  is 

present, a pronounced increase in collagen production is observed, suggesting the initiation 

of a desmoplastic environment by  the cells  themselves,  in alignment with  the proposed 

hypothesis of  the  formation of  stroma  in CCA  as  a  response  to malignant growth  [67]. 

Primary tumor cells could thus circumvent the effectiveness of CAF‐targeting drugs focused 

on  desmoplasia  reduction  [68].  Patient  survival  in  CCA  is  inherently  linked  to  the 

extracellular environment [69‐71], and this mechanistic insight of production by epithelial 

cells could provide new opportunities for therapeutic targeting.  

In conclusion, this study demonstrates that combining tumor organoids and decellularized 

matrix provides a  complex  in vitro model  that  can  recapitulate key  components of CCA 

tumor  biology,  including  EMT,  desmoplasia,  and  overall  transcriptome  profiles.  The 

increased production of extracellular matrix proteins, primarily  collagens,  indicates  that 

epithelial  tumor  cells  are  able  to  contribute  to  their  own  desmoplastic  environment. 

Complementing  organoid‐based  cell  culture models with  tumor decellularized matrix  is 

applicable to a variety of tumors and could result in overall better recapitulation of tumor 

behavior in vivo.  

 

   



Part II. The extracellular matrix 

253 

References 
1.  Wellner, U.F., Y. Shen, T. Keck, W. Jin, and Z. Xu, The survival outcome and prognostic factors 

for distal cholangiocarcinoma  following surgical resection: a meta‐analysis  for the 5‐year 

survival. Surgery today, 2017. 47(3): p. 271‐279. 

2.  Sirica,  A.E.  and  G.J.  Gores,  Desmoplastic  stroma  and  cholangiocarcinoma:  clinical 

implications and therapeutic targeting. Hepatology, 2014. 59(6): p. 2397‐2402. 

3.  Brandi,  G.,  A.  Farioli,  A.  Astolfi,  G.  Biasco,  and  S.  Tavolari,  Genetic  heterogeneity  in 

cholangiocarcinoma: a major challenge for targeted therapies. Oncotarget, 2015. 6(17): p. 

14744. 

4.  Broutier,  L.,  G.  Mastrogiovanni,  M.M.A.  Verstegen,  H.E.  Francies,  L.M.  Gavarró,  C.R. 

Bradshaw, G.E. Allen, R. Arnes‐Benito, O. Sidorova, and M.P. Gaspersz, Human primary liver 

cancer–derived  organoid  cultures  for  disease  modeling  and  drug  screening.  Nature 

medicine, 2017. 23(12): p. 1424. 

5.  Li, L., H. Knutsdottir, K. Hui, M.J. Weiss, J. He, B. Philosophe, A.M. Cameron, C.L. Wolfgang, 

T.M. Pawlik, and G. Ghiaur, Human primary  liver cancer organoids reveal  intratumor and 

interpatient drug response heterogeneity. JCI insight, 2019. 4(2). 

6.  Artegiani, B., L. van Voorthuijsen, R.G.H. Lindeboom, D. Seinstra, I. Heo, P. Tapia, C. López‐

Iglesias, D. Postrach, T. Dayton, and R. Oka, Probing the tumor suppressor function of BAP1 

in CRISPR‐engineered human liver organoids. Cell Stem Cell, 2019. 24(6): p. 927‐943. e6. 

7.  Dijkstra, K.K., C.M. Cattaneo, F. Weeber, M. Chalabi, J. van de Haar, L.F. Fanchi, M. Slagter, 

D.L. van der Velden, S. Kaing, and S. Kelderman, Generation of tumor‐reactive T cells by co‐

culture of peripheral blood lymphocytes and tumor organoids. Cell, 2018. 174(6): p. 1586‐

1598. e12. 

8.  Liu, J., P. Li, L. Wang, M. Li, Z. Ge, L. Noordam, R. Lieshout, M.M.A. Verstegen, B. Ma, and J. 

Su, Cancer‐associated  fibroblasts provide a  stromal niche  for  liver  cancer organoids  that 

confers trophic effects and therapy resistance. Cellular and Molecular Gastroenterology and 

Hepatology, 2021. 11(2): p. 407‐431. 

9.  Winkler,  J.,  A.  Abisoye‐Ogunniyan,  K.J. Metcalf,  and  Z. Werb,  Concepts  of  extracellular 

matrix remodelling in tumour progression and metastasis. Nature communications, 2020. 

11(1): p. 1‐19. 

10.  Crapo,  P.M.,  T.W.  Gilbert,  and  S.F.  Badylak,  An  overview  of  tissue  and  whole  organ 

decellularization processes. Biomaterials, 2011. 32(12): p. 3233‐3243. 

11.  Verstegen, M.M.A.,  J. Willemse,  S. Van Den Hoek, G.‐J.  Kremers,  T.M.  Luider, N.A.  van 

Huizen,  F.E.J.A. Willemssen,  H.J. Metselaar,  J.N.M.  Ijzermans,  and  L.J.W.  van  der  Laan, 

Decellularization of whole human liver grafts using controlled perfusion for transplantable 

organ bioscaffolds. Stem cells and development, 2017. 26(18): p. 1304‐1315. 

12.  Parkinson, G.T., S. Salerno, P. Ranji, J. Håkansson, Y. Bogestål, Y. Wettergren, A. Ståhlberg, 

E. Bexe Lindskog, and G. Landberg, Patient‐derived scaffolds as a model of colorectal cancer. 

Cancer medicine, 2021. 10(3): p. 867‐882. 

13.  Landberg, G., P. Fitzpatrick, P. Isakson, E. Jonasson, J. Karlsson, E. Larsson, A. Svanström, S. 

Rafnsdottir, E. Persson, and A. Gustafsson, Patient‐derived scaffolds uncover breast cancer 

promoting properties of the microenvironment. Biomaterials, 2020. 235: p. 119705. 



Chapter 8 

 
254 

14.  Sensi, F., E. D’Angelo, M. Piccoli, P. Pavan, F. Mastrotto, P. Caliceti, A. Biccari, D. Corallo, L. 

Urbani, and M. Fassan, Recellularized colorectal cancer patient‐derived scaffolds as in vitro 

pre‐clinical 3D model for drug screening. Cancers, 2020. 12(3): p. 681. 

15.  Willemse, J., M.M.A. Verstegen, A. Vermeulen, I.J. Schurink, H.P. Roest, L.J.W. van der Laan, 

and J. de Jonge, Fast, robust and effective decellularization of whole human livers using mild 

detergents and pressure controlled perfusion. Materials Science and Engineering: C, 2020. 

108: p. 110200. 

16.  Hall, M.P.,  C.C. Woodroofe, M.G. Wood,  I. Que, M.  van’t  Root,  Y.  Ridwan,  C.  Shi,  T.A. 

Kirkland,  L.P.  Encell,  and  K.V. Wood,  Click  beetle  luciferase  mutant  and  near  infrared 

naphthyl‐luciferins for improved bioluminescence imaging. Nature communications, 2018. 

9(1): p. 1‐12. 

17.  Chen, X., O. Nadiarynkh, S. Plotnikov, and P.J. Campagnola, Second harmonic generation 

microscopy for quantitative analysis of collagen fibrillar structure. Nature protocols, 2012. 

7(4): p. 654‐669. 

18.  Shao,  X.,  I.N.  Taha,  K.R.  Clauser,  Y.  Gao,  and  A.  Naba, MatrisomeDB:  the  ECM‐protein 

knowledge database. Nucleic acids research, 2020. 48(D1): p. D1136‐D1144. 

19.  Vizcaíno, J.A., E.W. Deutsch, R. Wang, A. Csordas, F. Reisinger, D. Rios, J.A. Dianes, Z. Sun, T. 

Farrah, and N. Bandeira, ProteomeXchange provides globally coordinated proteomics data 

submission and dissemination. Nature biotechnology, 2014. 32(3): p. 223‐226. 

20.  Afgan, E., D. Baker, M. Van den Beek, D. Blankenberg, D. Bouvier, M. Čech, J. Chilton, D. 

Clements, N. Coraor, and C. Eberhard, The Galaxy platform for accessible, reproducible and 

collaborative biomedical analyses: 2016 update. Nucleic acids research, 2016. 44(W1): p. 

W3‐W10. 

21.  Tang, Z., C. Li, B. Kang, G. Gao, C. Li, and Z. Zhang, GEPIA: a web server for cancer and normal 

gene expression profiling and interactive analyses. Nucleic acids research, 2017. 45(W1): p. 

W98‐W102. 

22.  Borcherding, N., N.L. Bormann, A.P. Voigt, and W. Zhang, TRGAted: A web tool for survival 

analysis using protein data in the Cancer Genome Atlas. F1000Research, 2018. 7. 

23.  Badylak, S.F. and T.W. Gilbert. Immune response to biologic scaffold materials. in Seminars 

in immunology. 2008. Elsevier. 

24.  Gilbert,  T.W.,  T.L.  Sellaro,  and  S.F.  Badylak,  Decellularization  of  tissues  and  organs. 

Biomaterials, 2006. 27(19): p. 3675‐3683. 

25.  Hamidi,  H.  and  J.  Ivaska,  Every  step  of  the  way:  integrins  in  cancer  progression  and 

metastasis. Nature Reviews Cancer, 2018. 18(9): p. 533‐548. 

26.  Qian, Y., W. Yao, T. Yang, Y. Yang, Y. Liu, Q. Shen, J. Zhang, W. Qi, and J. Wang, aPKC‐ι/P‐

Sp1/Snail signaling  induces epithelial–mesenchymal transition and  immunosuppression  in 

cholangiocarcinoma. Hepatology, 2017. 66(4): p. 1165‐1182. 

27.  Li, S. and Q. Li, Cancer  stem cells,  lymphangiogenesis, and  lymphatic metastasis. Cancer 

letters, 2015. 357(2): p. 438‐447. 

28.  Wang,  X.  and  Y.  Lin,  Tumor  necrosis  factor  and  cancer,  buddies  or  foes?  1.  Acta 

Pharmacologica Sinica, 2008. 29(11): p. 1275‐1288. 



Part II. The extracellular matrix 

255 

29.  Escarcega, R.O., S. Fuentes‐Alexandro, M. Garcia‐Carrasco, A. Gatica, and A. Zamora, The 

transcription  factor nuclear  factor‐kappa B and cancer. Clinical Oncology, 2007. 19(2): p. 

154‐161. 

30.  Shin, W., A. Wu, S. Min, Y.C. Shin, R.Y.D. Fleming, S.G. Eckhardt, and H.J. Kim, Spatiotemporal 

gradient and instability of Wnt induce heterogeneous growth and differentiation of human 

intestinal organoids. Iscience, 2020. 23(8): p. 101372. 

31.  Valle,  J.,  H.  Wasan,  D.H.  Palmer,  D.  Cunningham,  A.  Anthoney,  A.  Maraveyas,  S. 

Madhusudan,  T.  Iveson,  S.  Hughes,  and  S.P.  Pereira,  Cisplatin  plus  gemcitabine  versus 

gemcitabine  for biliary  tract cancer. New England  Journal of Medicine, 2010. 362(14): p. 

1273‐1281. 

32.  Zhang,  L.,  L.  Lu,  R.M.  Summers,  E.  Kebebew,  and  J.  Yao,  Convolutional  invasion  and 

expansion networks  for  tumor growth prediction.  IEEE  transactions on medical  imaging, 

2017. 37(2): p. 638‐648. 

33.  Hood, J.D. and D.A. Cheresh, Role of integrins in cell invasion and migration. Nature Reviews 

Cancer, 2002. 2(2): p. 91‐100. 

34.  Krakhmal, N.V., M.V. Zavyalova, E.V. Denisov, S.V. Vtorushin, and V.M. Perelmuter, Cancer 

invasion: patterns and mechanisms. Acta Naturae (англоязычная версия), 2015. 7(2 (25)). 

35.  West, J. and P.K. Newton, Cellular interactions constrain tumor growth. Proceedings of the 

National Academy of Sciences, 2019. 116(6): p. 1918‐1923. 

36.  Banales, J.M., V. Cardinale, G. Carpino, M. Marzioni, J.B. Andersen, P. Invernizzi, G.E. Lind, 

T.  Folseraas,  S.J.  Forbes,  and  L.  Fouassier,  Cholangiocarcinoma:  current  knowledge  and 

future  perspectives  consensus  statement  from  the  European  Network  for  the  Study  of 

Cholangiocarcinoma  (ENS‐CCA).  Nature  Reviews  Gastroenterology  &  Hepatology,  2016. 

13(5): p. 261‐280. 

37.  Ruivo, C.F., B. Adem, M. Silva, and S.A. Melo, The biology of cancer exosomes: insights and 

new perspectives. Cancer research, 2017. 77(23): p. 6480‐6488. 

38.  Vaquero,  J.,  N.  Guedj,  A.  Clapéron,  T.H.N.  Ho‐Bouldoires,  V.  Paradis,  and  L.  Fouassier, 

Epithelial‐mesenchymal  transition  in  cholangiocarcinoma:  from  clinical  evidence  to 

regulatory networks. Journal of hepatology, 2017. 66(2): p. 424‐441. 

39.  Taliana, L., M.D. Evans, S. Ang, and J.W. McAvoy, Vitronectin is present in epithelial cells of 

the intact lens and promotes epithelial mesenchymal transition in lens epithelial explants. 

Mol Vis, 2006. 12: p. 1233‐42. 

40.  Shiota, M., A. Zardan, A. Takeuchi, M. Kumano, E. Beraldi, S. Naito, A. Zoubeidi, and M.E. 

Gleave,  Clusterin  mediates  TGF‐β–induced  epithelial–mesenchymal  transition  and 

metastasis via Twist1 in prostate cancer cells. Cancer research, 2012. 72(20): p. 5261‐5272. 

41.  Wang, C., T. Maass, M. Krupp, F. Thieringer, S. Strand, M.A. Wörns, A.‐P. Barreiros, P.R. 

Galle,  and  A.  Teufel,  A  systems  biology  perspective  on  cholangiocellular  carcinoma 

development:  focus  on  MAPK‐signaling  and  the  extracellular  environment.  Journal  of 

hepatology, 2009. 50(6): p. 1122‐1131. 

42.  Hu, L., S.H. Lau, C.‐H. Tzang, J.‐M. Wen, W. Wang, D. Xie, M. Huang, Y. Wang, M.‐C. Wu, and 

J.‐F.  Huang,  Association  of  Vimentin  overexpression  and  hepatocellular  carcinoma 

metastasis. Oncogene, 2004. 23(1): p. 298‐302. 



Chapter 8 

 
256 

43.  Singh, S., S. Sadacharan, S. Su, A. Belldegrun, S. Persad, and G. Singh, Overexpression of 

vimentin:  role  in  the  invasive phenotype  in an androgen‐independent model of prostate 

cancer. Cancer research, 2003. 63(9): p. 2306‐2311. 

44.  Li, C., J. Wang, J. Kong, J. Tang, Y. Wu, E. Xu, H. Zhang, and M. Lai, GDF15 promotes EMT and 

metastasis in colorectal cancer. Oncotarget, 2016. 7(1): p. 860. 

45.  Sabit, H., K. Tsuneyama, T. Shimonishi, K. Harada, J. Cheng, H. Ida, T. Saku, K. Saito, and Y. 

Nakanuma,  Enhanced  expression  of  basement‐membrane‐type  heparan  sulfate 

proteoglycan in tumor fibro‐myxoid stroma of intrahepatic cholangiocarcinoma. Pathology 

international, 2001. 51(4): p. 248‐256. 

46.  Reister, S., C. Mahotka, N. van den Höfel, and E. Grinstein, Nucleolin promotes Wnt signaling 

in human hematopoietic stem/progenitor cells. Leukemia, 2019. 33(4): p. 1052‐1054. 

47.  Ugrinova,  I., M. Petrova, M. Chalabi‐Dchar, and P. Bouvet, Multifaceted nucleolin protein 

and  its molecular partners  in oncogenesis. Advances  in protein  chemistry and  structural 

biology, 2018. 111: p. 133‐164. 

48.  Li, Y., R. Liang, M. Sun, Z. Li, H. Sheng, J. Wang, P. Xu, S. Liu, W. Yang, and B. Lu, AMPK‐

dependent phosphorylation of HDAC8 triggers PGM1 expression to promote lung cancer cell 

survival under glucose starvation. Cancer letters, 2020. 478: p. 82‐92. 

49.  Gao, L., S. Chen, M. Hong, W. Zhou, B. Wang,  J. Qiu,  J. Xia, P. Zhao, L. Fu, and  J. Wang, 

Kinectin 1 promotes the growth of triple‐negative breast cancer via directly co‐activating 

NF‐kappaB/p65 and enhancing its transcriptional activity. Signal Transduction and Targeted 

Therapy, 2021. 6(1): p. 1‐12. 

50.  Sekiguchi, R. and K.M. Yamada, Basement membranes in development and disease. Current 

topics in developmental biology, 2018. 130: p. 143‐191. 

51.  Sirica,  A.E.,  The  role  of  cancer‐associated  myofibroblasts  in  intrahepatic 

cholangiocarcinoma. Nature reviews Gastroenterology & hepatology, 2012. 9(1): p. 44‐54. 

52.  Høgdall, D., M. Lewinska, and  J.B. Andersen, Desmoplastic  tumor microenvironment and 

immunotherapy in cholangiocarcinoma. Trends in cancer, 2018. 4(3): p. 239‐255. 

53.  Huang,  D.W.,  B.T.  Sherman,  and  R.A.  Lempicki,  Bioinformatics  enrichment  tools:  paths 

toward  the comprehensive  functional analysis of  large gene  lists. Nucleic acids  research, 

2009. 37(1): p. 1‐13. 

54.  Sherman, B.T. and R.A. Lempicki, Systematic and integrative analysis of large gene lists using 

DAVID bioinformatics resources. Nature protocols, 2009. 4(1): p. 44‐57. 

55.  Zhang, M., H. Yang, L. Wan, Z. Wang, H. Wang, C. Ge, Y. Liu, Y. Hao, D. Zhang, and G. Shi, 

Single‐cell  transcriptomic  architecture  and  intercellular  crosstalk  of  human  intrahepatic 

cholangiocarcinoma. Journal of hepatology, 2020. 73(5): p. 1118‐1130. 

56.  Zhao, Y., Z.X. Li, Y.J. Zhu, J. Fu, X.F. Zhao, Y.N. Zhang, S. Wang, J.M. Wu, K.T. Wang, and R. 

Wu,  Single‐Cell  Transcriptome  Analysis  Uncovers  Intratumoral  Heterogeneity  and 

Underlying Mechanisms for Drug Resistance in Hepatobiliary Tumor Organoids. Advanced 

Science, 2021: p. 2003897. 

57.  Guedj, N., L. Blaise, F. Cauchy, M. Albuquerque, O. Soubrane, and V. Paradis, Prognostic 

value of desmoplastic stroma in intrahepatic cholangiocarcinoma. Modern Pathology, 2021. 

34(2): p. 408‐416. 



Part II. The extracellular matrix 

257 

58.  Ng, S., W.J. Tan, M.M.X. Pek, M.‐H. Tan, and M. Kurisawa, Mechanically and  chemically 

defined  hydrogel  matrices  for  patient‐derived  colorectal  tumor  organoid  culture. 

Biomaterials, 2019. 219: p. 119400. 

59.  Rodriguez‐Brenes,  I.A., N.L. Komarova, and D. Wodarz, Tumor growth dynamics:  insights 

into evolutionary processes. Trends in ecology & evolution, 2013. 28(10): p. 597‐604. 

60.  Yang, D., P. Gao, C. Tian, and Y. Sheng, Gompertz tracking of the growth trajectories of the 

human‐liver‐cancer xenograft‐tumors  in nude mice. Computer methods and programs  in 

biomedicine, 2020. 191: p. 105412. 

61.  Friedl,  P.,  Y.  Hegerfeldt,  and M.  Tusch,  Collective  cell migration  in morphogenesis  and 

cancer. International Journal of Developmental Biology, 2004. 48(5‐6): p. 441‐449. 

62.  Friedl, P., J. Locker, E. Sahai, and J.E. Segall, Classifying collective cancer cell invasion. Nature 

cell biology, 2012. 14(8): p. 777‐783. 

63.  Ehrbar, M., A. Sala, P. Lienemann, A. Ranga, K. Mosiewicz, A. Bittermann, S.C. Rizzi, F.E. 

Weber, and M.P.  Lutolf, Elucidating  the  role of matrix  stiffness  in 3D  cell migration and 

remodeling. Biophysical journal, 2011. 100(2): p. 284‐293. 

64.  Khalil, A.A. and P. Friedl, Determinants of leader cells in collective cell migration. Integrative 

biology, 2010. 2(11‐12): p. 568‐574. 

65.  Carpino, G., D. Overi, F. Melandro, A. Grimaldi, V. Cardinale, S. Di Matteo, G. Mennini, M. 

Rossi, D. Alvaro, and V. Barnaba, Matrisome analysis of  intrahepatic cholangiocarcinoma 

unveils  a  peculiar  cancer‐associated  extracellular matrix  structure.  Clinical  proteomics, 

2019. 16(1): p. 1‐12. 

66.  Utispan, K., P. Thuwajit, Y. Abiko, K. Charngkaew, A. Paupairoj, S. Chau‐in, and C. Thuwajit, 

Gene  expression  profiling  of  cholangiocarcinoma‐derived  fibroblast  reveals  alterations 

related to tumor progression and indicates periostin as a poor prognostic marker. Molecular 

cancer, 2010. 9(1): p. 1‐20. 

67.  Lee, J.I. and J.S. Campbell, Role of desmoplasia  in cholangiocarcinoma and hepatocellular 

carcinoma. Journal of hepatology, 2014. 61(2): p. 432‐434. 

68.  Mertens, J.C., C.D. Fingas, J.D. Christensen, R.L. Smoot, S.F. Bronk, N.W. Werneburg, M.P. 

Gustafson, A.B. Dietz, L.R. Roberts, and A.E. Sirica, Therapeutic effects of deleting cancer‐

associated fibroblasts in cholangiocarcinoma. Cancer research, 2013. 73(2): p. 897‐907. 

69.  Thuwajit, C., P. Thuwajit, P. Jamjantra, C. Pairojkul, S. Wongkham, V. Bhudhisawasdi, J. Ono, 

S.  Ohta,  K.  Fujimoto,  and  K.  Izuhara,  Clustering  of  patients  with  intrahepatic 

cholangiocarcinoma based on  serum periostin may be predictive of prognosis. Oncology 

letters, 2017. 14(1): p. 623‐634. 

70.  Aishima,  S.‐i.,  K.‐i.  Taguchi,  T.  Terashi,  S. Matsuura, M.  Shimada,  and M.  Tsuneyoshi, 

Tenascin expression at the invasive front is associated with poor prognosis in intrahepatic 

cholangiocarcinoma. Modern pathology, 2003. 16(10): p. 1019. 

71.  Hirashita, T., Y. Iwashita, M. Ohta, Y. Komori, H. Eguchi, K. Yada, and S. Kitano, Expression of 

matrix  metalloproteinase‐7  is  an  unfavorable  prognostic  factor  in  intrahepatic 

cholangiocarcinoma. Journal of Gastrointestinal Surgery, 2012. 16(4): p. 842‐848. 

 



Chapter 8 

 
258 

Supplementary material 

 

Supplementary  Fig.  1.  Characterization  of  decellularized  CCA  and  TFL  tissue.  (A) 

immunocytochemical  characterization  of  CCA‐M  and  TFL‐M  sections  before  and  after 

decellularization stained with 4’,6‐diamidino‐2‐phenylindole (DAPI). Scale bars indicate 200 µm. (B) 

Representative dsDNA curves of samples created by the Bioanalyzer. The T=0 samples show a clear 

rise in [FU] from around 700 bp on forwards. No dsDNA was detected in CCA‐M and TFL‐M samples, 

similar to the negative control.  
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Supplementary  Fig.  2  Transcriptome differences between  CCA‐M  and  TFL‐M  show  extracellular 

matrix  influences  tumor‐related  pathways.  (A)  Heatmap  showing  the  top  50  genes  defining 

extracellular matrix organization and remodeling (R‐HAS‐1474244) ordered according to DE between 



Chapter 8 

 
260 

CCA‐M and TFL‐M. The color map corresponds to the Z‐scored Log2 normalized counts. Important ECM 

remodeling‐related genes, such as collagens, MMPs, and integrin’s, show pronounced clustering. (B) 

GSEA analysis  integrating DEG between CCA‐M and TFL‐M based on gene sets derived  from Gene 

Ontology:  Biological  Processes  and  Gene  ontology: Molecular  Function.  Biological  processes  are 

mostly related to cellular proliferation and division. DNA division‐related  functions are enriched  in 

TFL‐M, while CCA‐M shows more prominent cellular activity including signaling receptor binding. (C) 

Heatmap showing expression of genes defining epithelial‐mesenchymal  transition  (Hallmark_EMT, 

M5930), with patient‐ and scaffold‐dependent clustering present. The color scale corresponds to the 

Z‐scored Log2 normalized counts.  
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Supplementary Fig. 3 Transcriptome differences between CCA‐M and BME. (A, B) GSEA analysis for 

Hallmark gene sets (A) and Gene Ontology: Biological Processes (B) incorporating DEG comparing CCA‐

M and BME. Positive NES  indicates upregulation of the particular gene set  in CCA‐M, negative NES 

indicates upregulation in BME. All NES scores presented are significantly enriched (adj. p val. < 0.05). 

(C) Correlation matrix between CCA tumor tissue, CCA‐M, and BME transcriptome profiles. Top 100 

DEG comparing CCA‐M and BME were used for the comparison matrix. A value of 1 shows complete 

correlation, and a value of 0 shows no correlation.  
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Supplementary Fig. S4 Additional characterization of cell proliferation and migration of CCAOs on 

CCA‐M and TFL‐M. (A) Representative overlaid confocal and brightfield images of recellularized CCA‐

M and TFL‐M with GFP‐tagged CCAOs  shows  cell proliferation on both  types of  scaffold which  is 

directed along the scaffold morphology. Scale bars indicate 200 µm. (B) Volume of GFP‐tagged CCAOs 

over time plotted with a non‐linear fit curve (Gompertz growth model). Least squares regression was 

used for fitting method. (C) RT‐PCR shows upregulation of Ki67, a marker for proliferation, on a gene 

expression level in TFL‐M scaffolds after 14 days in culture.  
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Supplementary Fig. 5 Additional characterization of CCAOs shows distinct phenotypes induced by 

decellularized matrix  compared  to BME.  (A) Whole‐mount  confocal  imaging of KRT7  (red),  ZO‐1 

(green), and DAPI  (blue) of CCA‐M and TFL‐M  cultured CCAOs after 14 days of  culture. Scale bar 

indicates 100 µm. (B) Whole‐mount confocal imaging of F‐actin (Phalloidin, green) and DAPI (blue) of 

CCAOs in BME culture 7 days after splitting. Scale bar indicates 50 µm. (C) GSEA of proteins exclusively 

present  in CCA‐M. Results were obtained using  the DAVID database  [54].  (D) Representative H&E 

stainings of CCA‐M and TFL‐M  sectioned at multiple  intervals  from  top  to bottom.  In TFL‐M,  the 

formation  of  large  clusters  of  tumor  cells  forming  at  the  top  can  be  observed.  In  CCA‐M, more 

widespread cellular presence is observed throughout the scaffold. Scale bars indicate 500 µm. Higher 

magnification images can be found in fig. 5H.  
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Supplementary Fig. 6 In‐depth characterization of matrisome unveils a distinct tumor environment 

protein signature. (A) A volcano scatter plot of statistical significance (p‐value) versus magnitude of 

change (Log2 fold change) showing DE proteins between CCA‐M and TFL‐M. Positive log2 fold change 

indicates increased abundance in CCA‐M. (B) A bar graph of exclusive protein production separated 

for MatrisomeDB categories. (C) GSEA analysis of proteins exclusively present in a BME environment. 

BME culture limits CCAOs to producing extracellular matrix proteins that are related to the basement 

membrane.  (D) Pie charts showing  relative proportion of number of different matrisome proteins 

present. A more diverse set of collagens and proteoglycans are produced by CCAOs in decellularized 

scaffolds,  both  CCA‐M  and  TFL‐M,  compared  to  BME.  (E)  Venn  diagram  of  exclusively  produced 

matrisome‐related proteins. Proteins are deemed exclusive if they are present in all samples of one 

condition, and absent in all other samples. (F) Progression Free Survival (PFS) plot for groups with high 

and  low protein expression of FN1  in  the TCGA‐CHOL  cohort. Optimal  cutoff points are based on 

finding the lowest log‐rank p‐value. Hazard ratio (HR) is determined from the Cox Proportional Hazard 

regression model  [22].  (G) Overall  survival plot  for  groups with high  and  low gene expression of 

LAMA1 in the TCGA‐CHOL cohort. Group cut‐offs for gene expression are at the median. Hazard ratio 

(HR) is determined from the Cox Proportional Hazard regression model [21]. (H) Overall survival plot 

for groups with high and low gene expression of NID1 in the TCGA‐CHOL cohort. Group cut‐offs for 

gene expression are at the median. Hazard ratio (HR) is determined from the Cox Proportional Hazard 

regression model [21]. 
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Table S1: Medium components for Starting Expansion Medium (SEM)  

Component  Concentration  Brand 

Adv+    Gibco 

N2  1%  Gibco 

B27  2%  Gibco 

N‐Acetylcystein  1mM  Sigma‐Aldrich 

gastrin  10 nM  Sigma‐Aldrich 

EGF  50 ng/ml  Peprotech 

FGF10  100 ng/ml  Peprotech 

HGF  25 ng/ml  Peprotech 

nicotinamide  10nM  Sigma‐Aldrich 

A83.01  5 µM  Tocris 

Forskolin  10 µM  Torcris 

R‐Spondin  10%  Conditioned medium 

WNT  30% Wnt  Conditioned medium 

Noggin  25 ng/ml  Conditioned medium 

Y27632  10µM  Tocris 

hES  cell  cloning  recovery 
solution 

1:1000 dilution  Stemgent 
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Table S2: Medium components for Expansion Medium (EM)  

Component  Concentration  Brand 

Adv+    Gibco 

N2  1%  Gibco 

B27  2%  Gibco 

N‐Acetylcystein  1mM  Sigma‐Aldrich 

gastrin  10 nM  Sigma‐Aldrich 

EGF  50 ng/ml  Peprotech 

FGF10  100 ng/ml  Peprotech 

HGF  25 ng/ml  Peprotech 

nicotinamide  10nM  Sigma‐Aldrich 

A83.01  5 µM  Tocris 

Forskolin  10 µM  Torcris 

R‐Spondin  10%  Conditioned medium 
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Table S3: Global patient information and characteristics  

Sample  Gender  Age  Localisation   Histological grade 

CCAO1  F  34  Perihilar  Moderate‐well differentiated 

CCAO2  M  60  intrahepatic (segment 4)  Moderate‐well differentiated 

CCAO3  F  77  intrahepatic (segment 4)  Poor‐moderate differentiated 

CCAM1  F  75  intrahepatic (segment 7‐8)  Moderate differentiated 

CCAM2  F  72  intrahepatic  (segment  4a‐7‐
8) 

Moderate differentiated 

CCAM3  F  57  intrahepatic (segment 1)   Moderate differentiated 

CCAM4  F  58  Intrahepatic (segment 2‐3)  Moderate differentiated 

CCAM5  F  59  Intrahepatic (segment 6)  Poor‐moderate differentiated 

CCAM6  M  64  Intrahepatic (segment 4)  moderate differentiated 

TFLM1  M  65  n.a.  n.a. 

TFLM2  M  66  n.a.  n.a. 

TFLM3  M  68  n.a.  n.a. 

TFLM4  F  58  n.a.  n.a. 

TFLM5  F  59  n.a.  n.a. 

TFLM6  M  64  n.a.  n.a. 
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Table S4. Clinical patient characteristics of CCAOs 

  CCA1  CCA2  CCA3 

Pre‐treatment  None  None  None 

Etiology  PSC  Unknown  Unknown 

Tumor stage (TNM)  T2N2M0  T1NXM0  T3N1M0 

Fibrosis/Cirrhosis  No  No  No 

Bilirubina  13  5  8 

CA19.9b  42  64  18 

AFPb  5  ‐  4 

CEAb  ‐  ‐  45.8 

Gamma‐GTa  546  93  68 

APa  1831  74  73 
aDetermined 2‐4 weeks before surgery. bDetermined 4‐6 weeks before surgery. Gamma‐GT = gamma‐

glutamyltransferase;  AP  =  alkaline  phosphatase;  CA19.9  =  cancer  antigen  19.9;  AFP  =  alpha 

fetoprotein; CEA = carcinoembryonic antigen. 
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Table S5. Analysis of mutations present in CCAO1, CCAO2, and CCAO3.  

Organoid  Mutations  Chromosomal imbalance 

    Gain  Loss 

CCA1  ARID1A 
IGF1R 
KRAS 

p.Arg1989Ter 
Splicing 
p.Gly12Asp 

CDKN2A 
(homozygous) 

 

CCA2  KRAS 
TP53 

p.Gly12Asp 
p.Ala347Thr 

ARID1A 
VHL 
CTNNB1 
BAP1 
FHIT 
PIK3R1 
ROS1 
FGFR1 
CDKN2A 
TP53 
SMAD4 

DDR2 
MYC 
IGF1R 

CCA3  BAP1  p.Pro190Thr  MTOR 
ARID1A 
NRAS 
CTNNB1 
BAP1 
CDKN2A(homozyg
ous) 

MYC 
PTEN 
IGF1R 
ERBB2 
RNF43 
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Abstract 
Cholangiocarcinoma (CCA) is a type of liver cancer with an aggressive phenotype and dismal 

outcome in patients. The metastasis of CCA cancer cells to distant organs, commonly lung 

and  lymph nodes, drastically  reduces overall survival. However, mechanistic  insight how 

CCA invades these metastatic sites is still lacking. This is partly because currently available 

models fail to mimic the complexity of tissue‐specific environments for metastatic CCA. To 

create  an  in  vitro model  in which  interactions between epithelial  tumor  cells  and  their 

surrounding extracellular matrix (ECM) can be studied in a metastatic setting, we combined 

patient‐derived CCA organoids  (CCAOs)  (n=3) with decellularized human  lung  (n=3) and 

decellularized  human  lymph  node  (n=13). Decellularization  resulted  in  removal  of  cells 

while preserving ECM structure and retaining important characteristics of the tissue origin. 

Proteomic  analyses  showed  a  tissue‐specific  ECM  protein  signature  reflecting  tissue 

functioning aspects. The macro and micro‐scale mechanical properties, as determined by 

rheology  and  micro‐indentation,  revealed  the  local  heterogeneity  of  the  ECM. When 

growing  CCAOs  in  decellularized  lung  and  lymph  nodes  genes  related  to  metastatic 

processes,  including epithelial‐to‐mesenchymal transition and cancer stem cell plasticity, 

were significantly influenced by the ECM in an organ‐specific manner. Furthermore, CCAOs 

exhibit significant differences  in migration and proliferation dynamics dependent on  the 

original  patient  tumor  and  donor  of  the  target  organ.  In  conclusion,  CCA  metastatic 

outgrowth is dictated both by the tumor itself as well as by the ECM of the target organ. 

Convergence of CCAOs with the ECM of its metastatic organs provide a new platform for 

mechanistic study of cancer metastasis. 
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Introduction 
Despite achievements in early detection and treatment of primary tumors, 90% of current 

cancer‐related  death  occur  after  the  disease  has  metastasized.  In  bile  duct  cancer 

(cholangiocarcinoma, CCA),  the 5‐year  survival  rate  is approximately 7‐20%  [1], and 

drops to 2% when the cancer metastasizes [2‐4]. Distant metastasis occurs relatively 

frequently in CCA over the course of a patient’s disease, ranging from 36.4‐50.2% [5‐7], 

with  lung and  lymph nodes the most common distant  locations of metastasis  [4, 7]. 

Treatment  options  are  surgical  resection,  liver  transplantation,  chemotherapeutics, 

intra‐arterial treatments, and local ablative therapies, of which surgical intervention is 

the only potentially curative option [8]. However, a large number of patients are not 

eligible,  approximately  60‐88%,  including  patients  with  distant metastatic  loci  [9]. 

Understanding  the  micro‐environmental  cues  of  metastatic  disease  will  aid  in 

understanding  the  biology  behind  metastatic  outgrowth  and  in  developing  novel 

therapeutic options for patients with unresectable CCA.  

Tumor‐derived organoids, consisting of primary epithelial cells grown as 3D structures, 

have emerged in recent years as highly promising biological disease models due to their 

self‐renewal  and  self‐organization  capabilities,  while  maintaining  the  mutational 

landscape of the original tumor [10‐12]. CCA organoids (CCAOs) have been established 

as an attractive  cellular  source  for  various  fundamental and  translational biological 

applications,  including  identification of biomarkers, driver gene  functionality testing, 

and  drug  screening  [13‐15]. However,  in  a metastatic  setting, micro‐environmental 

cues at the target organ are crucial for cancer cell behavior, including colonization and 

proliferation of tumor cells [16, 17]. These cues are not well recapitulated by current 

culture systems, as organoids are primarily cultured in basement membrane extracts 

(BME) derived from a mouse tumor [18]. Particularly, the ‘seed and soil’ hypothesis, as 

posted by Paget  in 1889, suggests that distant organs are different  in their ability to 

provide  a  favorable  environment  (soil)  for  facilitating  the  growth  of metastasized 

cancer cells (seeds) [19, 20]. Progress in determining the role of the specific host organ, 

or ‘soil’, on the behavior of disseminated cancer cell, or ‘seeds’, aiming to colonize that 

organ is hindered by a lack of model systems that accurately recapitulate native organ 

structure. 

As part of the micro‐environment, the extracellular matrix (ECM) provides important 

biochemical and physical cues for tumor cell colonization [16]. To isolate the ECM and 

study  what  the  ‘soil’  comprises,  decellularization  methods  can  be  applied.  This 

technique uses enzymatic and/or chemical reagents to remove cells while preserving 

ECM  characteristics,  including  architecture  and  protein  composition  [21‐23]. 

Decellularization has been established for many organs and tissues, including tumors. 
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In previous work, we have shown that CCAO recellularization of decellularized liver and 

tumor scaffolds can unveil the influence of ECM on cancer‐related processes, including 

growth,  invasion, and  chemo  resistance  .  In CCA,  location‐specific metastases  carry 

distinct  prognostic  values,  with  lymph  node  showing  better  prognostic  outcomes 

compared to lung, however mechanistic insight into what is causing this is still unknown 

[4, 24]. Therefore, modeling metastatic  colonization  in a  tissue‐mimicking  structure 

that reflects in vivo micro‐environmental cues is an outstanding challenge.  

Here, we create an  in vitro model encompassing patient‐derived CCA organoids and 

decellularized human lung (dLu) and lymph node (dLN) to study metastatic cell‐matrix 

interactions.  The  decellularized  tissues  were  biochemically  and  biomechanically 

characterized,  which  revealed  isolation  of  ECM  components  with  an  unique  ECM 

protein  signature  for  dLu  and  dLN  and  retention  of  tissue‐specific  function‐related 

proteins.  Recellularization  of  both  decellularized  tissues  with  CCAOs  resulted  in 

upregulation of different  cancer  stem  cell populations, as determined by  LGR5 and 

CD133, and an increased epithelial phenotype in dLN. Furthermore, CCAO grown in dLu 

and dLN had different proliferation patterns, influenced by both the original tumor and 

the ECM donor. These results illustrate the unique impact of the patient‐derived tumor 

and the ECM of the target organ on key metastasis‐related pathways and associated 

growth patterns. 
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Methods  

Sample procurement and tissue collection 
CCA (n=3, including n=2 intrahepatic CCA and n=1 perihilar CCA) tissue samples were 

obtained from patients who underwent a curative‐intent surgical resection, performed 

at the Erasmus MC in Rotterdam (Table S1 for patient information). The Medical Ethical 

Council  of  the  Erasmus MC  approved  the  use  of  tissue  for  research  purposes  and 

patients provided written informed consent (MEC‐2013‐143). Samples were confirmed 

to be of tumor origin with histopathological assessment by a pathologist. CCA samples 

were stored at 4°C in Belzer UW cold storage solution (UW, Bridge to Life) and, if used 

for organoid  initiation, processed within 24 hours after collection. Lung  (n=3)  tissue 

samples were obtained from donors for lung transplantation, performed at Sahlgrenska 

University hospital  in Gothenburg, Sweden. Use of  lung  tissue was approved by  the 

Swedish ethical review board in Lund (Dnr. 2008/413, 2011/581 and 2013/253). Lung 

tissue  samples of peripheral  lung was prepared by dissecting out cubes with a  side 

length of approximately 10 mm with pleura remaining on one side and snap freezing 

them  in  isopentane chilled with  liquid nitrogen. Lymph nodes  (n=13) were obtained 

from donors who donated their liver for a liver transplantation procedure, performed 

at the Erasmus MC  in Rotterdam  (MEC‐2014‐060). The  lymph nodes are hilar  lymph 

nodes. Donor information for both lymph node and lung can be found in table S2. Lung 

and lymph node samples were initially stored at ‐80°C or ‐20°C and processed at a later 

stage for decellularization. 

Initiation and propagation of human patient‐derived 

cholangiocarcinoma organoids (CCAOs) 
Initiation of CCAOs was done as previously described [15]. Organoids were passaged in 

a  1:3‐1:6  ratio  approximately  every  7  days,  depending  on  their  proliferation  rate. 

Expansion medium (EM, Table S3) was refreshed every 3 or 4 days. Passaging was done 

by removing the EM and collecting the organoids  in a 15 mL tube by adding  ice‐cold 

Advanced  DMEM/F12  (AdvDMEM,  Gibco)  supplemented  with  1%  v/v  penicillin‐

streptomycin, 1% v/v hepes, 1% v/v ultraglutamine, 0.2% v/v primocin) to the wells and 

scraping/pipetting. Subsequently, ± 8 ml  ice‐cold AdvDMEM was added to the 15 ml 

tubes. After centrifugation (453g, 5 min, 4°C), the supernatant was removed and the 

pellet  was  re‐suspended  in  ice‐cold  AdvDMEM  while  mechanically  breaking  the 

organoids by pipetting up and down. After another centrifugation step (453g, 5 min, 

4°C),  the  supernatant was  removed  and  the  cell  pellet was  re‐suspended  in  BME 

(Cultrex). The mixture of cells and BME was plated in droplets of 25 µl in 12‐, 24‐ or 48‐

well  suspension  culture plates  (Greiner or  Sarstedt) and  cultured  for 7 days before 

passaging occurred again. 
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Decellularization procedure of human lymph nodes and lung tissue 
Lung  tissues  were  embedded  in  tissue‐tek  optical  cutting  temperature  (OCT) 

compound, mounted on a metal holder and cut with a cryotome (Leica) at ‐15°C into 

400 µm thick slices. 400 µm thick lung slices and entire lymph nodes were placed in a 

flask on a multi‐position magnetic stirrer  (Fig. S1A). Lymph nodes were not cut  into 

smaller slices before decellularization because of their relatively small surface area and 

disintegration  of  the  lymph  nodes  during  decellularization.  Tissue  samples  were 

washed for 30 minutes with dH20, 1 hour with 9% hypertonic saline (NaCl) and again 

30 minutes with dH20 to remove traces of blood, debris, and OCT compound by using 

osmotic  effect.  Thereafter,  all  tissue  samples  were  decellularized  with  a  solution 

consisting of 4% Triton‐X‐100 and 1% NH3 (hereafter referred to as TX‐100 solution). 

TX‐100 solution was replaced every hour for a total of 10 cycles including two overnight 

(O/N)  cycles  of  approximately  16  hours,  which  resulted  in  transparent  tissues. 

Subsequently, the tissues were washed with PBS (Gibco, HyClone) for 1 hour to remove 

traces of TX‐100. Thereafter, tissues were incubated with DNase solution (2 mg/l DNase 

type 1 (Sigma) in 0.9% NaCl + 100mM CaCl2 + 100mM MgCl2) for 3.5 hours at 37°C on 

the magnetic stirrer. Finally, tissues were washed twice with PBS. Biopsy samples were 

taken before and after decellularization for various analysis. To note, two lymph nodes 

contained  >50ng/mg  wet  tissue  after  decellulariation  and  were  not  included  in 

subsequent experiments and/or analyses.  

Confirmation of decellularization procedure 
Biopsies and decellularized tissue were fixed in 4% paraformaldehyde (PFA; Fresenius 

Kabi), solidified in 2% agarose in PBS, embedded in paraffin and sectioned at 4 µm using 

a microtome  (HM  325).  Slides  of  samples  before  and  after  decellularization were 

processed  for  routine  histological  stainings:  hematoxylin  and  eosin  (H&E),  4’,6‐

diamidino‐2‐phenylindole  (DAPI;  Vectashield,  Vectorlabs),  and  picrosirius  red  (PSR; 

Sigma). Collagen type 1 and collagen type 3 are stained according to standard protocol 

by the pathology department (ErasmusMC, The Netherlands). Slides were imaged with 

a  Zeiss Axioskop 20 microscope  and  captured with  the  Zeiss Axiocam 305  color or 

imaged and captured with Nanozoomer 2.0‐HT (Hamamatsu). DAPI stained slides were 

analyzed using an EVOS microscope (Thermo Fisher Scientific). Additionally, DNA was 

isolated  from  lung  and  lymph  nodes,  before  and  after  decellularization,  using  the 

QIAamp  DNA  Micro  Kit  (Qiagen)  according  to  the  manufacturer’s  protocol. 

Subsequently,  the  total  DNA  content  was  measured  using  a  Nanodrop 

spectrophotometer (Thermo Fisher Scientific; LU n=3, LN n=13) and corrected for the 

corresponding wet weight of the measured sample (ng DNA/mg wet tissue). The wet 

weight of the samples was determined before performing analysis. 
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Collagen and sulfated glycosaminoglycan quantification 
Total collagen content of lung and lymph nodes before and after decellularization (lung 

n=3 (T=0, T=decell); lymph node n=4 (T=0) and n=6 (T=decell)) was determined using a 

Total Collagen Kit (Quickzyme Biosciences) according to the manufacturer’s protocol. 

The absorbance of the collagen‐binding dye was measured in a clear 96‐well plate at 

570 nm using an  infinite M nano plate  reader  (Tecan). Background absorbance was 

subtracted.  The  content  was  corrected  for  the  wet  weight  of  the  corresponding 

samples (µg collagen/mg wet weight tissue). 

Sulfated glycosaminoglycan (sGAG) content of lung and lymph nodes before and after 

decellularization (lung N=3 (T=0, T=decell), lymph nodes n=4 (T=0) and n=6 (T=decell)) 

was determined using a Blyscan Sulfated Glycosaminoglycan Assay (Biocolor) according 

to the manufacturer’s protocol. Samples were digested in a Papain (Sigma) solution (10 

mg/ml) at 65 °C for 3 hours. The absorbance was measured in a clear 96‐well plate at 

656 nm using an infinite M nano plate reader (Tecan). The wet weight of the samples 

was weighted before performing analysis. 

Nanoindentation  
The effective Young’s modulus (E) of decellularized tissue samples was measured using 

a Chiaro Nanoindenter (Optics11 Life) (Fig. S1B). dLu (N=3) and dLN (N=3) were glued 

inside a 35 mm petri dish using NOA61 or NOA81 (Norland) and a UV torch (Walther 

Pro). The sample and probe were immersed in PBS before the measurement started. 

The stiffness of the probes used for dLu and dLN was respectively 0.027 N/m and 0.030 

N/m. The probes had a tip radius of 3 µm and were ball shaped. First, the sample was 

indented to a depth of 2 µm in 4 seconds (0.5 µm/s). Then, the indentation was held at 

2 µm for 1 second and finally the probe was retracted in 1 second. At least one matrix 

scan of 3x3 with a distance of 5 µm between  indentation points was performed per 

decellularized extracellular matrix (dECM). The Hertzian contact model in the Optics 11 

data  viewer  software  (version  V3.4.7) was  used  to  calculate  the  effective  Young’s 

Modulus (E) [25]. Measurements with an unreliable model fit (R2<0.9) were considered 

as outliers and disregarded from further analysis. 

Rheology  
A rotational rheometer (KINEXUS PRO; Technex) with a flat parallel plate geometry with 

a diameter of 20 mm was used to determine the Young’s modulus of the decellularized 

tissues  (Fig. S1C). All measurements were performed at 37  °C and obtained by  the 

rSpace software. dLu (n=3, 400 µm thick) and dLN (n=3) were placed on the bottom 

plate. Next, the top plate was  lowered to a gap height of 2 mm (dLu1, dLu2), 3 mm 

(dLu3, dLN5) or 1.8 mm (dLN11, dLN10). First, the surface contact point was found by 
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decreasing the gap at a rate of 0.01 mm/s with a measurement of the normal force 

every 0.01 second, which the software used to automatically determine the contact 

point. Subsequently, a shear oscillation frequency sweep (f: 10‐0.01 Hz, slope: 10 points 

per decade) was performed to determine the viscoelastic properties of the samples. 

Subsequently, the dECM was compressed 4*10−4 mm every second for 13.3 minutes. 

Then, another shear oscillation  frequency sweep (f: 10‐0.01 Hz, slope: 10 points per 

decade) was performed. An approximation of the Young’s modulus (E) was determined 

over the whole range of compression. The strain was calculated by (h‐h0/h0) where h 

is the gap while measuring and h0 is the initial gap when the surface contact point was 

found. The stress was calculated by  (strain+1)*(Normal  force/initial area) where the 

initial  area  was  calculated  by  π*(sample  radius)2,  following  the  Cauchy  stress 

calculations [26]. In this way, the data was corrected for the size of each sample and 

increase in size after each compression step. The gradient slope over the whole range 

of compression resulted in an approximation of the Young’s modulus (E). 

Proteomic sample preparation  
100 µL 50 mM Tris‐HCl (pH 8.0) was added to the dECM scaffolds and the samples were 

snap frozen in liquid nitrogen, followed by homogenizing using a dismembrator. The sample 

was heated in a thermomixer for 5 min at 95 °C. 90 µL 50 mM Tris‐HCl and 5 µL 100 mM of 

1,4‐dithiothreitol  were  added  and  the  sample  was  incubated  at  50  °C  for  60  min. 

Subsequently, 5 µL 200 mM of 2‐chloroacetamide was added and the sample was incubated 

at RT  for 30 min. Then, 100 µL 50 mM Tris‐HCl and 10 µL Peptide:N‐glycosidase F  (500 

units/mL) was added and the samples were further incubated at 37 °C for 4 h, followed by 

5  min  at  95  °C.  Finally,  25  µL  sodium  deoxycholate  and  trypsin  was  added  (1:100, 

trypsin:protein) and the sample was  incubated  in a thermomixer O/N at 30 °C and 1100 

RPM. The next day, 25 µL 10 % trifluoroacetic acid (TFA) was added to the sample, followed 

by  2X washes with  ethylacetate:  300  µL  ethylacetate  (H2O  saturated) was  added,  the 

mixture was mixed vigorously and then centrifuged for 2 min at 5,000 rpm. The upper layer 

was removed, followed by 45 min in the SpeedVac Vacuum Concentrator (Thermo Fisher 

Scientific) to evaporate the solvent and reduce the sample volume. The protein digest was 

desalted using C18  stage  tips  (Thermo Fisher Scientific). This was  repeated  for  the  flow 

through. The stage tip was then washed with 100 µL 0.1 % TFA, centrifuged for 10 min at 

2,000 rpm, followed by 2X elution of the peptides with 75 µL 50 % acetonitrile (AcN) and 

centrifugation  for  8 min  at  2,000  rpm. Next,  peptides were  dried  in  the  speedvac  and 

reconstituted in 25 µL 2 % AcN, 0.5 % formic acid. Nanoflow liquid chromatography tandem 

mass spectrometry (nLC‐MS/MS) was performed on an EASY‐nLC coupled to an Orbitrap 

Fusion Lumos Tribrid mass spectrometer  (Thermo), operating  in positive mode. Peptides 

were separated on a ReproSil‐C18 reversed‐phase column (Dr Maisch; 15 cm × 50 μm) using 

a linear gradient of 0–80% acetonitrile (in 0.1% formic acid) during 90 min at a rate of 200 
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nl/min. The elution was directly sprayed into the electrospray ionization source of the mass 

spectrometer. Spectra were acquired  in continuum mode; fragmentation of the peptides 

was performed in data‐dependent mode by HCD.  

Proteomic data processing 
Raw mass spectrometry data were analyzed using the Proteome Discoverer 2.3 software 

suite (ThermoFisher Scientific). The Mascot search algorithm (version 2.3.2, MatrixScience) 

was  used  for  searching  against  the  Uniprot  database  (taxonomy:  Homo  sapiens).  The 

peptide tolerance was typically set to 10 ppm and the fragment ion tolerance was set to 0.8 

Da. A maximum number of 2 missed cleavages by  trypsin were allowed and carbamido‐

methylated cysteine and oxidized methionine were set as fixed and variable modifications, 

respectively.  

Proteomic data analysis  
To identify and categorize the detected proteins that are related to the ECM, the dataset 

was  compared  to and  filtered with  the MatrisomeDB database  [27]. MatrisomeDB uses 

domain‐based organization of matrisome‐related proteins to obtain a complete collection 

of ECM proteomic data. Proteins  identified  are  subdivided  into ECM‐affiliated proteins, 

secreted  factors,  collagens, ECM  regulators, ECM glycoproteins, and proteoglycans. The 

identified matrisome proteins were further classified into 3 categories: a core ensemble of 

proteins, differentially expressed (DE) proteins, and exclusive proteins. The core ensemble 

of proteins consists of proteins that are present in all replicates of all conditions. Proteins 

are  differentially  expressed  if  the  adjusted  p‐value  is  <0.05.  Proteins  are  identified  as 

‘exclusive’ if they are present in samples of one condition, while absent in all replicates of 

another condition. To note, the difference between DE proteins and exclusive proteins is 

likely due  to  the  sensitivity of mass  spectrometry. Therefore, DE proteins and exclusive 

proteins were combined  to apply enrichment analysis using  the  fgsea  (version 1.16.0) R 

package.  

Preparation of decellularized matrices for organoid culture 
One day before recellularization, scaffolds were washed with sterile PBS three times, 

followed by washing with AdvDMEM  three  times. Subsequently,  the  scaffolds were 

incubated overnight at 37°C with AdvDMEM, supplemented with 10x the concentration 

of  penicillin‐  streptomycin,  primocin  and  antiobiotic‐antimycotic  (Gibco)  to  avoid 

infections  in  the  recellularization experiments. Decellularized matrices were washed 

three times with AdvDMEM on the day of recellularization. The scaffolds were placed 

in the middle of a new suspension or culture well plate (Greiner or Sarstedt) and were 

folded out as much as possible using a needle or tweezer. 
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Recellularization 
CCAOs  (n=3) grown  in BME droplets were harvested by  removing  the BME droplets 

from the wells using ice cold AdvDMEM as previously described. After removal of BME 

and AdvDMEM from the cell pellet, 1 ml trypsin (TrypLE, Thermo Fisher Scientific) was 

added. The suspension was incubated at 37°C for 15 minutes while applying mechanical 

disruption with a pipette every 5 minutes until organoid fragments were dissociated 

into small aggregates and single cells. Subsequently, 10 µl of the suspension was added 

to 10 µl Trypan Blue (Thermo Fisher Scientific) for cell counting using disposable cell 

counting  chambers  (Kova).  After  15  minutes  of  incubation,  trypsin  was  directly 

inactivated by the addition of cold AdvDMEM. The suspension was centrifuged for 5 

minutes (453g, 4°C) and the resulting cell pellet was resuspended in EM to obtain the 

total amount of cells needed (approx. 200.000 cells/scaffold). Cells (5 µl) in EM were 

added to the dECM in a 12 or 24 suspension or culture well plate (Greiner or Sarstedt). 

The recellularized scaffolds were incubated for 3 hours at 37°C before adding 350‐500 

µl EM to the recellularized scaffolds. EM was refreshed every 3 or 4 days. Organoid 

cultures in BME were used as a control if appropriate.  

RNA isolation, cDNA synthesis and RT‐qPCR 

For RNA isolation, 3 or 4 scaffolds were added to 700 l Qiazol. Qiazol lysed samples 

(3‐4  recellularized  scaffolds  per  replicate)  were  homogenized  with  a  TissueRuptor 

(Qiagen). Messenger RNA was isolated with a miRNeasy kit (Qiagen) according to the 

manufacturer’s protocol. A Nanodrop  spectrophotometer  (Thermo  Fisher  Scientific) 

was used to measure RNA content. 500 ng complementary DNA (cDNA) was made by 

adding 5x PrimeScript RT Master Mix and dH2O to  isolated RNA and  inserted  into a 

2720  Thermal  Cycler  (Applied  Biosystems)  or  SimpliAmp  Thermal  Cycler  (Applied 

Biosystems). qPCR was performed according to standard procedures with 10 µl SYBR 

select master mix, 1 µl primers, 4 µl dH2O and 5 µl cDNA per reaction. All the tested 

primer  sets  are  listed  in  (Table  S4).  The  housekeeping  genes  Glyceraldehyde‐3‐

Phosphate  Dehydrogenase  (GAPDH)  and  Hypoxanthine‐guanine‐phosphoribosyl‐

transferase (HPRT) were used as reference genes. 

Live/Dead staining 
CCAOs cultured in dECM were incubated in EM supplemented with 100 µg/ml Hoechst 

(Hoechst  33342,  Thermo  Fisher  Scientific),  50  µg/ml  propidium  iodide  (PI,  Sigma‐

Aldrich)  and  0.5  µM  calcein  (Calcein  AM,  Thermo  Fisher  Scientific)  at  37°C  for  30 

minutes  protected  from  light.  Images  were  made  with  an  EVOS  FL  fluorescent 

microscope (Thermo Fisher Scientific). 
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Histological staining 
PFA‐fixed  samples were  solidified  in  2%  agarose  in  PBS.  They were  embedded  in 

paraffin  and  sectioned  at  4  µm  using  a  microtome  (HM325).  Decellularized  and 

recellularized scaffold slides were stained with H&E according to a standard protocol. 

Cell metabolic activity assessment 
PrestoBlue™  Cell  Viability  Reagent  (Thermo  Fisher  Scientific)  was  used  to  assess 

metabolic activity of CCAOs in dLu and dLN for the same sample at day 1, 4, 8, 11, 14 

after recellularization. Presto Blue compound was diluted 10‐fold (1:10) in EM, filtered 

and  pre‐warmed  in  a  37°C water  bath  for  10 minutes.  EM was  removed  from  the 

recellularized scaffolds and 500 µl Presto Blue solution was added to each well. The 

recellularized  scaffolds were  incubated  at  37°C  for  3.5  hours  protected  from  light. 

Subsequently, the medium was plated in a 96 well plate in triplicate. The absorbance 

was measured  using  an  CytoFluor Multi‐Well  plate  Reader  series  4000  (Perseptive 

Biosystems) with excitation of 530nm and emission of 590nm. Background absorbance 

was  measured  using  non‐recellularized  dLu  and  dLN  (both  n=3).  Background 

measurements were subtracted and data was normalized to day 1. 

Statistical analysis 
Statistical  analyses  were  performed  using  GraphPad  Prism  (version  9,  GraphPad 

Software). Continuous unpaired  variables between  two groups were  tested using a 

Mann‐Whitney‐U and presented graphically as means with  standard deviation  (SD). 

Kruskal‐Wallis test was performed when more than two groups were compared. Two‐

way ANOVA test was performed  for multi‐variate analysis with multiple comparison 

testing for different time points or different donors (i.e. the sGAG/collagen contents). 

A description of the method and test results is noted if alternative statistical analysis 

was used. In all tests, a p value of <0.05 was considered significant. 
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Results 

Decellularization of lymph node and lung tissue for isolation of a‐cellular 

ECM scaffolds  
To  create  tissue‐specific  in vitro metastatic  colonization models  for  the  lung and  lymph 

node, we first decellularized lung (dLu) and hilar lymph nodes (dLN) (Table S2). An identical 

decellularization protocol was used  for both  tissue  types. This  is based on  a previously 

described method  for  liver and  liver tumor biopsy samples  [28], so that recellularization 

would be minimally affected by the method of decellularization. Histological evaluation and 

DNA  content  quantification  revealed  successful  decellularization  (Fig.  1).  Lung  sections 

show hollow structures of the alveoli and bronchiole before and after decellularization and 

preservation of  ECM  structure  (Fig. 1A,  Fig.  S2)  [29].  In  lymph nodes,  show  the  typical 

reticular  meshwork  architecture  in  T=0  conditions  (Fig.  1A,  Fig.  S3)  [30].  After 

decellularization, a relative dense structure lacking cellular material is observed, indicating 

preservation of overall tissue morphology. DAPI staining confirmed the removal of nuclear 

material from lung and lymph node (Fig. 1B). Macroscopically, decellularization resulted in 

a white, translucent appearance for both lung and lymph node, as commonly seen for other 

decellularized organs as well (Fig. 1C) [31, 32]. Loss of nuclear material was confirmed by 

quantification of DNA. After decellularization, DNA content was significantly decreased in 

lung (p<0.0001) and lymph nodes (p=0.0022) (Fig. 1D). Lymph node tissue has a higher cell 

density  compared  to  lung, which  is  reflected  by  an  average DNA  concentration  before 

decellularization  in  lymph node of 720ng DNA/mg wet tissue (n=13, SD:±569.8ng) and of 

250.2ng  DNA/mg  wet  tissue  (n=6,  consisting  of  3  patients  and  2  technical  replicates, 

SD:±98.7ng)  in  the  lung.  After  decellularization,  the DNA  content  is  reduced  to  19.9ng 

DNA/mg  wet  tissue  (n=13,  SD:±17.6ng)  for  dLN  and  23.3ng  DNA/mg  wet  tissue  (n=6, 

SD:±11.2ng) for dLu, equaling a reduction of 97.2% and 90.7%, respectively. Both absolute 

values and percentage reduction (i.e. <50 ng DNA/mg wet tissue and 90% reduction in DNA 

content) adhere to common criteria for complete cell removal [33]. Thus, utilizing the same 

method, both lung and lymph node tissue was successfully decellularized.  
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Figure  1:  Extracellular  matrix  of  lung  and  lymph  nodes  obtained  by  decellularization.  A) 

Representative  H&E  stainings  of  lung  and  lymph  node  before  (T=0)  and  after  (T=decell) 

decellularization  show  efficiently  removal  of  cells  from  the  scaffold  and  maintenance  of  ECM 

structure.  Scale bars indicate 200 µm. 1 and 2 show different donors for dLU (dLu2, dLu3) and dLN 

(dLN2, dLN12). B) Representative DAPI stainings of  lung (dLu2) and  lymph node (dLN6) before and 

after decellularization confirmed removal of nuclear material from the scaffold.  Scale bars indicate 
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250 µm.  C) Lung slices of 400 µm thick and an entire lymph node of 0.75 cm thick before and after 

decellularization,  show  the  transformation  in  color  from  brown/yellow  to  translucent white.  D) 

Quantitative DNA  content  analysis of  lung  (n=3 patients, with each patient measured  in technical 

duplicate, p=0.003)  and  lymph  node  (n=13, p=0.0002) before and after decellularization confirms 

successful decellularization.  Error bars  indicate ± SD. ** = p‐value < 0.005, *** = p‐value < 0.001. 

Paired t‐tests were used for determining significance in DNA content. The red dotted line indicates a 

threshold of 50 ng DNA/mg wet tissue, which is a common criteria for adequate cell removal [33]. For 

the DNA content dLu1‐3 and dLN1‐13 were used. Decellularized scaffolds show retention of ECM‐

related components and mechanical properties 

Decellularized scaffolds show retention of ECM‐related components  
To further characterize the decellularized scaffolds, the  level of retention of ECM‐related 

components was assessed. Sulfated glycosaminoglycans (sGAG) are important regulators of 

various  cancer‐related  processes,  including  angiogenesis,  invasion,  proliferation  and 

metastasis  [34,  35].  For  both  lung  and  lymph  nodes,  sGAGs  were  preserved  after 

decellularization. The total sGAG content for both lung and lymph node per mg wet tissue 

decreased slightly, with a 1.4‐fold and 1.9 fold decrease for dLu and dLN, respectively (Fig. 

2A). The slight difference between the tissues could be related to the higher cell density in 

dLN, which means  relatively more  cell‐associated  sGAGs  are  lost during  the process of 

decellularization. Subsequently, collagen content was assessed, as collagen is the primary 

structural  component  of  the  ECM.  The  collagen  concentration  increased  for  both  lung 

(before decellularization: 3.36 µg/mg wet  tissue, SD± 0.54; after decellularization: 31.49 

µg/mg wet  tissue, SD± 5.94) and  lymph node  (before decellularization: 1.53 µg/mg wet 

tissue,  SD±  0.58;  after  decellularization:  43.46  µg/mg wet  tissue,  SD±  15.63)  (Fig.  2B). 

Gomori’s staining shows the presence of reticular fibers  in  lymph node tissue at T=0 and 

after decellularization (Fig. 2C). The relatively high retention of collagen was confirmed by 

histological staining’s (PicroSirius Red and Masson’s Trichrome), with abundant positivity in 

both dLu and dLN (Fig. 2D, E). In the lung, collagen type 1 is important for mechanics and 

confers primarily tensile properties, while in the lymph nodes it is part of the reticular fibers 

[29, 30]. Fig. 2F demonstrates diffuse abundance and presence of collagen  type 1 after 

decellularization (black arrows). Overall, decellularization of human lung and lymph nodes 

resulted in preserved components of the ECM and in acellular scaffolds. 
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Figure 2: Preservation of ECM proteins after decellularization of human lung and lymph node. A) 

Quantitative sGAG content analysis of  lung (n=3, p=0.5) and  lymph node (n=5, p=0.07) before and 

after decellularization showing retention of sGAG. dLu1, 2, 3 and dLN17, 27, 7, 10, 11 were used. B) 

Quantitative collagen content analysis of lung (n=3, p=0.02) and lymph node (n=4, p=0.02) before and 

after decellularization, showing retention of collagen. dLu1, 2, 3 and dLN2, 4, 7, 15 were used. Paired 

t‐tests were used  for  determining  significance  for  determining  significance  in  sGAG  and  collagen 
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content.  C,  D,  E)  Lung  (dLu1)  and  lymph  node  (dLN12)  before  (T=0)  and  after  (T=decell) 

decellularization stained with Gomori’s  (GOM, C), Masson’s Trichrome  (TRI, D) and PicroSirius Red 

(PSR, D) shows ECM architecture primarily consisting of collagen fibers. GOM shows reticulin (black), 

nuclei  (red),  and  cytoplasm  (pink).  TRI  shows muscle  (red),  collagen  (blue), nuclei  (brown/black), 

cytoplasm (brick red). . F) Representative images of collagen type 1 staining of lung (dLu1) and lymph 

node (dLN1) before and after decellularization. All scale bars indicate 200 µm. 

Divergent mechanical properties of decellularized lung and lymph node 

scaffolds  
Collagens  forms  a  three‐dimensional  network,  and  its  architecture  is  central  to  tissue 

functioning  through providing mechanical properties  [36]. Therefore,  to determine both 

macro‐ and microscopic mechanical properties of dLu and dLN,  rheology measurements 

and micro‐indentation were performed, respectively. Macroscopic properties of dLu and 

dLN  were  determined  by  assessing  rheological  properties  under  compression.  The 

approximation  of  the  Young’s  Modulus  (E),  determined  over  the  whole  range  of 

compression,  for  was  0.46±.18kPa  for  dLu  and  0.53±.41kPa  for  dLN  (Fig.  3A).  More 

heterogeneity  in macroscopic stiffness  is seen  in dLN. On a micro‐scale, by obtaining the 

effective Young’s modulus by micro‐indentation, the stiffness values ranged from 0.15‐52.3 

kPa for dLu and 0.05‐40.9 kPa for dLN (Fig. 3B). The effective Young’s modulus is defined as 

the  Young’s modulus  without making  any  assumptions  regarding  Poisson’s  ratio.  This 

heterogeneity  is  also  captured  on  a  per  donor  basis,  but  did  not  show  any  significant 

differences between donors for dLu or dLN (Fig. 3C). Thus, on a micro‐scale a similar trends 

persists, with a large standard deviation indicating heterogeneity in the stiffness for both 

tissue types, and heterogeneity in macroscopic stiffness for dLN in particular. 

Figure 3: Macroscopic and microscopic mechanical characterization of dLu and dLN. A) Macroscopic 

compression measurements showing the Young’s Modulus of dLu (n=3, dLu1, dLu2, dLu3) and dLN 

(n=3, dLN11, dLN10, dLN5). B) Effective Young’s Modulus measured by micro‐indentation (3x3 matrix 

scans, 5µm between indentations with a total measured area of 15x15 µm) of dLu (n=3 donors) and 

dLN (n=3 donors). C) Effective Young’s Modulus measured by micro‐indentation split per donor for 

both dLu (dLu1, dLu2, and dLu3) and dLN (dLN11, dLN10, dLN5). Each data point is a different region 

of the sample obtained in a 3x3 matrix scan.  
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Decellularized tissue scaffolds contain common and divergent ECM proteins  
We  next  examined  whether  the  heterogeneity  in  mechanical  properties  was  also 

represented in the overall protein composition. For this, mass spectrometry was employed 

to  find  shared  and divergent ECM proteins  in dLu  and dLN. ECM‐related proteins were 

categorized following the matrisome classification standards: collagen, glycoproteins, ECM 

regulators, ECM‐affiliated proteins  , proteoglycans, and secreted factors [27]. Analysis of 

the proteome identified proteins in all categories, highlighting the complexity of the dECM 

in both tissues (Fig. 4A, B). The most abundant proteins  in both dLN and dLU are  largely 

overlapping, particularly  collagens  are present  in both decellularized  scaffolds  (Fig.  S4). 

However,  important differences  in highly  abundant proteins  are  also present,  including 

elastin (ELN) in the lung, which is important for lung development and alveolar formation 

[37].  Still,  most  differences  are  present  in  lower  abundant  ECM‐related  proteins, 

highlighting  the  complexity  of  the  environments  that  are  provided  by  decellularized 

scaffolds (Suppl. File 1). Filtering for proteins present in all biological replicates showed that 

dLu contained a larger variety of proteins in all categories compared to dLN (Fig. 4A). This 

is  similar when  filtering  for  ECM  proteins  only  present  in  one  replicate,  although  the 

difference between dLu and dLN becomes less apparent, indicating a higher level of intra‐

dLN  heterogeneity  in  protein  composition  (Fig.  4B).  The  larger  diversity  in  ECM 

glycoproteins  and  ECM  regulators  in  dLu  is  translated  to  a  significantly  higher  total 

abundance, based on  summed  tryptic peptide  intensities  (Fig. 4C). However, dLN had a 

significantly higher total collagen abundance compared to dLu, congruent with the collagen 

quantification based on acid hydrolysis (Fig. 4C, Fig. 2B). Surprisingly, dissecting the higher 

abundance per collagen subtype and subunit does not reveal major differences, with only 

COL6A6 (p=0.02) and COL28A1 (p=0.03) significantly upregulated in dLu compared to dLN 

(Fig. 4D). Principal component analysis revealed tissue‐specific signatures of ECM proteins 

by segregation of dLu and dLN clusters based on PC1 (Fig. 4E). Furthermore, dLN showed a 

higher overall heterogeneity across donors, primarily displayed by PC2, which is in line with 

the higher heterogeneity in stiffness across donors (Fig. 4E, Fig. 3A). The different signatures 

are also represented by exclusive expression of 42 proteins in dLu and 14 proteins in dLN 

(Fig. 4F). Next, these uniquely identified proteins were used for enrichment analysis with 

the DAVID bioinformatics tool [38]. The enriched terms were divided into shared (Fig. 4G) 

and  distinct  (Fig.  4H,  I).  As  expected,  extracellular  space  (GO:0005615)  and  region 

(GO:0005576),  similar  enrichment  terms  both  containing  extracellular  proteins,  are 

enriched  in both dLu and dLN, as ECM  is  isolated through decellularization (Fig. 4G). The 

distinct enriched  terms  reveal  retention of  tissue‐specific  functions  in  the decellularized 

scaffolds, with enrichment of  immune response  in dLN, as  it function  is primary  immune 

system‐related, and basement membrane enrichment in dLu, which in native lung is crucial 

for functioning of gas exchange through binding endothelium and epithelium together (Fig. 
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4H,  I)  [39]. Altogether, dLu  and dLN have distinct protein  signatures, with high protein 

diversity and reflect tissue‐specific functional aspects.  

Figure 4: Analysis of global ECM proteome derived from decellularized lung and lymph node tissue. 

A, B) Global matrisome protein  composition  identified by Mass Spectrometry displaying  the  total 

number of unique proteins identified in all biological replicates (A) or identified in at least 1 biological 

replicate (B). Only proteins overlapping with MatrisomeDB classification for ECM‐related proteins are 

included.  C)  Total  abundance  values  per  ECM‐related  protein  category.  A  two‐way  ANOVA with 

multiple comparisons per matrisome category statistical analysis was performed (Collagen p=0.006; 

ECM Glycoproteins p=004, ECM Regulators p<0.0001). **= p‐value <0.005, ***= p‐value<0.0001. D) 

Heat map displaying the relative log2(abundance) values for all identified collagen subunits. Grey color 

indicates that no abundance value was present. * = p‐value<0.05. E) Scatter plot based on principal 

component analysis (PCA) displays a global separation between ECM protein composition of dLN and 

dLu. F) Exclusive and shared proteins identified in dLu and dLN. G, H, I) Enrichment analysis of selected 
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biological processes and pathways for protein abundance differences as displayed in (E) for dLu and 

dLN. Shared enriched processes are processes that are significantly enriched  in both decellularized 

tissues, distinct enriched processes are processes that are exclusively enriched in either dLu or dLN. 

For all mass spectrometry analysis dLu1, dLu2, and dLu3 were used for  lung, and dLN1, dLN3, and 

dLN13 were used for lymph node.  

CCAOs grown in dLu and dLN scaffolds attain tissue‐specific expression of 

cancer‐related genes 
Next, we  assessed  the  effect  of  the  decellularized  ECM  scaffolds  on  CCAOs,  to mimic 

metastatic outgrowth in lung and lymph node. Patient‐derived CCAOs (n=3) were cultured 

in BME, harvested, and seeded on dLu and dLN. CCAOs grown  in BME were spherical  in 

shape and proliferated over  time as previously described  (Fig. S5)  [40].  In dLu and dLN, 

bright field microscopy images showed the adhesion of single cell and clumps of CCAOs to 

the  ECM  observed  at  day  1  of  recellularization.  Subsequently,  organoid‐like  structures 

appeared around day 7, which transformed into a complete cellular layer surrounding the 

edge of the ECM scaffolds at day 14 (Fig. 5A). 

To identify the biological processes that are important for metastasis of CCA in the lung and 

lymph  nodes,  gene  expression  profiles  of  CCAOs  cultured  in  dLu,  dLN,  and  BME were 

compared. As expected, KRT7,  a marker of  cholangiocyte‐lineage  [41], was  comparable 

between all conditions and showed high expression, indicating retention of CCA phenotype 

(Fig. 5B). Integrin β1 (ITGB1) and integrin α5 (ITGA5), both ECM binding subunits of integrin 

receptors  [42‐44],  were  probed  for  their  expression  profiles  (Fig.  5C).  ITGB1  was 

significantly upregulated in dLN (versus both dLu and BME p=0.03) revealing tissue‐specific 

cell‐ECM  interactions.  ITGA5 showed high heterogeneity  in expression between different 

CCAOs, with a 13‐fold  increase of CCAO2 vs CCAO3  in dLN  (p=0.1). This suggests  that  in 

lymph node metastasis upregulation could be patient‐dependent. LGR5 and CD133, both 

markers of (different) cancer‐stem cell subpopulations [45, 46], were significantly affected 

by the ECM (Fig. 5D). LGR5 was significantly upregulated in dLN compared to dLu (p<0.001) 

and  BME  (p=0.005),  while  CD133  was  significantly  higher  in  BME  compared  to  both 

decellularized scaffolds  (both p=0.016). Thus, this  indicates that there  is a tissue‐specific 

involvement of cancer‐stem cell populations in metastatic outgrowth in CCA. Furthermore, 

significant higher expression of COL1A1  in dLN  (vs BME p=0.0075, vs dLU p=0.013) and 

COL3A1 in BME (vs dLU p=0.007) indicates that the reciprocal production of ECM proteins 

by tumor cells  is also affected by the ECM of the metastatic organ (Fig. 5E). Additionally, 

epithelial‐to‐mesenchymal transition (EMT), and the reverse process of mesenchymal‐to‐

epithelial  transition  (MET)  are  thought  to  play  a  role  in metastatic  dissemination  and 

subsequent colonization, respectively [47, 48]. ECAD was significantly upregulated in dLN 

(vs dLu p<0.001, vs BME p=0.002),  indicating  (re)expression  induced by  the extracellular 

microenvironment, possibly due to the tumor cells undergoing MET (Fig. 5F). Classical EMT‐
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markers VIM  and  SNAI1  showed heterogeneous  expression  (Fig.  S6A, B).  The ECM  also 

influences gene expression profiles of matrix modulating genes (Fig. S6C, D). Tissue inhibitor 

of  metalloproteinases  1  and  2  (TIMP1,  TIMP2)  are  significantly  upregulated  in  dLN 

compared to dLU (TIMP1 p=0.026, TIMP2 p=0.04 only for CCAO2), while metalloproteinases 

2  and 9  (MMP2, MMP9)  show  varied  expression profiles  in  the different decellularized 

scaffolds (Fig. S6C, D). Overall, various cancer‐related processes, including cancer stem cell 

plasticity,  ECM  production,  cell‐ECM  binding,  and  EMT/MET,  are  influenced  by  the 

extracellular environment of the target metastatic organ in a tissue‐specific pattern.  
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Figure 5: Recellularization of dLu and dLN with CCAOs reveals distinct gene expression profiles. A) 

Representative bright field microscopy images of CCAOs cultured in dLu and dLN on day 1, 7 and 14 

after recellularization. Day 1 scale bar indicates 1000  µm,  day 7 and day 14 scale bars indicate 400 

µm. Black arrows indicate the progression from single cells at day 1 to a complete cellular layer at day 

14. B) Gene expression of KRT7 in CCAOs for BME control and recellularized dLu and dLN. C) Gene 

expression of  ITGA5 and  ITGB1  in CCAOs for BME control and recellularized dLu and dLN. D) Gene 

expression of LGR5 and CD133  in CCAOs  for BME control and recellularized dLu and dLN. E) Gene 

expression of COL3A1 and COL1A1 in CCAOs for BME control and recellularized dLu and dLN. F) Gene 

expression of ECAD in CCAOs for BME control and recellularized dLu and dLN. * = p‐value < 0.05, ** = 

p‐value < 0.005, *** = p‐value < 0.0001. N.D. means  that  the values were not detectable. Mann‐

Whitney U statistical test was used for determining significance in gene expression profiles. All gene 

expression profiles were normalized to GAPDH. For recellularization experiments dLu1, dLu2, dLu3 

were used for lung and dLN9, dLN8, and dLN1 were used for lymph node.  

Metastatic outgrowth of CCAOs is ECM and patient dependent  
In a metastatic setting, after reaching the microenvironment of the distant organ, cancer 

cells will colonize the niche and often display a state of dormancy before changing to a state 

of proliferation and outgrowth [49, 50]. We therefore examined if the ECM plays a role in 

the change from dormancy to outgrowth, and the effect on the associated cell migration 

and proliferation dynamics. H&E staining of CCAOs cultured  in dLN and dLu showed cell‐

ECM attachment, with  the occurrence of different  invasive patterns  (Fig. 6A, B).  In dLu, 

CCAOs exhibited  localized colonization, with extensive  in‐growth  in the scaffold at these 

locations, reminiscent of the localized growth pattern in vivo (Fig. 6A) [51]. CCAOs in dLN 

colonized primarily the outer rim, either in single‐cell or cellular clumps, with an epithelial‐

like  phenotype  and  limited  scaffold  in‐growth  (Fig.  6B).  This  is  congruent  with  the 

upregulation  of  ECAD  in  CCAOs  cultured  in  dLN  compared  to  dLu  (Fig.  5F)  and  the 

upregulation of TIMPs  in dLN  compared  to dLU  suggesting  that  the  inhibition of matrix 

degradation is associated with the limited invasion occurring (Fig. S6C). In all, decellularized 

scaffolds of lung and lymph node can induce different migratory patterns.  

Subsequently, a metabolic assay was used  to probe  the metabolic activity of  the  tumor 

organoids  over  time  in  each  condition.  As  a  control,  BME‐cultured  CCAOs  exhibited 

significant increase in metabolic activity over 14 days, as expected and reported in literature 

(Fig. S7A, [15]). CCAOs in dLN (n=27, n=3 ECM donors with n=3 CCAO lines and n=3 technical 

replicates per combination) and dLu (n=27, n=3 ECM donors with n=3 CCAO lines and n=3 

technical replicates per combination) also showed an  increase  in metabolic activity over 

time  (Fig.  6C).  However,  a  different  growth  pattern  was  observed  in  both metastatic 

locations,  with  a  significant  delay  in metabolic  activity  increase  after  10  days  in  dLN 

compared to dLu (10.8x increase in dLU vs 24.4x increase in dLN, p=0.014). After 14 days, 

no significant difference was observed (p=0.97),  indicating that  it was a delay  in growth, 

rather than a consistently lower growth rate. Dissecting the role of seed (i.e. the CCAO) and 
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soil  (i.e.  the ECM)  reveals  that  in  lung metastasis, both  seed and  soil have a  significant 

influence on metastatic outgrowth (Fig. 6D). This is exhibited by CCAO3 and Lu3 showing 

significantly higher metabolic activity after 10 and 14 days when  comparing  tumor and 

donor scaffold, respectively. For lymph node metastasis, this effect was less evident, with 

CCAO3 having a significantly larger increase in metabolic activity after 7 days, suggesting an 

earlier  switch  from  dormancy  to  outgrowth  in  this  case  (Fig.  6E).  No  ECM‐dependent 

differences were found in dLN (Fig. 6E). To note, no difference in initial seeding efficiency 

was observed between dLN and dLu, as represented by absolute metabolic activity values 

at day 1 (Fig. S7B). In summary, these data suggest that the dynamics of outgrowth after 

colonization are multi‐factorial, both patient and ECM related. In this model, metaphorically 

both the “seed” and “soil” influence metastatic growth of cancer cells in the lung, while in 

the lymph node the growth is dictated primarily by the seed (cancer cell).  
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Figure 6: Proliferation and migration dynamics of metastasis  in CCAOs. A, B) Representative H&E 

stainings of CCAO1 (top) and CCAO3 (bottom)  in dLu (A) and dLN (B). The black rectangle shows a 

higher magnification image of the morphology of the CCAOs in the decellularized scaffolds. Scale bars 

indicate 250 µm. C) Metabolic activity measurements of recellularized dLN (n=27, n=3 ECM donors 

with n=3 CCAO lines and n=3 technical replicates per combination) and dLu (n=27, n=3 ECM donors 

with n=3 CCAO lines and n=3 technical replicates per combination) consecutively measured on day 1, 

4, 7, 10, and 14. All Relative Fluorescent Units (RFU) data is normalized to day 1. D) Metabolic activity 

measurements for CCAOs in dLU split based on patient origin of CCAO (i.e. separated CCAO1, CCAO2, 

and CCAO3) and donor of decellularized scaffolds (i.e. separated dLu1, dLu2, and dLu3). E) Metabolic 

activity measurements for CCAOs in dLU split based on patient origin of CCAO (i.e. separated CCAO1, 

CCAO2, and CCAO3) and donor of decellularized scaffolds (i.e. separated dLN1, dLN2, and dLN3). * = 

p‐value<0.05, ** = p‐value<0.005, *** = p‐value<0.0001. Multiple  t‐test were used  together with 

Holm‐Sidak correction method to correct for multiple comparisons. For recellularization experiments 

dLu1, dLu2, dLu3 were used for lung and dLN9, dLN8, and dLN1 were used for lymph node.  
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Discussion  
The process of cancer metastasis consists of a multi‐step cascade during which tumor cells 

disseminate  from  the primary  tumor,  survive  in  the  lymphatic or blood  circulation, and 

colonize  distant  organs.  The  tumor  cells  are  heavily  influenced  by  the  various 

microenvironments that they encounter during this cascade, including, but not limited to, 

the ECM of the target organ for metastasis [52‐54]. Particularly, the interaction of seed (i.e. 

cancer cells) and soil (i.e. ECM) that is encountered in the metastatic organ plays a role in 

the dynamics of metastatic colonization [19, 55]. Herein, we show the possibility to obtain 

a  tissue‐specific metastatic model  by  converging  decellularized  human  lung  and  lymph 

nodes  with  patient‐derived  CCAOs  to  investigate  the  role  of  the  ECM  in  metastatic 

outgrowth. We demonstrated the capability to decellularize human derived tissue of distant 

metastatic locations for CCA and reveal the biomechanical and biochemical characteristics 

of dLu and dLN, which recapitulate the tissue of origin. Furthermore, dLu and dLN scaffolds 

support  adhesion  and  culture  of  CCAOs while  stimulating  distinct,  tissue‐specific  gene 

expression profiles. The associated growth patterns further delineate the role of both seed 

and  soil  in  the outgrowth of colonized metastatic CCA, with dLu  inducing a  significantly 

higher proliferation rate compared to dLN.  

The decellularization method employed  in  this  study, utilizing Triton X‐100, was able  to 

successfully eliminate cellular material from both human lung and lymph node tissue. The 

resulting  decellularized  scaffolds  recapitulated  the  composition  of  native  ECM,  with 

enrichment of basement membrane‐related proteins  in dLu and  immune system‐related 

proteins  in dLN. Decellularization of human  lymph nodes has not been  reported  yet  in 

literature,  but  employing  an  identical  decellularization  method  as  lung  provided 

comparative scaffolds for studying cell‐ECM interactions in these respective organs.  

The  mechanical  role  of  ECM  in  cancer  metastasis  is  highly  diverse,  affecting  matrix 

remodeling, cell spreading, migration and metastasis [54, 56, 57]. Therefore, biomechanical 

characterizations  of  the  decellularized  tissue  were  obtained,  which  indicated  similar 

stiffness  for  dLu  and  dLN,  with  a  notable  variability  in macro‐scale  stiffness  for  dLN. 

Although the obtained mechanical properties (Young’s Modulus) of dLu are comparable to 

literature,  these properties are only known  for animal‐derived decellularized ECM, non‐

decellularized human ECM or engineered hydrogels [58‐62], extending the relevance of this 

study. Mechanical characterization of human lymph node ECM is absent in literature. The 

heterogeneity in mechanical properties in dLN is mimicked by a diversity in ECM proteins, 

showing the correlation between mechanical and chemical properties of the extracellular 

environment. To note, causation is not inferred, as not only molecular composition, but also 

cross‐linking, spatial heterogeneity, and alignment of ECM architecture can contribute to 

the heterogeneity observed in mechanical properties.  



Part II. The extracellular matrix 

297 

Cell adhesion to ECM is crucial for the process of metastasis, and integrins are the main cell 

adhesion  receptors  that  facilitate  these  functions.  In multiple  cancer  types,  integrin  β1 

signaling plays a crucial role in metastatic colonization and outgrowth [63]. In dLN, CCAOs 

upregulate  integrin β1,  indicating that the role of  integrin β1  in CCA metastasis  is organ‐

dependent. Furthermore, the production of ECM‐proteins, and their associated proteases, 

by tumor cells in a metastatic environment can remodel the environment [64, 65]. COL1A1 

is upregulated in a lymph node environment, which coincides with findings in breast cancer, 

where collagen 1 fiber density was increased in lymph node metastasis, and lung cancer, 

where  COL1A1  expression  highly  correlated  with  lymph  node  metastasis  [66,  67].  E‐

cadherin,  an  epithelial marker,  is  also  upregulated  in  dLN.  This  is  corroborated  by  the 

epithelial‐phenotype present  in dLN,  as well  as  the observed  limited  invasion.  In other 

tumors, an epithelial phenotype  is often associated with formation of secondary tumors, 

with E‐cadherin‐positive metastatic  foci  [68, 69]. The associated  lack of  invasion  in dLN 

could be due to the absence of cellular  interactions normally present  in the  lymph node 

during the process of metastasis, including interactions between resident immune cells and 

recruited  bone marrow‐derived  cells  [70,  71].  Incorporation  of  these  cell  types  in  this 

system would allow for even deeper understanding of metastatic colonization by modelling 

the interactions between primary tumor, immune cells, and secondary target sites.  

Combining multiple decellularized scaffold donors with patient‐specific organoids allows for 

delineating the role of both seed and soil in cancer metastasis. Importantly, after arrival at 

a distant metastatic organ, cancer cells will colonize the niche and often initiate a dormant 

phenotype  [49].  Dormancy  licenses  the  cancer  cells  to  survive  this  novel  environment 

through chemotherapeutic resistance (i.e. less cellular division means less susceptibility to 

conventional chemotherapy) and immune cell avoidance, mediated by downregulation of 

MHC‐1 expression [72]. Here we show that the ECM can dictate the timing and duration of 

this dormancy phase, whereby dLN (2.9‐fold increase from day 4 to 10) resulted in a slower 

increase  in metabolic activity compared  to dLu  (11‐fold  increase  from day 4  to 10). The 

cause of the switch from dormancy to proliferation is complex, and this study shows that 

the ECM in isolation can influence this process. 

Lymph  node  colonization  might  not  be  a  final  destination  for  metastasis,  and  could 

contribute to further distant metastases including lung. The frequency of cells metastasizing 

from the lymph node to different distant organs is dependent on the cancer‐type, and still 

a topic of debate [73, 74]. Mechanistically, cancer cells are able to colonize lymph nodes, 

invade  lymph node blood vessels and subsequently colonize  the  lung  [75].  In our study, 

CCAOs cultured in dLN exhibited a significant upregulation of LGR5, a well‐recognized stem 

cell marker [76, 77], compared to both dLu and BME. LGR5 marks tumor‐initiating cells with 

a cancer stem cell‐phenotype in liver cancer [77] and these cancer stem cells are thought 

to be responsible for tumor progression, including metastasis [78]. Thus, the high level of 
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LGR5 in CCAOs that colonize the lymph node suggests that there is a pool of cancer stem 

cell‐like cells present which could be responsible for migration from the lymph node to the 

lungs. This  is  congruent with  the  clinical observation  that  lymph node metastasis often 

precedes lung metastasis in CCA patients [24], and the association of LGR5 expression with 

lymph node metastases in other tumor types [76, 79].  

For the lung, donor‐dependent proliferation differences were observed, with dLu3 favoring 

proliferation compared to dLu1 and dLu2. To note, this lung was obtained from a current 

smoker, which is in contrast with the other two donors (former smoker <10 years and never 

smoker). Although the relationship between smoking and metastasis of CCA has not been 

studied,  it  is known that smoking affects the  initiation and progression of multiple other 

cancers such as soft tissue sarcoma, esophageal cancer, breast cancer colorectal cancer, 

and  lung  cancer  [80‐82]. Further  research  is necessary  to establish a direct  relationship 

between smoking and metastasis of CCA to the  lungs, given the dependence on multiple 

variables.  

In summary, acellular scaffolds of human lung and lymph nodes were successfully obtained 

via  decellularization.  Biochemical  and  biomechanical  characterization  revealed  the 

retention of tissue‐specific characteristics, as well as expanded our understanding of the 

mechanical properties of the ECM. Subsequent recellularization revealed differences in CCA 

metastatic colonization in the lung and lymph nodes through gene expression profiles and 

proliferation  dynamics.  Converging  organoids  with  organ‐specific  decellularized  ECM 

provides a valuable tool for probing cell‐matrix interactions in a metastatic setting.  
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Supplementary data 

Figure S1: Decellularization process and experimental  set‐up  for mechanical  characterization of 

decellularized tissues. A) Decellularization process for lung tissue and lymph nodes in an Erlenmeyer 

flask on a multi‐position magnetic stirrer. B) Nanoindentation set‐up mounted on an inverted optical 

microscope (left) and glued samples inside a 35 mm petri dish (right). C) Rheology set‐up with two 

parallel stainless steel plates (left) and sample width measurement (right). 
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Figure S2: Histological evaluation of human lung tissues at T=0 (before decellularization). Scale bar 

represents 200 μm. GOM = Gomori’s, TRI = Massons’s Trichrome, PSR = PicroSirius Red (collagen, red), 

and Collagen Type I (COL 1). 
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Figure S3: Histological evaluation of human  lymph node tissues at T=0 (before decellularization). 

Scale bar  represents 200 μm. GOM = Gomori’s, TRI = Massons’s Trichrome, PSR = PicroSirius Red 

(collagen, red), and Collagen Type I (COL 1). 
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Figure S4: Analysis of the top 20 most abundant ECM‐related proteins. Average  log2(abundance) 

values  for decellularized  lung and  lymph nodes  reveal  the most abundant proteins. These consist 

primarily of collagens  that are present  in both decellularized  tissues. However, both dLu and dLN 

contain different ECM‐related proteins as well within the top 20 most expressed proteins.  
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Figure S5: Expansion of CCAOs. Bright field microscopy images of CCAOs (n=3), growth from day 0 

after splitting until day 7 in BME. Scale bars indicate 2 mm. Shown is one representative experiment 

while passaging.    
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Figure  S6:  Gene  expression  profiles  of  CCAOs  cultured  in  BME,  dLu,  and  dLN  for  A) 

Vimentin, B) SNAI1, C) TIMP1 and TIMP2, and D) MMP2 and MMP9. Shown is the mean plus 

SD of the three individual CCAO lines. Differences were not statistically significant.  
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Figure S7: Supplemental data on metabolic activity of CCAO. A) Metabolic activity measurements of 

BME‐cultured  CCAO  (n=3)  consecutively measured  on  day  1,  4,  7,  10,  and  14.  All  RFU  data  is 

normalized to day 1. Shown is mean with error bars indicating SD. B) Absolute value comparison of 

CCAO metabolic activity at day 1 for dLN and dLu, revealing no difference (p=0.14). Error bars indicate 

SD.  
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Supplemental Table S1: Patient information and characteristics for the CCAOs.  

Sample  Gender  Age  Localisation   Histological grade 

CCAO1  F  34  Perihilar  Moderate‐well 
differentiated 

CCAO2  M  60  intrahepatic 
(segment 4) 

Moderate‐well 
differentiated 

CCAO3  F  77  intrahepatic 
(segment 4) 

Poor‐moderate 
differentiated 
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Supplemental Table S2: Donor information and characteristics for lymph node and lung.  

Lymph 
node/Lung 

Donor1  Sex 
(M/F) 

Age  BMI  Smoking  Pack years2 

LN01  DBD  F  58  21  No  0 

LN02  DCD  F  55  26  No  0 

LN03  DBD  F  44  25  Yes  12 

LN04  DBD  M  82  27  No  0 

LN05  DBD  M  47  24  No  0 

LN06  DBD  M  55  23  Yes  5 

LN07  DBD  M  50  26  Yes  15 

LN08  DBD  F  31  26  No  0 

LN09  DCD  M  51  24  No  0 

LN10  DBD  F  57  28  No  0 

LN11  DBD  M  58  21  No  0 

LN12  DBD  F  55  15  Yes  50 

LN13  DBD  F  63  21  Yes  13 

Lu01*  DBD  M  66  NA  Yes  >10 

Lu02  DBD  M  68  NA  No  0 

Lu03  DBD  M  66  NA  Yes  NA 

1Human donor type: Donation after Cardiac death (DCD), Donation after Brain death (DBD). 2Pack year 

is defined as 20 cigarettes smoked every day for one year. *former smoker. NA: Not Available.  
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Supplemental Table S3: Medium components for Expansion Medium (EM)  

Component  Concentration  Brand 

Adv+    Gibco 

N2  1%  Gibco 

B27  2%  Gibco 

N‐Acetylcystein  1mM  Sigma‐Aldrich 

gastrin  10 nM  Sigma‐Aldrich 

EGF  50 ng/ml  Peprotech 

FGF10  100 ng/ml  Peprotech 

HGF  25 ng/ml  Peprotech 

nicotinamide  10nM  Sigma‐Aldrich 

A83.01  5 µM  Tocris 

Forskolin  10 µM  Tocris 

R‐Spondin  10%  Conditioned medium 
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Supplemental Table S4: Primers used in this study.  

Genes  Forward primer sequence 5’ to 3’  Reverse primer sequence 5’ to 3’ 

CD133  CCTGGGGCTGCTGTTTATTA  ATCACCAACAGGGAGATTGC 

COL1A1  CCCAGGTCCCCCTGGAAAGA  CCCGGCAGCACCAGTAGC 

COL3A1  TACCAAGGACCCCCTGGTGAA  GGTCGTCCGGGTCTACCTGAT 

ECAD  CTGGACAGGGAGGATTTTGA  ACCTGAGGCTTTGGATTCCT 

FN1  CTTTTGCGTCGCCAGCCGAG  GCATGAAGCACTCAATTGGGCA 

GAPDH  ACCAGTCAACAGGGGACATAA  CCAGGCGCCCAATACGACCA 

HRPT  AGGGTCGGGGGCTTCAACTTA  CTTCGTGGGGTCCTTTTCACC 

ITGA5  GGACGCCGCGCGGAAAAGAT  CACCCACAATTTGGCCCTGCT 

ITGB1  CTACGGATTATACCTGGCCTTCC  AGGAAGCTGGATACGGATGTCA 

LGR5  CGGGAGAAATTGCAGGAGG  TGCTGTTCCTGAATCTGAGC 

KRT7  AGAGAAGTTCAGTGCCCAGC  TGACATCCTGTCCCTGAGTG 

VIM  CGGGAGAAATTGCAGGAGG  TGCTGTTCCTGAATCTGAGC 

SNAI1  GCGAGCTGCAGGACTCTAAT  GCCTCCAAGGAAGAGACTGA 

TIMP1  CCCAGAGAGACACCAGAGAACC  GTCCCCACGAACTTGGCCC 

TIMP2  CAGTGTGTGGGGTCTCGCTG  AGCGCGTGATCTTGCACTCG 

MMP2  CAACTACGATGATGACCGCAA  GTGTAAATGGGTGCCATCAGG 

MMP9  CTCTGGAGGTTCGACGTG  GTCCTGGCAGAAATAGGCTT 
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Abstract 
Human cholangiocyte organoids are promising for regenerative medicine applications, such 

as repair of damaged bile ducts. However, organoids are typically cultured in mouse tumor‐

derived basement membrane extracts (BME), which is poorly defined, highly variable and 

limits the direct clinical applications of organoids  in patients. Extracellular matrix  (ECM)‐

derived  hydrogels  prepared  from  decellularized  human  or  porcine  livers  are  attractive 

alternative  culture  substrates. Here,  the  culture and expansion of human  cholangiocyte 

organoids  in  liver  ECM(LECM)‐derived  hydrogels  is  described.  These  hydrogels  support 

proliferation of cholangiocyte organoids and maintain  the cholangiocyte‐like phenotype. 

The use of LECM hydrogels does not significantly alter the expression of selected genes or 

proteins, such as the cholangiocyte marker cytokeratin‐7, and no species‐specific effect is 

found between human or porcine LECM hydrogels. Proliferation rates of organoids cultured 

in  LECM  hydrogels  are  lower,  but  the  differentiation  capacity  of  the  cholangiocyte 

organoids  towards hepatocyte‐like  cells  is not altered by  the presence of  tissue‐specific 

ECM  components. Moreover,  human  LECM  extracts  support  the  expansion  of  ICO  in  a 

dynamic  culture  set  up  without  the  need  for  laborious  static  culture  of  organoids  in 

hydrogel domes. Liver ECM hydrogels can successfully replace tumor‐derived BME and can 

potentially unlock the full clinical potential of human cholangiocyte organoids. 
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Introduction 
Intrahepatic cholangiocyte organoids (ICO) are a valuable source of hepatobiliary cells for 

tissue engineering and regenerative medicine applications  [1‐4]. These organoids can be 

initiated from relatively small  liver biopsies and give rise to  large numbers of genetically 

stable cells [1, 5, 6]. Cholangiocyte organoids have shown to efficiently repair damaged bile 

ducts ex vivo [7, 8] and can potentially be used to fully repopulate the biliary network of 

decellularized  human  livers  [9].  ICO  also  have  the  ability  to  differentiate  towards 

hepatocyte‐like cells, making them a potential source of hepatocytes as well [1, 5, 10]. ICO 

are therefore relevant for preparing in vitro tissue engineered liver constructs that can be 

used  for  tissue  engineering  and  regenerative  medicine  (TERM)  applications,  such  as 

bridging therapies, auxiliary liver transplantation or complete replacement of hepatobiliary 

tissue [2, 3, 11]. 

However, these future clinical applications are currently limited by the use of mouse tumor‐

derived  basement membrane  extracts  (BME)  in  which  ICO  are  typically  cultured.  The 

commercially available extracts (e.g. Corning Matrigel or Cultrex BME) provide the cells with 

a bioactive micro‐environment in which they can proliferate and self‐organize into spherical 

structures [12, 13]. BME is derived from the tumor extracellular matrix (ECM) produced by 

Englebreth‐Holm‐Swarm (EHS) mouse cells. These cells produce an abundance of basement 

membrane  components,  such  as  laminin‐111,  collagen  type  IV  and  entactin  [12‐16]. 

However, it should be mentioned that large batch‐to‐batch variations are known to exist 

[12]. The mouse tumor origin of the extracts and relative  large variability are hampering 

production of clinical‐grade extracts. Therefore, the ICO grown in BME cannot be used for 

clinical applications. In addition, the use of BME stimulates cell proliferation and maintains 

stem cell phenotypes [17, 18]. This, combined with the facts that BME lacks tissue‐specific 

(bio)chemical cues and/or ECM components, could impede cell differentiation.  

The  importance  of  liver‐specific  ECM  components  to  support  cell  proliferation  and 

differentiation  in vivo  is  illustrated by  the vital  role  the  liver extracellular matrix  (LECM) 

plays  in  embryonic  development  of  hepatic  tissue, maintaining  organ  homeostasis  and 

regeneration after damage [19‐21]. Moreover, alterations in the composition of LECM are 

linked to the development of diseases, such as fibrosis and/or cirrhosis [21, 22]. The LECM 

is a highly complex and dynamic environment, which is challenging to mimic in vitro [23]. 

Synthetic hydrogels have shown to support organoid growth, but often do not approach 

the tissue’s biochemical complexity [24‐28]. In many cases, these ‘bare’ synthetic hydrogels 

are decorated with ECM extracts derived from the mouse tumor cells [28‐30]. Alternatively, 

tissue‐specific ECM components, derived from healthy decellularized livers, can be used to 

create  tissue‐specific  liver‐derived  hydrogels  [30,  31].  Decellularized  ECM  from  various 

tissues have been used  in  clinical  applications  [32, 33],  thus paving  the way  for  tissue‐
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specific  liver‐derived  hydrogels  to  generate  clinical‐grade  ICO.  Similar  approaches with 

tissue‐specific  ECM  hydrogels  have  been  studied  to  replace  BME  for  other  types  of 

organoids [34‐38]. 

Liver ECM  components  can be  sourced  from decellularized human  livers, but also  from 

animals,  such  as  pigs,  because  these  ECM  components  are  highly  preserved  between 

species [30]. However, human liver ECM (HLECM) architecture is not completely similar to 

porcine liver ECM (PLECM), due to the anatomical differences. Hepatic lobules in porcine 

livers are separated by dense septa, which are not present  in healthy human  livers [39]. 

Similar septa can, however, be found in fibrotic human livers [20, 39]. The presence of septa 

could shift the relative distribution of ECM components in the ECM extracts. This ultimately 

could influence cellular behavior [40].  

Hydrogels made from solubilized LECM are an alternative to BME, particularly as a tissue‐

specific and clinically applicable culture substrate for ICO expansion [33, 41‐43]. The use of 

these healthy LECM extracts could thus also unlock the full clinical potential of the ICO by 

providing them with a clinically relevant tissue‐specific in vitro microenvironment. The aim 

of this study is to investigate whether hydrogels derived from healthy PLECM or HLECM can 

replace mouse tumor‐derived BME for the culture and expansion of ICO. We hypothesize 

that these clinical and biological relevant culture substrates support (large‐scale) expansion 

of the organoids. 
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Material and methods 

Liver procurement 

Porcine	livers	for	decellularization	
Porcine livers (N=7) were obtained from healthy pigs (weight range: 30‐40kg). The animals 

were used for acute terminal medical research experiments (DEC 105‐14‐05). The use of 

liver tissue for decellularization purposes was allowed by the animal welfare committee of 

the Erasmus University Medical Center to comply with the 3R rule (replacement, reduction 

and refinement). The animals were heparinized (300 IU/ kg body weight) before euthanasia. 

The liver was cannulated via the portal vein and hepatic artery. After procurement, the liver 

was flushed with cold 0.9% NaCl and stored at ‐20°C.  

Human	research	livers	for	decellularization	
Human livers, deemed unsuitable for transplantation, were obtained after declination for 

liver  transplantation by all  transplant  centers  in  the Eurotransplant  (ET)  zone.  Informed 

consent for use of these livers for research purposes was given to transplant coordinators 

of the Dutch Transplant Foundation (NTS) by next of kin and was approved by the Erasmus 

MC medical  ethics  committee  (MEC‐2012‐090).  Human  livers  (N=4) were  retrieved  by 

specialized organ retrieval teams according to the ET manual, chapter 5. The  livers were 

stored in University of Wisconsin (UW, bridge to life) preservation fluid on melting ice and 

transported to the Erasmus University Medical Center. Organs were stored at ‐20°C after 

the portal vein and hepatic artery were cannulated.  

Human	donor	liver	biopsies	for	organoid	cultures	
For  the  initiation  of  human  intrahepatic  cholangiocyte  organoids  (ICO),  liver  biopsies 

(0.5cm3‐1cm3) from healthy donor livers (N=39) were obtained during liver transplantation 

procedures  at  the  Erasmus MC.  The  use  of  liver  biopsies  for  research  purposes  was 

approved by the medical ethics committee of the Erasmus University Medical center (MEC‐

2014‐060). The biopsies were stored  in UW on melting  ice. All  liver biopsies were viable 

frozen in recovery freeze medium (table S1) and stored in liquid nitrogen until used for ICO 

initiation.  

Decellularization procedure 

Porcine	liver	
Porcine livers were decellularized by perfusion with Triton‐X‐100 (4%, Tx100) as previously 

described  [9].  In  short,  porcine  livers  were  thawed  and  flushed  with  20L  dH2O. 

Subsequently,  10L  of  4%  Tx100  +  1% NH3  (Tx100  solution) was  perfused  continuously 

through  the  liver. Perfusion  rates were pressure  controlled  and  the upper  limit  for  the 

hepatic artery was set at 120mm Hg. Subsequently, 10L Tx100 solution was reperfused for 

120 minutes.  In  total,  five  120 minutes  cycles were  used.  Afterwards,  the  livers were 
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continuously perfused with 50L dH2O before being stored at 4°C for 10 to 14 days in 10L 

dH2O, which was replaced every other day. Finally, the  livers were perfused with DNase 

solution 5mg/L DNase type I (Sigma) in 0.9% NaCl + 100mM CaCl2 + 100mM MgCl2) for 120 

minutes.  

Human	liver	
Human  livers  (N=4) were decellularized as previously described  [9].  In short,  the human 

livers were thawed and flushed with 50L dH2O. Subsequently, the livers were continuously 

perfused with Tx100 solution for 120 minutes. The livers were further decellularized by ten 

120 minute reperfusion cycles with 10L Tx100 solution. Afterwards, the livers were flushed 

with 100L dH2O and stored  in sealed containers with 10L dH2O for 10‐14 days. The dH2O 

was refreshed every other day. The final step consisted of an 8 hour reperfusion cycle with 

DNase solution (10mg/L DNase type I (Sigma) in 0.9% NaCl + 100mM CaCl2 + 100mM MgCl2).  

Confirmation	of	decellularization	
Two  biopsies were  taken  per  liver  before  and  after  decellularization  procedures.  One 

sample was fixed in 4% paraformaldehyde (PFA, Fresenius Kabi) and one sample was snap 

frozen and stored at ‐80°C. PFA‐fixed biopsies were embedded in paraffin, 4µm sectioned 

were obtained and stained with Hematoxylin‐Eosin (HE) or 4′,6‐diamidino‐2‐phenylindole 

(DAPI, Vectashield, Vectorlabs). HE stained slides were  imaged with a Zeiss Axioskop 20 

microscope and captured with a Nikon DS‐U1 camera. DAPI stained slides were analyzed 

using  EVOS microscope  (Thermofisher).  The  snap  frozen  biopsies  were  used  for  DNA 

quantification. Prior to DNA isolation the wet weight of the biopsies was measured. DNA 

was  isolated  using  a  QIAamp  DNA Mini  Kit  (QIAGEN)  kit  according  to manufacturer’s 

protocol. DNA yield was measured using a NanoDrop spectrophotometer (Thermo Fisher 

Scientific). RNA for detection of porcine endogenous retrovirus (PERV) was isolated using 

the miRNeasy (Qiagen) kit according to manufacturers’ protocol. RNA yield was measured 

using  a Nanodrop 2000. RT‐qPCR was performed using  SYBR  select master mix  for  SFX 

(Applied Biosystems) on a StepOnePlus RT PCR system (Applied Biosystems). Primers used 

are listed in table S7 [44]. 

Hydrogel preparation 
PLECM and HLECM were prepared by removing the Glisson’s capsule and cutting the ECM 

in smaller cuboidal fragments using surgical scissors (~0.1 to 0.5cm3). The ECM was frozen 

at  ‐20°C  and  freeze‐dried using  a  lyophilizer  (Zirbus Technology  Sublimator 400) over  a 

period of 72‐96 hours. Subsequently, the freeze‐dried ECM was pulverized using a Retsch 

ZM200 knife mill with a <200µm sieve.  

PLECM  and HLECM were digested  at  a  concentration of 40mg/ml  in 10%(W/W) Pepsin 

(Sigma, 3,200‐4,500U/mg) in 0.5M Acetic Acid over a 72‐hour period at RT. Afterwards, the 
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mixtures were cooled on melting ice for 30‐60 minutes. 10%(V/V) 10X PBS and 10%(V/V) 

ADV+  (Table  S2)  was  added.  pH  was  adjusted  to  7.4‐7.6  using  5M  NaOH.  Final  pH 

adjustments were made with 1M NaOH or 1M HCl until the color  indicator of the ADV+ 

switched from yellow to pink/orange. Small aliquots were taken to confirm the desired pH 

with an electronic pH meter  (VWR symphony SB70P). After setting  the pH,  the digested 

LECM was diluted to 8mg/ml. This  is considered  the  ‘stock concentration’ of  the pre‐gel 

solution. The pre‐gel solutions were spun down at 1811RCF (30 minutes, 4°C) in order to 

remove undigested debris.  

50µl of each batch of pre‐gel solution was plated in a 24‐well plate and the plate was placed 

in  a humidified CO2  incubator  at 37°C  for  30‐45 minutes. Gelation of  the droplets was 

confirmed  by  rotating  the  plate  upside  down.  PLECM  (N=7)  or  HLECM  (N=6)  pre‐gel 

solutions were pooled together after successful inversion tests. The pre‐gel solutions were 

aliquoted and used directly or stored at ‐20°C. 

Hydrogel characterization 

Biochemical	analysis	
The degree of protein digestion was determined using a Pierce BCA assay kit (ThermoFisher) 

according to manufacturer’s protocol. The absorbance was measured at 562nm using an 

infinite M nano plate reader (TECAN). The total collagen content was measured using a total 

collagen  kit  (QuickZyme biosciences)  according  to manufacturer’s protocol. Absorbance 

was  measured  at  570nm  using  an  infinite  M  nano  plate  reader  (TECAN).  A 

Glycosaminoglycan (GAG) assay kit (Biocolor) was used to measure GAG content according 

to manufacturer’s protocol. The overall protein concentration of the samples was used to 

normalize the results. Samples were digested at 65°C with Papain (10mg/ml, Sigma) for 8 

hours. Absorbance was measured at 680nm using a Model 680 XR Microplate Reader (Bio‐

Rad).  

Human growth factors were quantified using a Quantibody Human Growth Factor Array Q1 

(RayBioTech) according to manufacturers’ protocol. In short, samples were weighed, placed 

in RIPA buffer and sonicated. The protein concentration of the lysate was measured using 

the BCA assay and protein input in growth factor array was normalized to 0.75mg/ml. The 

microarray was imaged using a Typhoon 5 laser scanner (Cytiva). Analysis was performed 

using ImageJ. Growth factors with unreliable standard curves were omitted.  

Mechanical	properties	
A MCR 301 Rheometer (Anton‐Paar) using parallel plates (Diameter: 25mm, 0°) was used in 

oscillatory mode  to  determine  the  storage  (G’)  and  loss  (G”) modulus.  Cooled  pre‐gel 

samples  (250 μl) were pipetted on  the bottom plate, which was cooled  to 4°C. The  test 

geometry was  lowered to a gap height of 1mm and excess hydrogel was discarded. The 
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temperature was rapidly increased to 37°C. Frequency (ω: 0.01‐10Hz, Slope: 10pt./decimal) 

and strain sweeps (ϒ:0.01‐10%, Slope:10pt./decimal) were performed in order to determine 

the linear viscoelastic region. Every 10s a measurement was made and based on the results 

the  linear viscoelastic region was determined. Subsequent time sweeps were performed 

with  the  following  settings:  ϒ:  0.5%,  ω:  1Hz.  Time  sweeps  were  performed  with  1 

measurement every 6s (150 measurements in total). 

The effective Young’s modulus was measured using a Piuma Nanoindenter (Optics11 Life). 

50 µl of cold pre‐gel droplets were pipetted into 35mm petri dished and allowed to solidify 

inside a humidified CO2 incubator at 37°C for 24 hours. The Piuma system was calibrated 

according to the manufacturer’s protocol. The probe used had a stiffness of 0.062 N/m and 

a tip radius of 27µm. Measurements were performed submerged in PBS. The indentation 

profile was default, except for the indentation depth (set to 15,000nm) and distance above 

sample (7,000nm). The effective Young’s modulus was calculated using the Hertzian contact 

model by the Optics 11 Life data viewer software (version 2.3). Measurements without a 

contact  point  or  with  an  otherwise  unreliable  model  fit  were  regarded  as  false 

measurements and discarded from further analysis.  

Turbidity	assay	
The gelation of the pre‐gel PLECM and HLECM samples was determined with a turbidity 

assay. Cooled pre‐gel solution (100µl) was pipetted in a cooled 96‐well plate (Greiner Bio 

one) and the plate was placed in infinite M nano plate reader (TECAN). The temperature 

was increased to 37°C at the start of the assay. The absorbance was measured at 405nm 

every  30s  for  60  minutes.  The  normalized  absorbance  (NA)  was  calculated  using  the 

following formula (1): 

𝑁                

  (1) 

Where A(t) is the measured absorbance at a time point, A0 is the absorbance measured at 

time point T=0 and AMax is the maximum measured absorbance.  

Scanning	electron	microscopy	
LECM samples for scanning electron microscopy were fixed in 4%PFA and dehydrated in an 

ethanol/ hexamethyldisilazane (Sigma) series, as previously described in [9]. The samples 

were coated in 15µm gold (Quorum Q300T D sputtering device, Quorumtech) and scanned 

in a JSM‐7500F field emission electron microscope (JEOL).  
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Organoid cultures 

ICO	initiation	in	BME		
Viably frozen liver biopsies (N=18) were partially thawed until a small ice clump containing 

tissue could be removed from the cryotubes. Tissue was washed in cold ADV+ (Table S2). 

Organoid  initiation was performed as previously described [45].  In short,  liver tissue was 

digested in 2.5mg/ml Collagenase type A (Sigma) for 20 minutes at 37°C. Afterwards, the 

suspension was strained (70µm cell strainer) and washed with cold ADV+. The cell pellet 

was  resuspended  in  reduced  growth  factor basement membrane matrix  (BME, Cultrex) 

solution (70% BME, 30% cold ADV+). The cell suspension was plated in 25µl droplets in 48‐

well suspension culture plates (Greiner Bio One). The BME was allowed to solidify for 45‐60 

minutes at 37°C before 250µl startup expansion medium (SEM, Table S3) was added. After 

72 hours, SEM was replaced with expansion medium (EM, Table S3).  

ICO  were  cultured  in  BME  according  to  previously  published  protocols  [45].  EM  was 

refreshed  every  3  to  4  days  and  organoids were  typically  split  every  7  to  10  days  by 

mechanical dissociation. Organoid  fragments were  replated  in  fresh 25µl BME droplets. 

Split  ratios were empirically determined  to maintain  the 7  to 10 day  ICO split schedule. 

Typically, ratios ranged from 1:4 to 1:8.  

Transition from BME to LECM hydrogel 
ICO  initiated  in  BME were  transferred  to  LECM  hydrogels  after  they were  allowed  to 

proliferate in BME for 2 passages. ICO were harvested by mechanical dissociation. Residual 

BME was washed away with cold ADV+ and centrifuged (453RCF, 4°C). The resulting cell 

pellet was resuspended in cold LECM hydrogel. The cell‐LECM suspensions were plated in 

25µl droplets and were allowed to solidify at 37°C for 45‐60 minutes before 250µl EM was 

added. Medium was refreshed every 3 to 4 days.  

LECM grown  ICO were split  in a similar manner as BME‐grown  ICO. However,  in case of 

dense  ‘cell‐matrix’ clumps, additional mechanical dissociation was performed  in the well 

(after removal of EM and before collection in a cold 15ml tube) or after the first wash and 

centrifugation step. In any case, mechanical dissociation was performed in small volumes 

(typically ranging from 100 to 500µl) of cold ADV+ using a 200µl pipet by pipetting up and 

down until  large  fragments had been dissociated. The resulting  ICO‐fragment pellet was 

resuspended in LECM and plated in 25µl droplets.  

Cell proliferation assay 
DNA synthesis, a hallmark for cell proliferation, was measured using a Click‐iT™ EdU Cell 

Proliferation  Kit  (ThermoFisher).  Experiments  were  performed  in  ICO  48  hours  after 

passaging. 5‐ethynyl‐2′‐deoxyuridine (EdU, final concentration 10µM) was added to EM 
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and incubated at 37°C for 4 hours. Afterwards, ICO were harvested, made single cell using 

Trypsin‐EDTA (15‐30 minutes at 37°C) and fixed/permeabilized using a Cytofix/Cytoperm kit 

(BD). The cells were fluorescently labelled with Alexa 488 according to the EdU protocol and 

the percentage of cells in S‐phase was determined using a FACScanto II system (BD). Results 

were analyzed in Flowjo (10.7).  

Metabolic assay 
PrestoBlue assays were used to measure the increase in metabolic activity over time. ICO 

were plated in 48‐well plates (n=8 per condition). EM was replaced with 400µl PrestoBlue 

solution (10% PrestoBlue in ADV+) and samples were incubated for 4 hours at 37°C. Empty 

hydrogel domes (HLECM, PLECM or BME) were included as negative background controls. 

After  the  incubation  period,  3∙100µl  was  transferred  to  a  white  walled  96‐well  plate 

(Costar). Fluorescence intensity was measured using a fluorescent plate reader (ex:530nm, 

em:590nm).  This  was  performed  1,  3,  5  and  7  days  after  plating  ICO.  The  day  1 

measurement was set as reference measurement for subsequent measurements.  

Stable Isotope Labeling with Amino acids in Cell culture 
Protein  synthesis by  the  ICO was analyzed by  labelling  the proteins with Stable  Isotope 

Labeling with Amino acids in Cell culture (SILAC). SILAC‐R‐Spondin medium was produced 

by replacing ‘normal’ L‐Lysine with 13C6 15N2
 L‐Lysine‐2HCl and L‐ Arginine with 13C6 15N4 L‐

Arginine‐HCl. SILAC‐R‐Spondin was harvested, filtered and stored at ‐20°C until used. SILAC‐

EM was prepared by replacing ADV+ and R‐spondin with SILAC‐ADV+ and SILAC‐R‐spondin 

containing ‘heavy’ amino acids. BME initiated ICO (N=3) were cultured in ‘heavy’ EM for a 

minimum  of  2  passages  before  ICO were  switched  to HLECM.  Subsequently,  ICO were 

cultured for another 3 passages before samples were harvested. All ICO were cultured for 

a minimum of 28 days in total in ‘heavy’ medium. Organoids were harvested by removal of 

medium and  collection of  the BME or HLECM domes. These were  snap‐frozen  in  liquid 

nitrogen and stored at ‐80°C. Before analysis, samples were lyophilized (Zirbus Technology 

Sublimator 400). 

Sample	preparation	
Lyophilized  samples  were  rehydrated  in  100‐200  µl  extraction  buffer  with  100  mM 

ammonium bicarbonate + 8 M urea. Samples were homogenized using a Bioruptor®Plus 

(Diagenode SA) at 4°C for 40 cycles, 15 s ON/OFF. This was followed by a centrifuge step 

(14,000 g, 15min) and the protein content of supernatants was determined using Pierce 

BCA  Protein  Assay  Kit  (Thermo  Scientific).  30  µg  of  protein was  processed  further  by 

reduction with 5 mM tris‐2‐carboxyethyl phosphine for 30 min at 37°C and subsequently 

alkylated with 10 mM  iodoacetamide  for 45 min at RT. This was  followed by overnight 

trypsin digestion at 37°C. Digestion was stopped by addition of trifluoroacetic acid to a pH 
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lower than 3. Desalting was performed using C18 reversed‐phase spin columns (UltraMicro 

Spin Column, Nest group) according to manufacturer’s instructions. After desalting, samples 

were resuspended in 2% acetonitrile and 0.1% trifluoroacetic acid. Peptide concentrations 

were determined using a NanoDrop 2000c (Thermo Scientific).  

LC	MS/MS	analysis	
The LC MS/MS analysis was performed on Tribrid mass spectrometer (MS) Orbitrap Fusion 

equipped with a Nanospray source and coupled with an EASY‐nLC 1000 ultrahigh pressure 

liquid chromatography pump  (Thermo Fischer Scientific). One microgram of peptide was 

loaded and concentrated on an Acclaim PepMap 100 C18 precolumn (75μm x 2cm, Thermo 

Scientific)  and  then  separated  on  an  Acclaim  PepMap  RSLC  column  (75μm  x  25cm, 

nanoViper, C18, 2μm, 100Å) with a column temperature of 45°C. Peptides were eluted by 

a nonlinear 2h gradient at the flow rate of 300 nl/min from 2% solvent B (0.1% formic acid 

/ACN, Merck)/98% Solvent A (0.1% formic acid in water, Merck) to 40% solvent B. 

The Orbitrap Fusion was operated in the positive data‐dependent acquisition mode. Full MS 

survey scans from m/z 375‐1500 with a resolution 120,000 were performed in the Orbitrap 

detector. The automatic gain control  target was set  to 4 × 105 with an  injection  time of 

50ms. The most intense ions (up to 20) with charge states 2‐7 from the full MS scan were 

selected for fragmentation. MS2 precursors were isolated with a quadrupole mass filter set 

to a width of 1.2 m/z. Precursors were fragmented by Higher Energy Collision Dissociation 

and detected in Orbitrap detector with the resolution of 30,000. The normalized collision 

energy  in HCD  cell was  set  30%.  The  values  for  the  automatic  gain  control  target  and 

injection time were 5 × 104 and 54ms, respectively. The duration of dynamic exclusion was 

set 45s and the mass tolerance window 10parts per million (PPM).  

Data	analysis	
Analysis of raw files was performed with MaxQuant (version 2.0.1.0). The resulting peak 

lists were searched in Andromeda against a reviewed human UniProtKB database (release 

2020_04),  complemented with  the  standard MaxQuant  contaminant  database.  Enzyme 

specificity was set to trypsin/P with a maximum of two missed cleavages. Precursor mass 

tolerance  was  set  to  4.5PPM  and  fragment  ion  mass  tolerance  to  20PPM. 

Carbamidomethylation  of  cysteine  was  used  as  fixed  modification  and  deamidation 

(Asparagine), oxidation (Methionine), hydroxyproline and acetylation were considered as 

variable modifications.  The  false  discovery  rate was  set  to  0.01  for  both  peptides  and 

proteins,  “match  between  runs”  was  enabled.  Additional  data  analysis  was  done  on 

LFQintensities  in R  (version 4.0.3). EdgeR  (version 3.32.1) and  Limma  (version 3.46.0) R 

packages were used for differential expression analysis. The mass spectrometry proteomics 

data  have  been  deposited  to  the  ProteomeXchange  Consortium  via  the  PRIDE  partner 

repository (ref: DOI: 10.6019/PXD028417). 
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ICO‐initiation in LECM 
Viably frozen biopsies (N=21) were thawed and processed as described in ‘ICO initiation in 

BME’, however, one additional wash step was added after the collagenase step with PBS‐

EDTA (0.1M) in order to stop collagenase activity. The resulting cell pellets were split two‐

way or three‐way, depending on the size of the pellet. Large cell pellets were split three‐

ways (BME+PLECM+HLECM), whereas smaller pellets were split two‐ways (BME+HLECM) or 

(BME+PLECM). The cell suspension was seeded in 25ul domes and SEM was added after the 

hydrogel was allowed  to solidify  for 60 minutes at 37°C. SEM was  replaced 7 days after 

initiation with EM. Splitting of the cultures was performed as previously described.  

Differentiation of ICO  
ICO grown in BME, transferred from BME to LECM and/or initiated in LECM were tested for 

their differentiation capacity towards hepatocyte‐like cells. All ICO were differentiated after 

passage 4. The transferred ICO were cultured for 2 passages in LECM before the experiment 

was started. The differentiation experiment was performed as previously described for ICO 

grown  in BME [10].  In short, the  ICO were plated and cultured for 3‐10 days  in EM until 

LECM  or  BME  (control)  domes  were  50‐60%  full.  EM  was  replaced  with  EM+BMP‐7 

(25ng/ml) and ICO were cultured for 5 more days. Afterwards, ICO were passaged according 

to normal procedure and differentiation medium (DM; table S4) was added after hydrogel 

domes solidified. ICO were cultured for 9 days in DM before being harvested. Differentiated 

organoids were fixed in 4%PFA for histology or lysed and stored at ‐80°C in Qiazol.  

Large scale expansion in spinner flasks 
The large scale expansion of ICO experiments were based on previously published methods 

by Schneeberger et al. [5]. The spinners were adapted for 50ml conical tubes. ICO cultured 

in BME, transferred towards HLECM or initiated in HLECM were used for these experiments. 

ICO were cultured under normal conditions and expanded in EM. Harvesting of organoids 

was performed as described above. Single cell suspensions were created by incubation with 

Trypsin‐EDTA  for  15‐20 minutes  at  37°C.  BME  (10%V/V)  and  HLECM  (10%V/V)  in  EM 

suspensions were  prepared  on  ice  and mixed with  cells.  Starting  concentration  in  the 

spinners was 1∙105 cells/ml and starting volumes  ranged  from 2.5ml  to 5ml. Cell + ECM 

extract suspensions were placed in 50ml conical tubes and placed in an incubator (37°C, 5% 

CO2). ICO were incubated under constant rotation at 80RPM. EM + HLECM suspension was 

doubled every 3 to 4 days for a total of three times. On day 14, cells were harvested. The 

cell  suspensions  were  homogenized  by mechanical mixing  and  subdivided  for  further 

analysis.  Cell  suspensions  (5ml)  were  used  for  cell  counting.  Two  times  5ml  of  cell 

suspension was fixed in 4%PFA for histological analysis. An additional 5ml of cell suspension 

was first centrifuged (480g, 5min) before the cells were lysed in QIAzol and stored at ‐80°C.  
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Histology 
Samples were washed 3 times with 1x PBS before being permeabilized with 0.1% Triton‐X‐

100  in 1x PBS  for 20 minutes. The  samples were blocked  in 5%  serum  in 1x PBS  for 60 

minutes. The primary antibodies (table S5) were incubated overnight at 4°C. The samples 

were washed 5 times in 1x PBS before the secondary antibody (see table S6) was added. 

The secondary antibody was incubated at RT for 60 minutes. Samples that were stained for 

cytokeratin 7 (KRT 7) or cytokeratin 19 (KRT 19) were stained with Alexa Fluor 488 Phalloidin 

(Thermofisher) for 20 minutes. All samples were stained with DAPI (Vectashield anti fade 

mounting medium with DAPI, Vectorlabs). Samples were imaged using a Leica 20X water 

dipping lens on Leica DM6000 CFS microscope with a LEICA TCS SP5 II confocal system. Data 

was processed and analyzed using ImageJ.  

Formalin fixed paraffin embedded (FFPE) samples were sectioned as previously described 

(histology) at 4µm. The sections were deparaffinized and heat‐induced epitope  retrieval 

was performed using TRIS‐EDTA buffer (pH=8.0). Slides were incubated in goat serum for 1 

hour before incubation of primary antibodies (see Table S5) overnight at 4°C. Slides were 

washed using PBS before incubation (1 hour, RT) with secondary antibodies (see table S6). 

All  slides were  counterstained with DAPI  (Vectashield anti  fade mounting medium with 

DAPI, Vectorlabs), and imaged on a Leica DM6000 CFS microscope with a LEICA TCS SP5 II 

confocal system. Data was processed and analyzed using ImageJ. 

RT‐qPCR  
Qiazol  samples  were  homogenized  using  a  TissueRuptor  (Qiagen).  RNA  isolation  was 

performed with the miRNeasy (Qiagen) kit according to manufacturers’ protocol and RNA 

was measured on the Nanodrop 2000. cDNA (2ng/µl) was prepared using 5x PrimeScript RT 

Master Mix and a 2730 Thermal cycler (Applied Biosystems). RT‐qPCR was performed using 

SYBR  select master mix  for  SFX  (applied Biosystems)  on  a  StepOnePlus  RT  PCR  system 

(Applied Biosystems). Primers used are listed in table S7.  

Statistical analysis 
Data analysis was performed in Prism 8.0. Kruskal‐Wallis test by ranks was performed on 

data sets with non‐paired samples or different samples sizes. Friedman test was performed 

on matched samples (stated in text).  

   



Chapter 10 

330 

Results 

Characterization of liver extracellular matrix extract and hydrogel 

formation  
LECM was obtained from fully decellularized human and porcine livers (figure 1A and figure 

S1)  [9]. Complete decellularization of the  livers was confirmed by histological evaluation 

(figure S1) and DNA quantification (figure 1B). To exclude potential zoonotic transmission 

of porcine endogenous retroviruses (PERV) [46], PERV‐pol viral RNA was assessed in PLECM. 

As shown  in  figure 1C, no viral transcript was detected after decellularization,  indicating 

that potential infectious retrovirus particles are effectively removed. 

After pepsin‐digestion, both PLECM and HLECM formed viscous suspensions (figure 1A) and 

during the normalization of pH to 7.5 (SD:± 0.1), the extracts formed stable hydrogels. The 

digestion efficiency (total protein content of supernatant compared to input weight of ECM) 

for PLECM was 40% (N=8 pooled batches, SD:±5%) and 33% (N=7 pooled batches, SD:±2%, 

figure  1D)  for  HLECM. Mass  spectrometry  analysis  found  91  unique  proteins  for  BME 

(supplementary file 1) and 17 for HLECM (supplementary file 1). For BME laminins are the 

most abundant proteins, whereas for the HLECM collagens were most abundant. There was 

an overlap of 5 proteins between BME and HLECM (figure 1E). No significant differences in 

amount of  total collagen were  found between PLECM and HLECM hydrogels  (figure 1F). 

Compared to commercially available Matrigel (Corning) and BME (Cultrex), LECM was found 

to contain 43 and 86 times more total collagen, respectively. IHC staining for collagen type 

I, III and IV showed that all three types were present in the LECM hydrogels (figure S1). No 

significant differences in sGAG content between LECM (average HLECM: 36µg/mg protein, 

SD:±6µg/mg protein, N=4 different batches, PLECM: 44µg/ml protein, SD:±7µg/ml protein, 

N=4 different batches) and BME (BME: 37µg/mg, N=1 batch, Matrigel: 48µg/mg, N=1 batch) 

were  found  (figure 1G). The  turbidity assay  revealed  that PLECM has a  longer  lag‐phase 

before turbidity  increased  (figure S1). The pooled batches of HLECM  (N=3) reach T1/2 on 

average  after  20 minutes  and  PLECM  (N=3)  after  30 minutes,  but  both  LECM  extracts 

preparations plateau off at the same time. This could indicate that the pepsin extrication 

reduced the PLECM into smaller fragments than HLECM [47].  

The  mechanical  hydrogel  characteristics  were  determined  by  shear  rheology  and 

nanoindentation  measurements.  Average  peak  values  for  the  storage  modulus  (G’) 

measured during a time sweep indicate that PLECM (3.0mg/ml) has a higher stiffness when 

compared  to  Matrigel  and  HLECM  (3.0mg/ml)  (Figure  1H).  Stiffness  of  PLECM  was 

significantly different  from Matrigel  (P<0.05), but did not  significantly differ  from either 

Matrigel  or HLECM. Representative  examples  of  frequency,  shear  and  time  sweeps  for 

different  LECM  formulations  are  shown  in  figure  S2.  Nano‐indentation  experiments 

revealed no significant differences between pooled batches of PLECM (315Pa, SD:±203Pa) 
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and HLECM  (322Pa,  SD:±204Pa) when  comparing  effective  Young’s modulus  (figure 1I). 

Matrigel (612Pa, SD:±57Pa) did have a significantly higher Young’s modulus (P<0,001) than 

both LECM preparations and BME 70% (371Pa, SD:±50Pa). LECM hydrogels prepared from 

individual livers showed significant biomechanical heterogeneity between individual livers, 

in both PLECM (n=4) and HLECM (n=4) (figure S1). PLECM extract for porcine liver 1, liver 1 

had significantly higher (P<0.0001) effective Young’s modulus compared to the other three 

porcine livers. Significant differences were also determined between human liver 2 and 3 

and human liver 3 and 4 (both p<0.01). This unwanted heterogeneity can be mitigated by 

pooling extracts of multiple livers together.  

Increasing the concentration of the PLECM and HLECM hydrogels (6mg/ml) did not yield 

higher effective Young’s modulus (figure S2), which indicates less efficient solidification of 

the  LECM  hydrogels  at  higher  concentrations.  At  lower  concentrations,  the  resulting 

hydrogel domes were difficult to reliably measure using the Nanoindenter, as finding the 

surface, which is required for the Hertzian contact model, was challenging. No significant 

differences were found between PLECM and HLECM of similar (6.0mg/ml and 4.5mg/ml) 

concentrations (figure S2). Scanning electron microscopy showed the fiber structures within 

HLECM (figure 1J) and PLECM (figure 1K). No clear differences were observed, with both 

hydrogels showing non‐aligned bundles of fibers present within the overall structure.  

Matrix‐bound growth  factors  can  influence  cell behavior.  Forty different growth  factors 

were quantified  in order  to determine  the effect of decellularization and  solubilization. 

Thirty‐three (out of 40) human growth factors were detected in human liver samples before 

decell  (T=0).  In  general,  the  concentration  of  growth  factors  decreased  after 

decellularization and remained stable during the solubilization process (figure S2, relative 

change compared to T=0).  

Transfer of ICO from BME to PLECM hydrogels 
To  determine  the  optimal  PLECM  concentration,  ICO  were  transferred  from  BME  to 

different concentrations of PLECM hydrogel (4.5mg/ml, 3mg/ml and 1.5mg/ml, figure 2A). 

Bright field microscopy examinations of ICO cultures in BME and PLECM at day 3 and day 7 

showed that organoid growth was maintained in PLECM hydrogels (figure 2B). ICO altered 

the shapes of the PLECM domes,  forming dense aggregates that came off  from the well 

surface,  as  was  especially  evident  at  the  lowest  (1.5mg/ml)  PLECM  concentration, 

demonstrating ECM‐remodeling. PLECM domes at 3mg/ml and 4.5mg/ml were more stable 

over the culture period. The ICO created small branch‐like structures or formed tube‐like 

structures  inside the PLECM  in all concentrations (figure S3). Similar structures were not 

seen in BME controls.  
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Figure 1. Preparation and characterization of LECM extracts from decellularized livers. (A) Schematic 

overview  showing  the entire process  from  liver decellularization, preparation of  lyophilized  LECM 

powders and extraction of LECM using pepsin digestion. (B) Confirmation of full cell removal in both 

porcine  and  human  livers.  DNA  concentration  after  decellularization  was  47.2ng  DNA  (N=8, 

SD:±15.4ng) for porcine livers and 14.3ng DNA (N=4, SD:±9.2ng) for human livers. (C) Removal of PERV 

from porcine livers was confirmed using qPCR methods. No PERV was detected after decellularization 
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(N=4). (D) The digestion efficiency of the LECM as determined by the amount of input material and 

measured  protein  content  afterwards.  The  difference  in  digestion  efficiency  between  PLECM 

(average: 40%, SD:±5%) and HLECM  (average: 33%, SD:±2%) was significant  (P<0.01, N=8 different 

pooled batches of HLECM and PLECM) and PLECM was digested more efficiently than the human ECM. 

(E) Venn diagram showing the number of unique proteins found for BME and HLECM. 5 overlapping 

proteins were found. (F) Total collagen content of different substrates showing that LECM (PLECM: 

0.9mg collagen mg−1 protein, SD: ±0.13mg, N=3 pooled batches, HLECM: 1.0 mg, SD:±0.24mg, N=2 

pooled batches) contained more collagen than commercially available BME (N=1). (G) No significant 

differences were found between BME (N=1) and LECM (PLECM and HLECM; N=4) for the total sGAG 

content  after  solubilization.  (H)  max  storage  modulus  (G’)  values  measured  by  rheology.  The 

difference  between matrigel  (N=3,  average:  92Pa,  SD:±15Pa)  and  PLECM  (N=3,  average:  647Pa, 

SD:±30Pa)  was  significant  (P<0.05).  PLECM  has  a  higher  G’  than  HLECM  (N=3,  average  260Pa, 

SD:±57Pa). (I) Nano‐indentation showed that matrigel (average: 612Pa,SD:±57Pa) had a significantly 

higher  (P,0.001)  effective  Young’s  modulus  than  BME  70%  (average:371Pa,SD:±50Pa),  HLECM 

(average:315Pa,SD:203Pa)  and  PLECM  (average:322Pa,  SD:±204Pa).  (J,  K):  scanning  election 

microscopy images for HLECM (I) and PLECM (J) showing the fibrous structure of the LECM hydrogels. 

Scale bars (from left to right): 10µm, 2.2µm, 10µm and 5µm).  

Passaging of ICO grown in LECM was done using the standard passaging protocol. However, 

dissociation  of  dense  aggregates  into  smaller  fragments  required  more  mechanical 

dissociation by pipetting up and down when  compared  to BME  controls. Especially  ICO 

grown in the condensed 1.5mg/ml and stiffer 4.5mg/ml conditions were more difficult to 

dissociate.  This  caused  uneven  spread  of  cells  through  fresh  PLECM  and  subsequently, 

uneven organoid growth. The 3mg/ml PLECM contained fewer dense organoids structures 

and could therefore be mechanically dissociated more easily than the other conditions.  

Switching ICO from BME to PLECM hydrogels did not change the gene expression (N=9) of 

selected genes (figure 2C, figure S3). Also no major differences in protein expression of KRT‐

7, a cholangiocyte marker, and albumin, a marker for hepatocyte‐like cells, were observed 

for ICO grown in PLECM (figure 2D). The changes in optical density as a result of ICO‐ECM 

interactions when grown in PLECM were typically visualized as ‘pulling’ on the PLECM fibers. 

This interaction alters the biochemical and physical characteristics of the local environment 

surrounding  the  organoids,  which  could  mitigate  the  effects  of  different  PLECM 

concentrations.  The  PLECM  3.0mg/ml  condition  was  chosen  as  the  optimal  culture 

condition for expansion of ICO, also partly based upon ease‐of‐use, since this ICO grown in 

this concentration required less mechanical dissociation than the 1.5mg/ml or 4.5mg/ml.  
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Figure 2.  ICO  can  successfully be  cultured  in PLECM hydrogels.  (A)  schematic  representation  for 

initiation of ICO from liver biopsies in BME and subsequent transitioning towards PLECM hydrogels of 

various concentrations. (B) Bright field images of organoids growth in BME and various concentrations 

PLECM at day 3 (top row) and day 7 (bottom row). Scale bars: 2000µm. (C) gene‐expression (2‐ΔCt) of 

selected genes show no significant differences between ICO grown in BME and varying concentrations 

of  PLECM.  (D)  F‐actin,  KRT‐7  and  Albumin  were  expressed  in  ICO  grown  in  BME  and  varying 

concentration of PLECM. Scale bars: 200µm.  
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Transfer of ICO from BME to HLECM hydrogels  
Transfer experiments were extended to HLECM hydrogels (N=3, figure S3), with generally 

similar  results  to  PLECM  hydrogel  cultures.  As  3mg/ml  HLECM  performed  similarly  to 

3mg/ml PLECM  this concentration was also chosen  to culture  ICO. At 3.0mg/ml, protein 

expression of KRT‐7 and albumin (figure 3B) was similar when grown  in BME (figure 3A). 

Expression of  zonula occludens 1  (ZO‐1) was  also  similar  for  ICO  grown  in BME or  ICO 

transferred to HLECM or PLECM (figure 3B). There were no significant differences in gene 

expression of selected genes between ICO grown in BME (N=16), HLECM (N=10) or PLECM 

(N=10,  figure  3C,  figure  S3).  ICO  were  passaged  every  7  to  10  days.  In  general,  ICO 

transferred towards LECM hydrogels were split in lower ratios (30 to 50% lower) than their 

control counterparts grown  in BME, which  indicates  lower proliferation  rates. However, 

after 7 days of culture, no significant differences were found in gene or protein expression 

of the proliferation marker KI‐67  (figure 3D and 3E) between the  ICO grown  in different 

substrates.  

EdU  incorporation was  performed  two  days  after  passaging  in  order  to  determine  the 

amount of cells  that synthesize de novo DNA  in  the S‐phase during a 4‐hour  incubation 

period.  ICO  grown  in  BME  showed  the  highest  percentage  of  proliferating  cells 

(average:11.9%, SD:±4.9%, figure 3F). The difference between BME and HLECM (average: 

6.2%, SD:±4.4%) was significant (P<0.05), whereas the difference between BME and PLECM 

(average: 6.1%, SD:±3.4%) approached significance (P=0.06). ICO grown in HLECM or PLECM 

also had lower metabolic activity over a 7‐day culture period, which was on average 1.8‐

fold lower when compared to BME (N=11 for BME and PLECM, N=5 for HLECM, figure 3G). 

This difference was, however, not significant at the day 7 time point.  

Proteome analyses of ICO cultured in BME and HLECM  
Cells are capable of  responding  to changes  in  their  local environment and can do so by 

altering  the  syntheses  and  turnover  of  proteins.  Normal  mass  spectrometry  (MS) 

techniques are limited in detecting these (often subtle) changes, as the de novo synthesized 

proteins can be obscured by the large bulk of pre‐existing proteins (e.g. ECM components 

from  the culture substrates). However, Stable  Isotope Labelling with Amino acids  in Cell 

culture (SILAC) allows for labelling of the synthesized proteins by replacing amino acids with 

normal‐weight isotopes with amino acids with heavy‐weight isotopes (figure 4A). SILAC was 

used to determine the proteins produced by  ICO that were  initially cultured  in BME and 

transferred to HLECM.In total, 2,184 unique heavy‐weight’ proteins produced by ICO were 

identified.  On  average,  665  proteins  (SD:±96  proteins)  could  be  detected  which  were 

synthesized by ICO grown in BME (N=3). For the ICO transferred to HLECM, 672 synthesized 

heavy‐weight proteins (SD:±152 proteins) were detected. Out of these proteins, on average 

620 proteins  (SD:±95 proteins, BME) and 629 proteins  (SD:±150 proteins, HLECM) were 
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identified  as  cellular  proteins.  The  remaining  45  (BME)  and  43  (HLECM)  proteins were 

identified as proteins related to the ECM  (figure 4B).  Interestingly,  in the collagen‐based 

HLECM more heavy collagens were found. In the laminin‐based BME more proteoglycans 

were found. This indicates that the culture substrate influences the proteins produced by 

the cells. 

  

Figure 3. Switching from BME to LECM hydrogels does not significantly alter ICO gene expression, 

but does  lower proliferation  rates.  (A)  ICO  transferred  towards HLECM maintained expression of 

Albumin  and KRT.  Scale bars: 100µm.  (B)  Transferred organoids  (HLECM  and PLECM) maintained 

expression  of  ZO‐1.  Scale  bars:  100µm.  (C)  Gene  expression  (2‐ΔCt)  does  not  show  significant 

differences between ICO transferred to HLECM (N=10) or PLECM (N=10) and BME controls (N=16) for 
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selected genes.  (D) Gene expression  (2‐ΔCt) does not  reveal  significant differences after 7 days of 

culturing ICO in LECM. (E) Each ICO contained several nuclei positive for the proliferation marker KI‐

67. Scale bars: 100µm. (F) EDU incorporation (N=6 matched ICO pairs) reveals that ICO grown in BME 

(12%, SD:±5%) had significantly more proliferating cells compared to HLECM (6%, SD:±4%, P<0.05), 

but  not  to  PLECM  (6%,  SD:±3%,  P=0.06).  (G)  relative metabolic  activity  over  a  7‐day  period  as 

measured by PrestoBlue  reveals BME  (N=10) had higher metabolic activity  than PLECM  (N=5) and 

HLECM (N=5). Fold change was calculated based upon day 1 activity for each sample.  

Of all detected proteins, 373 proteins were present  in both groups. When  looking more 

closely at these 373 proteins, no differentially expressed proteins could be found  (figure 

4C), indicating no significant changes in synthesized proteins by the ICO upon changing from 

BME  to HLECM. However,  subtle  differences were  present.  Proteins,  such  as  CA‐2  and 

HNRNPM, were more abundant in HLECM. CA‐2 plays a role in acid base homeostasis [48]. 

HNRNPM plays a role in RNA splicing [49] and was closest to differentially expressed for the 

HLECM  group.  Simultaneously,  there were  also proteins which were more  abundant  in 

BME.  These  were  for  example  HSPG2  (Perlecan),  IQGAP‐1  and  RPL7A.  Perlecan  is  a 

component of basement membranes [13, 14] and IQGAP‐1 is a regulator molecule in bile 

canaliculi [50]. RPL7A was closest to being differentially expressed for the BME grown ICO. 

In other words, subtle non‐significant differences exist for proteins produced by ICO grown 

in both substrates. Ten proteins were exclusively present in BME grown ICO, but not in ICO 

transferred to HLECM. Proteins are classified as exclusive if they are present in all samples 

of one conditions, while absent in all others. These proteins are listed in supplementary file 

1.  Vice  versa,  ten  proteins  were  exclusively  found  in  ICO  transferred  to  HLECM. 

Interestingly,  six out of  ten protein exclusively  found  for HLECM are collagens, whereas 

three out of  ten exclusive proteins  for  the BME group  are  glycoproteins  related  to  the 

basement membrane. This could indicate that cells respond to the biochemical differences 

in their environment.  

A PCA plot of all protein abundances shows a heterogeneous production of proteins in each 

group, with no apparent clustering of organoid lines or culture substrates (HLECM or BME) 

(figure 4D). The samples do cluster together based on culture substrate based on subtle 

differences  in protein abundances between the BME or HLECM group  (figure 4E). Taken 

together, the data shows that subtle differences exist in proteins synthesized by ICO when 

cultured in BME or HLECM, but no significant differences were found.  
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Figure 4. SILAC assessment does not reveal significant differences  in proteins synthesized by  ICO 

grown in BME or HLECM. (A) schematic overview of SILAC experiments. EM was replaced with ‘heavy’ 

medium containing L‐Lysine and L‐arginine with heavier isotopes. ICO were cultured for 2 passages in 

heavy  EM  in  BME  before  they were  transferred  towards HLECM  and  cultured  for  another  three 

passages. (B) 45 and 43 matrisome‐related proteins were detected for BME and HLECM grown ICO 

respectively. (C) Volcano plot showing that there were no differentially expressed proteins present in 

all samples. (D) Principal components analysis does not reveal any clustering based on donor and/or 

matrix in which ICO were grown. (E) The heat map shows that samples can cluster based upon culture 

substrate.  
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Direct initiation of ICO cultures in LECM 
Previous experiments were performed with  ICO  initiated  in BME as per normal  initiation 

protocol. However,  for  clinical applications, a mouse  tumor‐derived BME  free  culture  is 

required.  Therefore,  it  was  investigated  whether  ICO  could  also  be  initiated  in  LECM 

hydrogels. In order to do so, the cell suspension for ICO initiation was divided in equals parts 

and cultures were initiated in LECM hydrogels.  

During the  first days of culture, small cyst‐like organoids became visible. Typically, there 

were  less  ICO  present  in  HLECM  (figure  5B).  The  BME  cultures,  which  were  deemed 

successful, were  split  7  to  10  days  after  initiation, whereas  the  HLECM  cultures were 

typically split for the first time after 14 days. This indicated that ICO initiated in LECM grew 

slower than their BME counterparts. Out of all initiated cultures, 63% of HLECM initiated 

ICO and 67% of  the PLECM  initiated  ICO were deemed as  successful  cultures.  For BME 

initiated  organoids  this  percentage was  74%.  A  successful  culture was  defined  by  the 

presence of multiple (>10) ICO per dome, which could be expanded within 14 days. The ICO 

initiated  in LECM had phenotypes similar to BME grown  ICO or  ICO transferred to LECM 

(figure 5B, figure S4).  

The ICO initiated in LECM showed similar proliferation patterns as matched BME‐to‐LECM 

transferred ICO and were split in similar ratios. In general, proliferation rates were lower in 

HLECM, but  large donor variations were noted with some  individual ICO  lines growing at 

the same pace as their BME initiated counterparts. Moreover, ICO could be maintained for 

10  passages  (figure  S4).  Expression  of  F‐actin  (HLECM  initiated  ICO:  figure  S4B,  PLECM 

initiated ICO: figure S5) was comparable between BME grown ICO and ICO transferred from 

BME to LECM hydrogels. Moreover, KRT‐7 and Albumin protein expression was visualized 

by whole mount confocal staining (HLECM initiated ICO: figure 5CD, PLECM initiated ICO: 

figure S5). On gene expression level a significant difference in albumin expression (p<0.05) 

was  found  between matched  (N=5)  BME  grown  and  HLECM  initiated  ICO  (figure  5E). 

Expression of albumin was on average 12‐fold (SD:±14) higher compared to ICO grown in 

BME. Other  than  that, no  significant differences were  found  for  the  selected  genes  for 

HLECM initiated ICO (figure 6E) and PLECM initiated ICO (figure S5). Overall, this indicates 

that ICO initiated in HLECM and PLECM were able to proliferate, and retain a similar overall 

phenotype and gene expression levels as BME initiated ICO.  

ICO differentiation towards hepatocyte‐like cells 
ICO  can  be  stimulated  to  differentiate  towards  hepatocyte‐like  cells when  cultured  in 

differentiation medium (DM; figure 6A)[1]. However, these differentiation protocols are not 

optimal  yet  as  no  mature  hepatocytes  in  terms  of  hepatocyte  functionality  and/or 

expression of hepatocyte markers are grown[10]. Tissue‐specific micro‐environments have 
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shown to aid and/or improve the differentiation of (induced) pluripotent stem cells towards 

hepatocyte(‐like) cells [51‐53]. Therefore, ICO were differentiated to test whether tissue‐

specific LECM can improve the differentiation towards hepatocytes.  

Concentration series (1.5mg/ml, 3.0mg/ml and 4.5mg/ml) with ICO transferred from BME 

to  PLECM  (N=9) were  first  performed  in  order  to  establish  the  effect  of  differences  in 

(bio)physical characteristics. ICO became dense in structure and had smaller lumens (figure 

S6). Moreover, F‐actin expression of cells changed from a more ‘honey comb’‐like structure 

in  EM  to  random  deposition  of  F‐actin  in  DM  (figure  S6).  Gene  expression  of  hepatic 

markers,  such  as  albumin,  CYP‐3A4,  HNF‐4α  and  MRP‐2,  were  upregulated  upon 

differentiation.  KI‐67  and  LGR‐5,  markers  for  proliferation  and  stem‐cell  phenotype, 

expression was downregulated, whereas, KRT‐7 and KRT‐19 expression  remained  stable 

(figure S6). However, no significant differences were found between BME grown ICO or ICO 

transferred  to  PLECM  or  between  the  different  PLECM  concentrations.  These 

differentiation experiments were repeated with ICO transferred towards HLECM and ICO 

initiated  in  HLECM.  Experiments  were  performed  with  N=5  sets  of  ICO  at  a  HLECM 

concentration of 3.0mg/ml. Upon differentiation, the ICO form relative small and optically 

more dense ‘clump’ of cells (figure 6B). HE‐staining revealed that these differentiated ICO 

often have multiple lumens (figure S7). Expression patterns of F‐actin changed from ‘honey 

comb’‐like structures in EM to more randomly deposited patterns in DM, similar to PLECM 

initiated ICO (figure 4C). 

The cholangiocyte marker KRT‐7 was still detectable in all conditions after differentiation 

(figure  6C). Albumin  staining was  also  detectable  in  all  conditions.  Increase  in  albumin 

expression was observed on gene expression  level, as 1,136‐fold  (SD:±1,078‐fold), 1368‐

fold (SD:±801‐fold) and 774‐fold (SD:±344‐fold) increases were calculated for the ICO grown 

in BME, ICO transferred towards HLECM and ICO initiated in HLECM, respectively, compared 

to BME grown ICO controls. Similarly, CYP‐3A4 was upregulated 945‐fold (SD:±1205‐fold) 

for  the  BME  grown  ICO, whereas  the  expression  ICO  transferred  towards  HLECM was 

upregulated 3853‐fold (SD:±5731‐fold) compared to BME controls. Expression of CYP‐3A4 

was  476‐fold  (SD:±808‐fold)  higher  for  the  ICO  initiated  in  HLECM  compared  to  BME 

controls.  However,  the  differences  between  conditions  were  not  significant.  Gene 

expression of  LGR5‐5  (P<0.01)  and  KRT‐7  (P<0.05) did  significantly differ between BME 

grown  ICO  and  ICO  initiated  in  HLECM.  Significant  differences  were  also  found  for 

expression of HNF‐4α and KRT‐19 between BME grown ICO and  ICO transferred towards 

HLECM (figure S7, P<0.05). HLECM initiated ICO can be differentiated towards hepatocyte‐

like cells with comparable efficiency as their BME grown counterparts.  
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Figure 5. ICO could successfully be initiated in LECM. (A) A schematic overview of the initiation of 

ICO  from  liver biopsies  in HLECM.  (B) Representative bright  field  images of  ICO  cultures deemed 

successful at passage 1 and 5 (scale bar: 2,000µm). (C, D) Whole mount confocal images for KRT‐7(C) 

and albumin (D). Scale bars: 100µm (C) and 200 µm (D). (E) Gene expression (2‐ΔCt) of selected genes 

between matched ICO from the same donors (N=5) grown in BME (BME), ICO transferred from BME 

towards HLECM (HLECM trans) and initiated in HLECM (HLECM ini). Significant differences were found 

for albumin between BME and HLECM ini (P<0.05).  
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 Figure  6.  The  use  of  tissue‐specific  HLECM  extracts  did  not  aid  in  the  differentiation  of 

cholangiocytes towards hepatocyte‐like cells. (A) Schematic for the differentiation protocol. The ICO 

were first grown in EM for 4‐10 days (not shown), before medium was supplemented with BMP‐7 for 

5 days. The ICO were split once before medium was switched to differentiation medium. (B) Bright 

field images showing ICO on day 9 of being cultured in DM. ICO were growing in dense structures and 

were smaller  than  their EM‐control counterparts. Scale bars: 200µm.  (C‐E): whole mount confocal 

images  for F‐actin  (C), KRT‐7(D) and albumin(E) of differentiated  ICO. Scale bars: 200µm.  (F) Fold 

changes (2‐ΔΔCt) of selected genes compared to matched ICO grown in BME in EM. Albumin and CYP‐

3A4 were upregulated when compared to the BME grown ICO control, whereas LGR‐5 and KI‐67 were 

downregulated.  LGR‐5  and  KI‐67 was  significantly  (LGR‐5:  P<0.01,  KI‐67:  P<0.05)  higher  for  ICO 

initiated in HLECM when compared to BME grown ICO.  
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Dynamic expansion of ICO in HLECM 
TERM  applications,  such  as  repopulation of damaged or decellularized biliary  tree with 

cholangiocytes, require large numbers of viable cells. Current static culture techniques are 

inefficient and time‐consuming. Moreover, they are prone to pipetting errors,  leading to 

loss of cells or contamination of cultures. Schneeberger et al. showed that dynamic cultures 

in spinner  flasks allow  for safe, convenient and  large scale expansion. This protocol was 

adapted for use with 50ml conical tubes in order to test whether HLECM can be used for 

this  dynamic  and  easy  form  of  organoid  expansion.  Experiments were  performed with 

HLECM initiated organoids (N=8) and BME‐to‐HLECM transferred organoids (N=12). Small 

spherical organoids started becoming visible after an initial lag‐phase of three days. The ICO 

appeared to ‘clump’ together into large and heavy aggregates, which sunk to the bottom of 

the spinners. The relative increases in cell numbers after 14 days of culture compared to 

the start were 3‐fold (SD:±1.5) for the ICO transferred to HLECM and 2‐fold (SD:±1.4) for 

the ICO initiated in HLECM (figure 7A). On average the spinners yielded more cells than the 

static controls, as the cell numbers in static controls only increase 2‐fold (ICO transferred to 

HLECM, SD:±1.2) and 1.1‐fold (ICO initiated in HLECM, SD:±0.6). ICO transferred from BME 

to HLECM or initiated in HLECM were growing on denser structures (figure S8). HE‐staining 

of FFPE‐sections revealed that the ICO were growing on HLECM particles in the suspension 

(figure S8). ICO were positive for KRT‐7 (figure 7B) and KRT‐19 (figure 7C).  

Gene expression of selected genes showed a trend to express higher levels of LGR‐5 in the 

spinners,  but  differences  were  not  significant  (figure  7D).  Similarly,  no  significant 

differences could be found for expression of KRT‐7, LGR‐5 or KI‐67. Interestingly, expression 

of CYP‐3A4 was upregulated under dynamic  spinner  conditions. The expression was on 

average 66‐fold (transferred) and 2.2‐fold (initiated) higher under dynamic conditions when 

compared to their respective static controls. No significant differences were found between 

KRT‐19 and albumin (figure S8). Expression of HNF‐4α remained stable between the three 

spinner  conditions,  whereas MRP‐2  was  upregulated  for  the  BME  grown  ICO  spinner 

condition  (figure S8). These  results show  that LECM can also be used  for more efficient 

expansion of  ICO  in a clinically  relevant manner, as  the cell yield can be doubled under 

dynamic culture conditions. 
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 Figure 7. Large‐scale expansion of ICO using spinner flasks is feasible. (A) The relative increase in 

cell numbers after 14 days of culture compared to T=0. ICO transferred to HLECM  increased 3‐fold 

(SD:±1‐fold) and  ICO  initiated  in HLECM 2‐fold (SD:±1‐fold). The difference was not significant. The 

respective static controls increased 2‐fold (Transferred to HLECM, SD:±1‐fold) and 1‐fold (initiated in 

HLECM, SD:±1‐fold). (B, C) Immunofluorescence of PPFE slides stained for KRT‐7 (B) and KRT‐19 (C). 

Scale bars: 200µm (B) and 100µm (C). (D) Gene expression of selected genes between ICO expanded 

in spinner flasks and ICO grown in static hydrogel domes. No significant differences were found for 

LGR‐5  and  KRT‐7, whereas  ICO  had  higher  expression  of  CYP‐3A4 when  cultured  under  dynamic 

spinner conditions compared  to  static controls  (*:P<0.05, **:P<0.01, ***: P<0.001). No  significant 

differences were found for KI‐67 expression.  



Part II. The extracellular matrix 

345 

Discussion 
Patient‐derived hepatobiliary organoids are a promising cell source for clinically relevant 

TERM applications. However, the mouse tumor‐derived ECM extracts that are typically used 

to initiate and expand these organoids are hampering these clinical applications. Therefore, 

there is a clear need for clinically relevant alternative culture substrates which can unlock 

the  full potential of  the hepatobiliary organoids  for  future TERM applications. Synthetic 

hydrogel  alternatives  are  interesting  substitutes.  They  can  be  tuned  and  chemically 

modified with  relative  ease.  However,  they  are  often  too  simplistic when  it  comes  to 

mimicking  the  biochemical  complexity  of  the  LECM  [28,  30].  ‘Fine‐tuning’  of  their 

composition with natural ECM components and/or synthetic ECM substitute until they can 

fully substitute the LECM is challenging [25]. On the other hand, the use of ECM extracts 

from healthy decellularized livers circumvent the need for ‘fine‐tuning’ and is, therefore, an 

attractive method for creating dynamic tissue‐specific and bioactive microenvironments in 

vitro [30, 54‐56].  

In  theory,  ECM  components  should  be  highly  preserved  between  species  [11,  57],  and 

therefore,  extracts  from  human  and  porcine  livers  are  both  of  interest.  However, we 

observed  differences  between  PLECM  and  HLECM,  as  PLECM  could  be  fully  digested, 

whereas HLECM contained undigested ECM particles. This is likely due to accumulation of 

age‐related damage and/or non‐enzymatic cross‐linking of ECM molecules in aged human 

livers (average age human livers: 56 years, SD:±24 years)[58]. This in turn can prohibit the 

pepsin enzyme from digestion of the ECM [59, 60]. In fact, these biological differences are 

one of the disadvantages of using tissue‐derived products as these differences create batch‐

to‐batch differences. This has also been described for BME, where batch variance up‐to 50% 

have been measured [12]. However, 100g of lyophilized HLECM could, for example, yield 

±5,000ml of HLECM extracts at a protein concentration of 6mg/ml (Stock concentration). 

Therefore,  single  human‐sized  livers  should  yield  plenty  of  LECM  extracts  for  large 

experiments  using  the  same  batch  of  LECM. Moreover, multiple  livers  can  be  pooled 

together to mitigate biological variances.  

Porcine  livers can be obtained easily  from bio‐industry. Moreover, they can be obtained 

from  animals  in  the  same  (young)  age‐range, which  could minimize  the  effect  of  the 

aforementioned accumulated damage and  crosslinking of  the ECM during  the  life  span. 

However, the transmission of zoonotic diseases, such as the PERV, is a risk associated with 

the  use  of  porcine  tissue  [44,  61‐63].  The  PERV‐pol  gene  was  not  detectable  after 

decellularization by conventional PCR techniques, thereby potentially reducing the risk of 

transmission. Similar (clinical) research using porcine‐derived ECM products, such as heart 

valves, have not found any evidence of transmission [62, 63]. PLECM could therefore be an 

interesting alternative source of livers for creating tissue‐specific culture substrates for ICO. 
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Pigs  could  be  purpose  bred  in  controlled  environments  to  further mitigate  the  risk  of 

disease transmission. Moreover, multiple tissues for other tissue engineering applications 

could be harvested from the same animal.  

LECM extracts have shown to be able to maintain hepatic phenotypes of hepatocytes [54‐

56], liver sinusoidal endothelial cells and hepatic stellate cells in vitro [64]. Moreover, LECM 

supported  formation  of  complex  biliary  networks  by  cholangiocyte  cell‐lines  [65]  and 

improved differentiation capacity of stem cells [51‐53, 66]. Based upon this research, it was 

expected that switching from the laminin‐rich BME to collagen‐based tissue specific LECM 

extracts could improve the differentiation of ICO towards hepatocyte‐like cells. However, 

we could not show  improvement  in differentiation  in our study. In fact, the use of LECM 

also did not significantly alter the expression of selected hepatobiliary proteins and genes 

in expansion medium. The most pronounced difference between  ICO  grown  in BME or 

LECM was  the  lower proliferation  rates  for  the  ICO grown  in LECM. These  results could 

indicate  that  the phenotype of  the  ICO  is more dictated by  the culture medium and  its 

components than by the ECM components.  

Cell‐matrix interactions were observed for ICO grown in LECM extracts, as the LECM domes 

in which ICO were grown often showed (partial) contraction of dome. Similar findings have 

been reported for other cell and ECM‐derived hydrogels [67, 68]. The LECM hydrogels were 

relatively weak and cells could condense them. By doing so, the ICO could have ‘normalized’ 

their  local environment,  thereby mitigating  the effect of different LECM concentrations. 

However, studying the effect of different (bio) physical characteristics is of interest, as these 

mechano‐modulatory  signals  play  important  roles  in  cell  survival,  proliferation  and 

differentiation  [19,  24‐27,  69].  The  mechanical  rigidity  of  LECM  can  be  improved  by 

chemical modification by  adding different  ‘polymer backbones’  and/or  cross‐linkers. By 

doing  so,  the  mechanical  properties  can  be  altered  without  altering  the  biochemical 

concentration of LECM  [24, 25, 70]. Of note, LECM extracts can also be used  to  ‘enrich’ 

other (synthetic) hydrogels in an effort to create more tissue‐specific hydrogels and/or bio‐

inks for three‐dimensional printing [70]. This way the LECM extracts can also be utilized to 

reconstruct tissue‐specific micro‐environments for hepatobiliary disease modeling [22]. 

Hepatocyte  functionality  tests  are  the most  important  proof  of  successful  hepatocyte 

differentiation.  However,  since  the  differentiation  was  not  improved  over  previously 

published protocols [1, 10], hepatocyte functionality was not assessed. Nevertheless, the 

ability to obtain both functional cholangiocytes and hepatocytes from the same ICO, would 

be  valuable  for  TERM  applications  [71].  Perhaps, differentiation  to hepatocytes  can  be 

improved with more complex and extended differentiation protocols, which include growth 

factor gradients.  
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For TERM applications, vast amounts of cells are required. Currently used culture methods 

(in  small  25µl  hydrogel  domes)  is  laborious  and  time‐consuming.  Schneeberger  et  al. 

showed that dynamic cultures in spinner flasks allow for large scale expansion of ICO [5]. 

Our results with spinner flasks show feasibility of culturing ICO using HLECM under dynamic 

conditions. However, the relative  increase of cells  in HLECM was  lower compared to the 

numbers  for  BME  reported  by  Schneeberger  et  al.  Although  the  cell  yield  was  not 

comparable, culturing  ICO under dynamic conditions was  less time consuming and more 

efficient when compared to normal static culture  in domes. Moreover, the spinner  flaks 

could in the future allow for automation of certain steps of the culture process (e.g. medium 

refreshment).  Automation  reduces  the  risk  of  human  error  in  production  of  clinically 

relevant  cells.  To  prevent  the  formation  of  large  cell  aggregates  in  future  application, 

increased viscosity by changing HLECM concentration or addition of  inert viscous agents 

could  potentially  create more  homogenized  cultures  and  further  improve  proliferation 

capacity.  

ICO are not the only cholangiocyte organoids which could benefit from clinically relevant 

culture  substrates.  In  recent  years,  different  patient‐derived  cholangiocyte  organoid 

cultures have also been established from extrahepatic bile duct (extrahepatic cholangiocyte 

organoids: ECO) [72, 73] and bile samples (Bile derived cholangiocyte organoids: BCO) [74, 

75]. These organoids retain cholangiocyte‐specific characteristics [76, 77] and can be used 

for various biliary TERM applications, such repopulation of decellularized EBD scaffolds [78], 

reconstruction of bile duct in vitro [73, 79] and bile duct repair after (ischemic) damage [7].  

Mouse tumor‐derived BME hamper the clinical application of patient‐derived cholangiocyte 

organoids for TERM applications. ECM extracts derived from healthy decellularized human 

or porcine liver are clinically relevant replacements. These LECM extracts can replace BME 

as a culture  substrate  for  ICO expansion. Subtle differences,  such as  lower proliferation 

rates, were noted, but  ICO do not  change expression of  cholangiocyte‐specific markers 

upon  switching  to  LECM  extracts. Moreover,  LECM  extracts  allowed  for  the  successful 

initiation and large‐scale expansion of the organoids, providing a basis for complete BME‐

free culture methods.  

   



Chapter 10 

348 

References 
1.  Huch, M., et al., Long‐term culture of genome‐stable bipotent stem cells from adult human 

liver. Cell, 2015. 160(1‐2): p. 299‐312. 

2.  Lanza, R., et al., Principles of tissue engineering. 2020: Academic press. 

3.  Vacanti,  J.P.  and  R.  Langer,  Tissue  engineering:  the  design  and  fabrication  of  living 

replacement devices for surgical reconstruction and transplantation. The lancet, 1999. 354: 

p. S32‐S34. 

4.  Mazza,  G.,  et  al.,  Liver  tissue  engineering:  From  implantable  tissue  to  whole  organ 

engineering. Hepatology communications, 2018. 2(2): p. 131‐141. 

5.  Schneeberger, K., et al., Large‐Scale Production of LGR5‐Positive Bipotential Human Liver 

Stem Cells. Hepatology, 2019. 

6.  Willemse, J., et al., From organoids to organs: Bioengineering liver grafts from hepatic stem 

cells and matrix. Best practice & research Clinical gastroenterology, 2017. 31(2): p. 151‐159. 

7.  Sampaziotis, F., et al., Cholangiocyte organoids can repair bile ducts after transplantation in 

the human liver. Science, 2021. 371(6531): p. 839‐846. 

8.  Eshmuminov, D., et al., An integrated perfusion machine preserves injured human livers for 

1 week. Nature Biotechnology, 2020. 38(2): p. 189‐198. 

9.  Willemse, J., et al., Fast, robust and effective decellularization of whole human livers using 

mild detergents and pressure controlled perfusion. Materials Science and Engineering: C, 

2020. 108: p. 110200. 

10.  Verstegen, M.M.A., et al., Human extrahepatic and  intrahepatic cholangiocyte organoids 

show  region‐specific  differentiation  potential  and model  cystic  fibrosis‐related  bile  duct 

disease. Scientific Reports, 2020. 10(1): p. 21900. 

11.  Badylak, S.F., D. Taylor, and K. Uygun, Whole‐organ tissue engineering: decellularization and 

recellularization of three‐dimensional matrix scaffolds. Annu Rev Biomed Eng, 2011. 13: p. 

27‐53. 

12.  Hughes, C.S., L.M. Postovit, and G.A. Lajoie, Matrigel: a complex protein mixture required 

for optimal growth of cell culture. Proteomics, 2010. 10(9): p. 1886‐90. 

13.  Kleinman,  H.K.  and  G.R. Martin, Matrigel:  basement membrane matrix with  biological 

activity. Semin Cancer Biol, 2005. 15(5): p. 378‐86. 

14.  Benton, G., et al., Matrigel: from discovery and ECM mimicry to assays and models for cancer 

research. Adv Drug Deliv Rev, 2014. 79‐80: p. 3‐18. 

15.  Kleinman, H.K., Preparation of Basement Membrane Components from EHS Tumors. Current 

Protocols in Cell Biology, 1998. 00(1): p. 10.2.1‐10.2.10. 

16.  Vukicevic, S., et al., Identification of multiple active growth factors in basement membrane 

Matrigel suggests caution in interpretation of cellular activity related to extracellular matrix 

components. Exp Cell Res, 1992. 202(1): p. 1‐8. 

17.  Xu,  C.,  et  al.,  Feeder‐free  growth  of  undifferentiated  human  embryonic  stem  cells. Nat 

Biotechnol, 2001. 19(10): p. 971‐4. 

18.  Hagbard, L., et al., Developing defined substrates for stem cell culture and differentiation. 

Philosophical transactions of the Royal Society of London Series B, Biological sciences, 2018. 

373(1750): p. 20170230. 



Part II. The extracellular matrix 

349 

19.  Klaas, M., et al., The alterations in the extracellular matrix composition guide the repair of 

damaged liver tissue. Scientific Reports, 2016. 6(1): p. 27398. 

20.  Baiocchini, A., et al., Extracellular Matrix Molecular Remodeling  in Human  Liver  Fibrosis 

Evolution. PLOS ONE, 2016. 11(3): p. e0151736. 

21.  Benyon,  R.C.  and M.J.  Arthur,  Extracellular matrix  degradation  and  the  role  of  hepatic 

stellate cells. Semin Liver Dis, 2001. 21(3): p. 373‐84. 

22.  van Tienderen, G., et al., Recreating Tumour Complexity in a Dish: Organoid Models to Study 

Liver Cancer Cells and their Extracellular Environment. Cancers, 2019. 11: p. 1706. 

23.  Hynes, R.O., The extracellular matrix: not just pretty fibrils. Science (New York, N Y ), 2009. 

326(5957): p. 1216‐1219. 

24.  Sorrentino, G., et al., Mechano‐modulatory synthetic niches  for  liver organoid derivation. 

Nature Communications, 2020. 11(1): p. 3416. 

25.  Gjorevski, N., et al., Designer matrices for intestinal stem cell and organoid culture. Nature, 

2016. 539(7630): p. 560‐564. 

26.  Krüger, M., et al., Cellulose Nanofibril Hydrogel Promotes Hepatic Differentiation of Human 

Liver Organoids. Advanced Healthcare Materials, 2020. 9(6): p. 1901658. 

27.  Ye, S., et al., A Chemically Defined Hydrogel for Human Liver Organoid Culture. Advanced 

Functional Materials, 2020. 30(48): p. 2000893. 

28.  Ye, S., et al., Hydrogels  for  Liver Tissue Engineering. Bioengineering  (Basel, Switzerland), 

2019. 6(3): p. 59. 

29.  Krüger, M., et al., Cellulose Nanofibril Hydrogel Promotes Hepatic Differentiation of Human 

Liver Organoids. Adv Healthc Mater, 2020. 9(6): p. e1901658. 

30.  Saldin, L.T., et al., Extracellular matrix hydrogels from decellularized tissues: Structure and 

function. Acta Biomater, 2017. 49: p. 1‐15. 

31.  Gazia, C., et al., Extracellular matrix‐based hydrogels obtained from human tissues: a work 

still in progress. Curr Opin Organ Transplant, 2019. 24(5): p. 604‐612. 

32.  Hussey,  G.S.,  J.L.  Dziki,  and  S.F.  Badylak,  Extracellular  matrix‐based  materials  for 

regenerative medicine. Nature Reviews Materials, 2018. 3(7): p. 159‐173. 

33.  Parmaksiz, M., et al., Clinical applications of decellularized extracellular matrices for tissue 

engineering and regenerative medicine. Biomedical materials, 2016. 11(2): p. 022003. 

34.  Kozlowski,  M.T.,  C.J.  Crook,  and  H.T.  Ku,  Towards  organoid  culture  without  Matrigel. 

Communications Biology, 2021. 4(1): p. 1387. 

35.  Tas,  S.,  et  al.,  Decellularized  extracellular matrix  hydrogels  for  human  airway  organoid 

culture. ERJ Open Research, 2021. 7(suppl 6): p. 101. 

36.  Kim, S., et al., Intestinal extracellular matrix hydrogels to generate intestinal organoids for 

translational applications. Journal of Industrial and Engineering Chemistry, 2021. 

37.  Simsa, R., et al., Brain organoid formation on decellularized porcine brain ECM hydrogels. 

PLOS ONE, 2021. 16(1): p. e0245685. 

38.  Vermeulen, M., et al., Generation of Organized Porcine Testicular Organoids in Solubilized 

Hydrogels  from  Decellularized  Extracellular  Matrix.  International  Journal  of  Molecular 

Sciences, 2019. 20(21): p. 5476. 

39.  Lada, E., et al., Porcine Liver Anatomy Applied to Biomedicine. Journal of Surgical Research, 

2020. 250: p. 70‐79. 



Chapter 10 

350 

40.  Acun, A., et al., Liver donor age affects hepatocyte function through age‐dependent changes 

in decellularized liver matrix. Biomaterials, 2021. 270: p. 120689. 

41.  Becker,  S.,  et  al.,  AlloDerm  versus  DermaMatrix  in  immediate  expander‐based  breast 

reconstruction: a preliminary comparison of complication profiles and material compliance. 

Plast Reconstr Surg, 2009. 123(1): p. 1‐6; discussion 107‐8. 

42.  Brooke, S., et al., Complications in tissue expander breast reconstruction: a comparison of 

AlloDerm, DermaMatrix, and FlexHD acellular  inferior pole dermal slings. Ann Plast Surg, 

2012. 69(4): p. 347‐9. 

43.  Gilbert,  T.W.,  J.M.  Freund,  and  S.F.  Badylak, Quantification  of DNA  in  Biologic  Scaffold 

Materials. Journal of Surgical Research, 2009. 152(1): p. 135‐139. 

44.  Krüger, L., et al., A Comprehensive Strategy for Screening for Xenotransplantation‐Relevant 

Viruses in a Second Isolated Population of Göttingen Minipigs. Viruses, 2019. 12(1). 

45.  Broutier, L., et al., Culture and establishment of self‐renewing human and mouse adult liver 

and pancreas 3D organoids and their genetic manipulation. Nature Protocols, 2016. 11(9): 

p. 1724‐1743. 

46.  Van Der Laan, L.J., Christopher Lockey; Bradley C. Griffeth; Francine S. Frasier; Carolyn A. 

Wilson; David E. Onions; Bernhard J. Hering;  ,  Infection by porcine endogenous retrovirus 

after islet xenotransplantation in SCID mice Nature, 2000. 407: p. 90‐94. 

47.  Meyer, M., Processing of collagen based biomaterials and the resulting materials properties. 

BioMedical Engineering OnLine, 2019. 18(1): p. 24. 

48.  Banales,  J.‐M.,  J.  Prieto,  and  J.‐F.  Medina,  Cholangiocyte  anion  exchange  and  biliary 

bicarbonate excretion. World journal of gastroenterology, 2006. 12(22): p. 3496‐3511. 

49.  West, K.O., et al., The splicing factor hnRNP M is a critical regulator of innate immune gene 

expression in macrophages. bioRxiv, 2019: p. 617043. 

50.  Emadali, A., et  al., Proteomic Analysis of  Ischemia‐Reperfusion  Injury upon Human  Liver 

Transplantation Reveals the Protective Role of IQGAP1* S. Molecular & cellular proteomics, 

2006. 5(7): p. 1300‐1313. 

51.  Jaramillo,  M.,  et  al.,  Decellularized  human  liver  extracellular  matrix  (hDLM)‐mediated 

hepatic differentiation of human induced pluripotent stem cells (hIPSCs). J Tissue Eng Regen 

Med, 2018. 12(4): p. e1962‐e1973. 

52.  Vyas, D., et al., Self‐assembled liver organoids recapitulate hepatobiliary organogenesis in 

vitro. Hepatology, 2018. 67(2): p. 750‐761. 

53.  Wang, B., et al.,  Functional Maturation of  Induced Pluripotent  Stem Cell Hepatocytes  in 

Extracellular  Matrix—A  Comparative  Analysis  of  Bioartificial  Liver  Microenvironments. 

STEM CELLS Translational Medicine, 2016. 5(9): p. 1257‐1267. 

54.  Loneker, A.E., et al., Solubilized liver extracellular matrix maintains primary rat hepatocyte 

phenotype in‐vitro. Journal of Biomedical Materials Research Part A, 2016. 104(4): p. 957‐

965. 

55.  Lee,  J.S.,  et  al.,  Liver  extracellular  matrix  providing  dual  functions  of  two‐dimensional 

substrate  coating  and  three‐dimensional  injectable  hydrogel  platform  for  liver  tissue 

engineering. Biomacromolecules, 2014. 15(1): p. 206‐18. 

56.  Grant,  R.,  et  al.,  Blended  electrospinning  with  human  liver  extracellular  matrix  for 

engineering new hepatic microenvironments. Scientific Reports, 2019. 9(1): p. 6293. 



Part II. The extracellular matrix 

351 

57.  Gilbert,  T.W.,  Strategies  for  tissue  and  organ  decellularization.  Journal  of  cellular 

biochemistry, 2012. 113(7): p. 2217‐2222. 

58.  Snedeker, J.G. and A. Gautieri, The role of collagen crosslinks in ageing and diabetes ‐ the 

good, the bad, and the ugly. Muscles, ligaments and tendons journal, 2014. 4(3): p. 303‐308. 

59.  Lewis,  P.L.,  et  al.,  Complex  bile  duct  network  formation  within  liver  decellularized 

extracellular matrix hydrogels. Scientific reports, 2018. 8(1): p. 1‐14. 

60.  Williams, C., K. Sullivan, and L.D. Black, 3rd, Partially Digested Adult Cardiac Extracellular 

Matrix Promotes Cardiomyocyte Proliferation In Vitro. Adv Healthc Mater, 2015. 4(10): p. 

1545‐54. 

61.  Godehardt, A.W., et al., Decellularized pig pulmonary heart valves—Depletion of nucleic 

acids measured by proviral PERV pol. Xenotransplantation, 2020. 27(2): p. e12565. 

62.  Łopata,  K.,  et  al.,  Porcine  Endogenous  Retrovirus  (PERV)  ‐  Molecular  Structure  and 

Replication Strategy in the Context of Retroviral Infection Risk of Human Cells. Frontiers in 

microbiology, 2018. 9: p. 730‐730. 

63.  Kallenbach, K., et al., Guided tissue regeneration: porcine matrix does not transmit PERV. 

Biomaterials, 2004. 25(17): p. 3613‐3620. 

64.  Alevra Sarika, N., et al., Human Liver‐Derived Extracellular Matrix for the Culture of Distinct 

Human Primary Liver Cells. Cells, 2020. 9(6): p. 1357. 

65.  Lewis,  P.L.,  et  al.,  Complex  bile  duct  network  formation  within  liver  decellularized 

extracellular matrix hydrogels. Scientific Reports, 2018. 8(1): p. 12220. 

66.  Saheli, M., et al., Three‐dimensional  liver‐derived extracellular matrix hydrogel promotes 

liver organoids function. J Cell Biochem, 2018. 119(6): p. 4320‐4333. 

67.  Wolf, M.T.,  et  al.,  A  hydrogel  derived  from  decellularized  dermal  extracellular matrix. 

Biomaterials, 2012. 33(29): p. 7028‐7038. 

68.  Fernández‐Pérez,  J.  and  M.  Ahearne,  The  impact  of  decellularization  methods  on 

extracellular matrix derived hydrogels. Scientific Reports, 2019. 9(1): p. 14933. 

69.  Desai, S.S., et al., Physiological ranges of matrix rigidity modulate primary mouse hepatocyte 

function in part through hepatocyte nuclear factor 4 alpha. Hepatology, 2016. 64(1): p. 261‐

75. 

70.  Skardal, A., et al., A hydrogel bioink  toolkit  for mimicking native  tissue biochemical and 

mechanical properties in bioprinted tissue constructs. Acta Biomater, 2015. 25: p. 24‐34. 

71.  Verstegen, M.M.A., et al., Decellularization of Whole Human Liver Grafts Using Controlled 

Perfusion  for  Transplantable Organ Bioscaffolds.  Stem Cells Dev, 2017. 26(18): p. 1304‐

1315. 

72.  Verstegen, M., et al., Human extrahepatic and intrahepatic cholangiocyte organoids show 

region‐specific differentiation potential and model cystic fibrosis‐related bile duct disease. 

Scientific Reports, 2020. 10. 

73.  Sampaziotis, F., et al., Reconstruction of the mouse extrahepatic biliary tree using primary 

human extrahepatic cholangiocyte organoids. Nat Med, 2017. 23(8): p. 954‐963. 

74.  Soroka, C.J., et al., Bile‐Derived Organoids From Patients With Primary Sclerosing Cholangitis 

Recapitulate Their Inflammatory Immune Profile. Hepatology, 2019. 70(3): p. 871‐882. 

75.  Roos, F.J.M., et al., Cholangiocyte organoids from human bile retain a local phenotype and 

can repopulate bile ducts in vitro. Clinical and Translational Medicine, 2021. 11(12): p. e566. 



Chapter 10 

352 

76.  Aloia, L., et al., Epigenetic remodelling licences adult cholangiocytes for organoid formation 

and liver regeneration. Nature Cell Biology, 2019. 21(11): p. 1321‐1333. 

77.  Rimland, C.A., et al., Regional differences in human biliary tissues and corresponding in vitro 

derived organoids. Hepatology, 2020. 

78.  Willemse,  J., et al., Scaffolds obtained  from decellularized human extrahepatic bile ducts 

support  organoids  to  establish  functional  biliary  tissue  in  a  dish.  Biotechnology  and 

bioengineering, 2021. 118(2): p. 836‐851. 

79.  Chen,  C.,  et  al.,  Bioengineered  bile  ducts  recapitulate  key  cholangiocyte  functions. 

Biofabrication, 2018. 10(3): p. 034103. 

 

   



Part II. The extracellular matrix 

353 

Supplementary information 
Table S1. medium components for recovery freeze medium. 

Component  Amount  Concentration  Brand 

ADV+  500ml    See table S2 

Fetal bovine serum  100ml  20%  Life technologies 

DMSO  50ml    Sigma‐Aldrich 

 

Table S2. medium components for making basal medium (ADV+)  

Component  Amount  Concentration  Brand 

Advanced DMEM/F12  500ml    Gibco 

HEPES  5ml  1M  Life technologies 

L‐Glutamin  5ml  100X  Life technologies 

Primocin  1ml  500mg/ml  Invivogen 

Pen/Strep  5ml  10000 U/ml  Life technologies 
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Table S3. Medium formulation for Start Up Medium (SEM) and Expansion Medium (EM). Medium 

components with a * are only added to SEM.  

Component  Concentration  Brand 

Adv+  ‐  Gibco 

N2  1%  Gibco 

B27  2%  Gibco 

N‐Acetylcystein  1mM  Sigma‐Aldrich 

gastrin  10 nM  Sigma‐Aldrich 

EGF  50 ng/ml  Peprotech 

FGF10  100 ng/ml  Peprotech 

HGF  25 ng/ml  Peprotech 

nicotinamide  10nM  Sigma‐Aldrich 

A83.01  5 µM  Tocris 

Forskolin  10 µM  Torcris 

R‐Spondin  10%  Conditioned medium 

WNT*  30% Wnt  Conditioned medium 

Noggin*  25 ng/ml  Conditioned medium 

Y27632*  10µM  Tocris 

hES  cell  cloning  recovery 
solution* 

1:1000 dilution  Stemgent 
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Table S4. Medium components for differentiation medium (DM). 

Component  Concentration  Brand 

Adv+    Gibco 

N2  1%  Gibco 

B27  2%  Gibco 

gastrin  10 nM  Sigma‐Aldrich 

EGF  50 ng/ml  Peprotech 

FGF10  100 ng/ml  Peprotech 

HGF  25 ng/ml  Peprotech 

A83.01  5 µM  Tocris 

DAPT  10µM  Bio‐Connect 

BMP‐7  25ng/ml  TEBU‐Bio 

Dexamethasone  30µM  Sigma‐Aldrich 

IWP‐2  3µM  Sanbio 

iCRT‐3  25µM  Sigma‐Aldrich 

Carbachol  100µM  Sigma‐Aldrich 

CHIR  3µM  Sigma‐Aldrich 
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Table S5. Primary antibodies  

Primary antibody  Raised in  Dilution  Supplier 

Albumin  Mouse  1:250  Sigma‐Aldrich 

ZO1  Rabbit   1:100  Proteintech 

KRT 7  Mouse   1:100  Dako 

KRT 19  Mouse   1:100  Dako 

KI‐67  Rabbit  Ready –to‐use  Kind gift from pathology 

 

Table S6. List of fluorescent labeled secondary antibodies 

Secondary antibody  Raised in   Against  Dilution  Supplier 

Alexa 555  Goat  Mouse  1:100  Fisher scientific  

Alexa 488  Goat  Rabbit  1:100  Fisher scientific 
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Table S7. List of qPCR primers used  

Primer  Species  Forward sequence 5'to 3'  Reverse sequence 5'to 3' 

GAPDH  Human  CTTTTGCGTCGCCAGCCGAG  CCAGGCGCCCAATACGACCA 

HPRT‐1  Human  ACCAGTCAACAGGGGACATAA  CTTCGTGGGGTCCTTTTCACC 

B2M  Human  GTGTCTGGGTTTCATCCATC  GGCAGGCATACTCATCTTTT 

LGR‐5  Human  GTCAGCTGCTCCCGAATCCC  TGAAACAGCTTGGGGGCACA 

KRT‐7  Human  GGGGACGACCTCCGGAATAC  CTTGGCACGCTGGTTCTTGA 

KRT‐19  Human  GCACTACAGCCACTACTACACGA  CTCATGCGCAGAGCCTGTT 

EPCAM  Human  GACTTTTGCCGCAGCTCAGGA  AGCAGTTTACGGCCAGCTTGT 

KI‐67  Human  CTACGGATTATACCTGGCCTTCC  AGGAAGCTGGATACGGATGTCA 

Vimentin  Human  CGGGAGAAATTGCAGGAGG  TGCTGTTCCTGAATCTGAGC 

Albumin  Human  CTGCCTGCCTGTTGCCAAAGC   GGCAAGGTCCGCCCTGTCATC 

CYP‐3a4  Human  AGCAAAGAGCAACACAGAGCTGAA  CAGAGGTGTGGGCCCTGGAAT 

HNF‐4α  Human  GTACTCCTGCAGATTTAGCC  CTGTCCTCATAGCTTGACCT 

GAPDH  Porcine  TTCACTCCGACCTTCACCA  CCGCGATCTAATGTTCTCTTTC 

PERV‐pol  Porcine  CGACTGCCCCAAGGGTTCAA  TCTCTCCTGCAAATCTGGGCC 
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Supplementary figures 

Figure S1. Confirmation of decellularization and characterization of  the decellularized LECM.  (A) 

image of a porcine  liver before and after decellularization showing  that after decellularization  the 

porcine  liver  was  white  and  semi‐transparent.  The  green,  non‐decellularized,  gall  bladder  was 

removed afterwards.  (B, C): Histological confirmation of decellularization  for porcine  liver  (B) and 

human liver (C). The HE and DAPI images showed no nuclear/cellular material after decellularization. 

Images are representative for all livers. Scale bars: 200µm. (E) Representative images of PPFE slides 

of HLECM stained for collagen types I, III and IV, showing that these types of collagen were present 

after preparation of the hydrogels. Scale bars: 100µm. (F) Light transmittance (turbidity) changed, as 

the hydrogels solidified. This was measured as a function of time. HLECM (N=3) had a shorter  lag‐

phase, but PLECM (N=3) did increase turbidity with a steeper slope.  
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Figure  S2. Mechanical  and  biochemical  characterization  of  LECM  hydrogels.  (A)  Representative 

strain (γ), frequency (Hz) and time sweeps for HLECM, PLECM and matrigel, showing the linear regions 

in which the samples could be measured. (B, C) Nano‐indentation results for HLECM (B) and PLECM 

(C) from individual livers (N=4 livers for both. Significant differences (P<0.01) between HL2 (average: 

421Pa, SD:± 261Pa) and HL3 (Average: 233Pa, SD:±168) and between HL3 and Hl4 (average: 326Pa, 

SD: ±180Pa) were found. HL1 (average:265Pa, SD:±165Pa) did not significantly differ from any of the 

livers. For the porcine  liver, only PL1 (average: 581Pa, SD:±95Pa) had a significant (P<0.001) higher 

effective  Young’s  modulus  than  PL2,  3  and  4  (PL2:  358Pa,  SD:±137Pa,  PL3:325Pa,  SD:±106Pa, 

PL4:352Pa, SD:±90Pa). (D) Nano indentation results for LECM dilution series, showing many significant 

differences  (*:P<0.05,  **:P<0.01,  ***:P<0.001)  between  different  concentrations  of  PLECM  and 

HLECM. In general, PLECM has a higher effective Young’s modulus than HLECM, however, LECM of 

similar concentrations did not differ significantly from each other. HLECM 3.0 mg ml−1 and 1.5mg ml−1 

were  excluded  due  to  unreliable  ‘find  surface’ measurements.  (E)  Nano‐indentations  results  for 

different  BME  formulations,  which  showed  that  matrigel  (average:  612Pa,  SD:±57Pa)  has  a 

significantly  (P<0.001) higher effective Young’s modulus  than BME  (70%: 371Pa, SD:±50Pa, 100%: 

399Pa, SD:114Pa) (F) Heat map showing the results of the human growth factor array tested on N=4 

different human  livers  after decellularization  and preparation of hydrogel. Results  are  relative  to 

before decellularization (T=0) samples. b‐NGF, EGF, IGF‐1, IGFBP‐4 NGF‐R, NT‐3, NT‐4, PDGF‐AA and 

VEGF‐R3 were omitted due to non‐reliable standard curves. Insulin was removed due to addition of 

ADV+ during the preparation of LECM hydrogels, which contains high concentrations of insulin.  
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Figure S3. ICO transferred from BME to LECM extracts show cell matrix interactions. (A, C) Bright 

field images of ICO transferred to PLECM showing ‘branch’ like structures (A) or ‘tube’ like structures 

(B). Scale bars: 400µm. (B, D) Whole mount F‐actin staining showing similar structures as in AC. Scale 

bars: 200µm.  (E) Gene expression  (2‐ΔCt) of  selected genes. No  significant differences were  found 

between ICO grown in BME or transferred towards varying concentrations of PLECM. (F) bright field 

images of  ICO  transferred  towards various  concentrations of HLECM. These  cultures  show  similar 

patterns as the ICO transferred towards PLECM, where at lower concentrations, the HLECM appeared 

to be shrinking and in the high concentration, the HLECM remained intact. Scale bars: 2000µm. (G) 

Whole mount  F‐actin  staining  of  ICO  transferred  towards  HLECM.  Scale  bar:  400µm.  (H)  Gene 

expression (2‐ΔCt) of selected genes between matched ICO grown in BME, PLECM or HLECM (N=9).  
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Figure S4. ICO initiated in HLECM could be maintained for multiple passages. (A) Bright field images 

of representative ICO culture at passage 10. Scale bars: 200µm. (B) Whole mount confocal image of 

ICO  initiated  in HLECM  showing  F‐actin  staining.  Scale bar: 200µm.  (C) Gene expression  (2‐ΔCt) of 

selected genes. No significant differences were found. (D) HE‐stained PPFE‐slides showing BME grown 

ICO, ICO transferred towards HLECM and ICO initiated in HLECM in EM. ICO had similar phenotypes. 

Scale bar: 100µm.  



Part II. The extracellular matrix 

363 

Figure S5. PLECM also support ICO initiation. (A, B) Representative bright field images of ICO initiated 

in PLECM at passage 1(A) and passage 5(B). Scale bars: 2000µm. (C) HE‐stained PPFE‐slides showing 

ICO initiated in PLECM in EM. Scale bar: 100µm. (D‐F) Whole mount confocal stained ICO for F‐actin 

(D), KRT‐7 (E) and albumin (F). Scale bars DF: 200µm. Scale bar: E 100µm. (G) Gene expression for 

selected genes (2‐ΔCt) showing no significant differences between BME grown ICO, ICO transferred to 

PLECM and ICO initiated in PLECM.  
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Figure S6. Differentiation of ICO towards hepatocyte‐like cells in different concentrations of PLECM. 

(A) HE‐stained PPFE‐slides of ICO differentiated in BME and three different concentrations of PLECM. 

ICO were transferred to PLECM. Upon differentiation, ICO became denser structures with one or more 

lumen.  Scale  bars:  200µm.  (B) Whole mount  confocal  staining  of  differentiated  ICO  in  different 

concentrations of PLECM for F‐actin, KRT‐7 and albumin. Scale bars: 200µm. (C) Fold change (2‐ΔΔCt) 

of  selected genes after differentiation  compared  to  ICO grown  in BME  in expansion medium. No 

significant differences were found between the different differentiated conditions.  
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Figure S7. Differentiation of ICO towards hepatocyte‐like cells using HLECM. (A) HE‐stained PPFE‐

slides  of  differentiated  ICO  grown  in  BME,  transferred  to  HLECM  or  initiated  in  HLECM.  Upon 

differentiation, the ICO formed dense clumps of cells with one or more lumen. Scale bars: 200µm. (B) 

Changes  in  fold  change  (2‐ΔΔCt) after differentiation  compared  to BME grown  ICO  in EM between 

donor‐matched  samples.  Significant differences were  found between  ICO  grown  in BME  and  ICO 

transferred to HLECM for HNF‐4α and KRT‐19 (P<0.05).  



Chapter 10 

366 

Figure S8. Suspension cultures in spinner flask allow for large‐scale expansion of ICO. (A) Bright field 

images of ICO grown in the spinner flasks after 14 days of culture. The ICO grown in HLECM conditions 

often contained HLECM particles in their lumen or were growing surrounding these dense particles. 

Scale bars: 200µm.  (B) HE‐stained PPFE‐slides of  ICO after 14 days of culture  in spinner  flask. The 

HLECM conditions had a dense structure and/or had multiple  lumen.  ICO transferred to HLECM or 

initiated in HLECM often cultured on small‐solidified pieces of HLECM. (C) Gene expression (2‐ΔCt) of 

selected genes. No significant differences were found in expression of KRT‐19 and albumin. Significant 

differences (P<0.05) were found for HNF‐4α (between transferred static and transferred spinner) and 

MRP‐2 (between the two static controls).  
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Abstract 
Advances  in biomaterials, particularly  in combination with encapsulation strategies, have 

pro‐vided excellent opportunities  to  increase  reproducibility and standardization  for cell 

culture  ap‐plications.  Herein,  hybrid  microcapsules  are  produced  in  a  flow‐focusing 

microfluidic droplet generator combined with enzymatic outside‐in crosslinking of dextran‐

tyramine, enriched with human liver extracellular matrix (ECM). The microcapsules provide 

a physiologically relevant microenvironment for the culture of intrahepatic cholangiocyte 

organoids  (ICO)  and  pa‐tient‐derived  cholangiocarcinoma  organoids  (CCAO).  Micro‐

encapsulation allowed for the scalable and size‐standardized production of organoids with 

sustained  proliferation  for  at  least  21  days  in  vitro.  Healthy  ICO  (n  =  5)  expressed 

cholangiocyte markers, including KRT7 and KRT19, similar to standard basement membrane 

extract cultures. The CCAO microcapsules (n = 3) showed retention of stem cell phenotype 

and  expressed  LGR5  and  PROM1.  Furthermore,  ITGB1  was  upregulated,  indicative  of 

increased cell adhesion to ECM in microcapsules. Encapsu‐lated CCAO were amendable to 

drug screening assays, showing a dose‐response  response  to  the clinically  relevant anti‐

cancer drugs gemcitabine and cisplatin. High‐throughput drug testing identified both pan‐

effective drugs as well as patient‐specific resistance patterns. The results de‐scribed herein 

show  the  feasibility of  this one‐step encapsulation approach  to create size‐standardized 

organoids for scalable production. The liver extracellular matrix‐containing microcapsules 

can provide  a powerful platform  to build mini healthy and  tumor  tissues  for po‐tential 

future transplantation or personalized medicine applications.   
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Introduction 
Hepatobiliary organoids are valuable biomimetic ex vivo models for regenerative medicine 

and disease modeling purposes [1–3]. These three‐dimensional organotypic cell structures 

recapitulate aspects of the native  liver  in vitro through complex cell–cell and cell–matrix 

interactions,  which  allow  for  self‐organization  [4,5].  Healthy  donor‐derived  human 

cholangiocyte organoids used in a regenerative setting have shown the potential to restore 

damaged biliary epithelium  in a preclinical model  [6,7]. Simultaneously, pa‐tient‐derived 

cholangiocyte and cholangiocarcinoma organoids offer an interesting plat‐form for studying 

biliary diseases, particularly for drug screening applications [2,8–10]. However, the clinical 

and industrial translation of these organoids is currently limited by the use of mouse tumor‐

derived basement membrane extracts (BME). 

Organoids are typically cultured in BME, which is a complex mixture of extracellular matrix 

(ECM) components derived from the mouse tumor mass produced by Eng‐lebreth‐Holm‐

Swarm cells  [11,12]. BME allows  for self‐organization of  the cells  into  three‐dimensional 

organotypic structures with maintenance of a proliferative status and can be used to create 

a tumor tissue‐like microenvironment in vitro [5,13–15]. However, the process of cellular 

self‐organization is uncontrolled, leading to relatively large in‐ter‐organoid disparity in size 

[16]. Organoid  size  is  known  to  influence  cell  growth  and  division  and  thus  introduces 

unwanted heterogeneity for standardization within transla‐tional applications of organoids 

[17,18].  This  results  in  limited  reproducibility  of  in  vitro  experiments.  Furthermore, 

expansion of organoids in BME hemispheres is labor intensive and time consuming, which 

reduces scalability of the organoid cultures [19]. Thus, to overcome these limitations, there 

is  a  need  for  a  controlled,  continuous,  high‐throughput  organoid  production  processes 

utilizing BME alternatives that are good clinical practice compliant [20]. 

We have  recently  shown  that BME  can be  replaced by  a hydrogel derived  from decel‐

lularized  human  liver  ECM  [21].  This  hydrogel  supports  the  initiation  and  culture  of 

cholangiocyte organoids and can unlock direct clinical applications for regenerative med‐

icine purposes [13]. However, the use of this hydrogel does not resolve the high  level of 

heterogeneity in organoid size and culture and still requires a time‐consuming process. The 

incorporation  of  decellularized  liver  ECM with  bioengineering  encapsulation  strate‐gies 

could  provide  the  necessary  tools  to  comprehensively  circumvent  the  persisting  limi‐

tations. 

In this study, we report on a microfluidic methodology for the controlled, high‐throughput 

production  of  intrahepatic  cholangiocyte  organoids  (ICO)  and  cholangi‐ocarcinoma 

organoids  (CCAO)  in  hybrid  microcapsules  containing  decellularized  liv‐er‐derived 

extracellular  matrix  [21].  In  order  to  achieve  this,  primary  human  cholangiocyte  and 

cholangiocarcinoma cells are encapsulated in a human liver extracellular ma‐trix‐containing 
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dextran‐tyramine microcapsules utilizing single‐step enzymatic out‐side‐in crosslinking  in 

an off‐the‐shelf, reusable, flow‐focusing microfluidic device. En‐capsulated organoids are of 

similar  quality  compared  to  standard  BME‐cultured  organ‐oids  but  show  a  high 

standardization with regard to size. In addition, this setup allows for the production of high 

quantities of tumor organoids that are similar in size and qual‐ity for scalable personalized 

drug screening.   
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Methods 

Human Donor Liver Biopsies and Cholangiocarcinoma Biopsies for Organoid 

Cultures 
Intrahepatic cholangiocyte organoids (ICO) (n = 5) were initiated from donor liver bi‐opsies 

(0.5 cm3–1 cm3) following a previously published protocol [5,22]. The use of liver biopsies 

for  research  purposes was  approved  by  the medical  ethics  committee  of  the  Erasmus 

University  Medical  Center  (MEC‐2014‐060).  Cholangiocarcinoma  (CCA)  tumor  tissue 

biopsies (n = 3) were obtained through liver resections performed at the Erasmus MC (MEC‐

2013‐143) and CCAO were  initiated as described previously [9]. All patients gave written 

informed consent  to use  their  tissue  for  research purposes.  In short,  the biop‐sies were 

digested  in 2.5 mg/mL collagenase type A (Sigma‐Aldrich, St. Louis, Missouri, US) for 20–

120 min at 37 °C. Next, the suspension was strained (70 µm cell strainer), washed with cold 

ADV+ (Table S1), resuspended in basement membrane extract (BME, Cultrex, R&D systems, 

Minneapolis, MN, United States), and plated in 25 µL droplets in 48‐well suspension culture 

plates (Greiner Bio One, Alphen aan den Rijn, the Nether‐lands). The BME was allowed to 

solidify for 45–60 min at 37 °C before 250 µL startup ex‐pansion medium (SEM, Table S2) 

was added. After 72 h, SEM was  replaced with Expan‐sion Medium  (EM, Table S2) and 

refreshed every 3 to 4 days. Organoids were passaged by mechanical dissociation every 7 

days in 1:3 to 1:6 split ratios. 

Human Liver for Decellularization and Hydrogel Preparation 
Human  livers  (n  =  4),  deemed  unsuitable  for  transplantation,  were  decellularized  as 

previously described  [23].  In short,  livers were obtained after declination  for  liver  trans‐

plantation by all transplant centers  in the Eurotransplant zone. Informed consent for the 

use of these livers for research purposes was given to transplant coordinators of the Dutch 

Transplant Foundation by next of kin and was approved by the Erasmus MC medical ethics 

committee (MEC‐2012‐090). 

Decellularization was achieved by continuous perfusion with Triton X‐100 solution for 120 

min, followed by nine 120 min reperfusion cycles with 10 L Tx100 solution. Af‐terward, the 

livers were flushed with 100 L dH2O and stored in dH2O for 10–14 days at 4 °C. This was 

followed by DNase treatment (10 mg/L DNase type I (Sigma) in 0.9% NaCl + 100 mM CaCl2 

+ 100 mM MgCl2) for eight hours at RT. Complete decellularization was confirmed based 

on histology and DNA quantification. 

HLECM  hydrogels were  prepared  as  previously  described  [21].  In  short,  the  ECM was 

lyophilized (Zirbus Technology Sublimator 400) and pulverized (Retsch ZM200). HLECM (40 

mg/mL) was digested in 10% (W/W) Pepsin (Sigma, 3200–4500 U/mg) in 0.5 M Acetic Acid 

over a 72 h period at RT. Afterward, cold 10%(V/V) 10X PBS and cold 10% (V/V) ADV+ were 
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added. PH was neutralized to 7.4–7.6 by the addition of 1 M NaOH. Solubil‐ized HLECM 

concentration  was measured  using  a  Pierce  BCA  assay  (ThermoFisher, Waltham, MA, 

United States) and, if needed, further diluted to 8 mg/mL. HLECM was stored at −20 °C. 

Microfluidic Encapsulation 
A reusable 3D microfluidic glass capillary platform was used for the production of droplets, 

as previously described  [24]. A polymethylmethacrylate  (PMMA) microfluidic device was 

fabricated  using  standard  cutting  and  abrasion  technology  [24].  Fused  silica  capillaries 

(inner diameter of 200 µm; Polymicro Technologies, Phoenix, AZ, United States) were used 

to  fabricate  the nozzles by  insertion  into a  transparent,  semi‐permeable  silicone  tubing 

(Helix Medical, Carpinteria, CA, United  States) with  a borosilicate  capil‐lary  spacer  (CM 

Scientific,  Silsden,  United  Kingdom).  The  nozzles  were  operated  in  a  flow‐focusing 

configuration and enabled droplet formation, in‐line monitoring of droplet formation, and 

allowed  for diffusion‐based delivery of H2O2  (Sigma‐Aldrich)  to control‐lably  induce  the 

enzymatic outside‐in crosslinking of the formed droplets. 

5% Dextran‐tyramine  (Dex‐Ta) + 0.1% HLECM + 250 U/mL horseradish peroxidase  (HRP) 

(Sigma‐Aldrich) solutions were used as hydrogel precursor solution. The resulting Dex‐Ta 

contained 14 tyramine moieties per 100 repetitive units. Droplets were produced in a N‐

Hexadecane (Sigma‐Aldrich) oil phase supplemented with 1% Span 80 (Sig‐ma‐Aldrich) as a 

surfactant. Droplets were produced using a total flow rate of 100 µL/min with a water:oil 

ratio of 1:10 using a low‐pressure syringe pump (neMESYS, Cetoni, Kor‐bußen, Germany). 

The enzymatic outside‐in crosslinking was induced through the trans‐portation of droplets 

within a semi‐permeable silicone tube that was immersed for 20 cm in a 30% H2O2 bath. 

Diffusion of H2O2 through the tubing and the oil phase into the Dex‐Ta, HLECM, and HRP‐

containing droplets allowed for the formation of microcap‐sules. Produced microcapsules 

were collected  in  the oil. The emulsion was broken by  five consecutive washes using N‐

Hexadecane and subsequent washes in phosphate‐buffered saline (PBS). 

For the production of organoid‐laden microcapsules, cells were trypsinized, washed with 

medium, and collected using a 40 µm cell strainer. Cells were suspended in the hy‐drogel 

precursor solution at a concentration of 1×106 cells/mL, which was supplemented with 8% 

optiprep (Sigma‐Aldrich) to obtain ρ = 1.05 g/L. The cell‐laden hydrogel precursor solution 

was loaded in an ice‐cooled gastight syringe (Hamilton) that was continually ag‐itated using 

a  small magnet  in order  to prevent  the  formation of  cell  clumps. Upon  collec‐tion  and 

washing, cell‐laden microcapsules were divided into 12‐well plates. 

Cell Culture in Microcapsules 
Encapsulated  organoids were  placed  in  EM, which was  refreshed  every  3–4  days.  Cell 

viability was assessed using live dead staining. Organoids were incubated with pro‐pidium 
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iodide  (50  μg/mL)  and  calceinAM  (0.5  μM)  at  37  °C  and  5% CO2  for 60 min. An  EVOS 

microscope (ThermoFisher) was used to image cultures over time. The average di‐ameter 

of ICO was measured using ImageJ (Version 1.53u, Bethesda, MD, USA). 

At  set  time  points  (D7  and  D21),  organoids  were  fixed  using  4%  paraformaldehyde 

(Fresenius Kabi, Bad Homburg, Germany) or lysed in Qiazol (Qiagen, Hilden, Germany) lysis 

buffer. Lysed samples were stored at −80 °C. 

FFPE Histology 
Samples were washed in 1X PBS. The 1% (W/V) agarose was dissolved in PBS by heating the 

solution. Encapsulated organoids were placed  in a 96‐well plate, and PBS was  removed. 

Agarose was added and allowed to solidify at 4 °C and subsequently embedded in paraffin. 

Paraffin blocks were sectioned at 4 µm thickness and stained with hematoxy‐lin and eosin 

or used for immunohistological staining. For the latter, heat‐induced epitope retrieval was 

performed using TRIS‐EDTA buffer (pH = 8.0). Subsequently, slides were in‐cubated in goat 

serum for 1 h before incubation of primary antibodies (listed in Table S3) overnight at 4 °C. 

Slides were washed using PBS before incubation (1 h, RT) with second‐ary antibodies (listed 

in  Table  S4). All  slides were  counterstained with DAPI  (Vectashield  anti‐fade mounting 

medium with DAPI, Vectorlabs, Newark, CA, United States) and im‐aged on a Leica DM6000 

CFS microscope with a LEICA TCS SP5 II confocal system. Data were processed and analyzed 

using ImageJ. 

Whole Mount Confocal Microscopy 
Fixated samples were permeabilized with 0.1% Triton X‐100 in 1x PBS for 20 min. The 5% 

serum in 1 x PBS was used to block samples for 60 min. Primary antibodies (Table S3) were 

incubated overnight at 4 °C. Secondary antibodies (Table S4) were incubated for 60 min. F‐

actin  staining  was  performed  by  incubating  samples  with  Alexa  Fluor  488  Phalloidin 

(Thermofisher) for 20 min at RT. All samples were counterstained with DAPI (Vectashield 

anti‐fade mounting medium with DAPI, Vectorlabs). Samples were imaged using a Leica 20x 

water dipping  lens on a Leica DM6000 CFS microscope with a LEICA TCS SP5  II confocal 

system. Data were processed and analyzed using ImageJ. 

RT‐qPCR 
Qiazol samples were homogenized with a TissueRuptor  (Qiagen, Hilden, Germany). RNA 

isolation was performed with the miRNeasy (Qiagen) kit according to the manufac‐turers’ 

protocol, and RNA was measured on  the Nanodrop 2000. cDNA  (2 ng/µL) was prepared 

using  5x  PrimeScript  RT Master Mix  and  a  2730  Thermal  cycler  (Applied  Bio‐systems, 

Waltham, MA, USA). RT‐qPCR was performed using SYBR select master mix for SFX (Applied 

Biosystems) on a StepOnePlus RT PCR system (Applied Biosystems). The primers used are 

listed in Table S5. 
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In Vitro Drug Assay on Encapsulated CCAO 
Preliminary  to  the drug  response, encapsulated CCAO  cell  viability was measured using 

CellTiter‐Glo (Promega, Madison, WI, USA) to equalize the relative amount of ATP in each 

organoid  line  to  minimize  drug  response  variability  because  of  cell  numbers.  Next, 

encapsulated  CCAO  (n  =  3) were  plated  out  at  a  concentration  of  approximately  5000 

cells/well  in 96‐well plates  (Cellstar, Greiner Bio‐One, Alphen aan den Rijn,  the Nether‐

lands). Encapsulated organoids were cultured for 24 h, and subsequently, a concentration 

dilution  series  of  gemcitabine,  range  0.01  µM–1000  µM  (200 mg/5 ml,  Sandoz,  Basel, 

Switzerland), with a fixed concentration of cisplatin, 10 µM, (1 mg/mL, Accord) was add‐ed. 

Furthermore,  a  high‐throughput  drug  screening  using  51 drugs  from  the drug  panel  of 

approved oncology drugs  (AOD X, NIH, dtp.cancer.gov,  accessed on  15 May 2021) was 

added at a fixed concentration of 1 µM . After 72 h of incubation, cell viability was meas‐

ured  using  CellTiter‐Glo  (Promega, Madison, WI,  USA).  An  experimental  concentration 

range was determined  if possible, and dose‐response curves were  fitted using nonlinear 

least squares regression fitting. 

Statistical Analysis 
Data analysis was performed in Prism 8.0. Kruskal–Wallis test by ranks was per‐formed on 

data sets with non‐paired samples or different sample sizes. A Friedman test was performed 

on matched samples.Results and discussion 
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Results and discussion 

Healthy intrahepatic cholangiocyte organoids (ICO) can self‐assemble in 

microcapsules 
ICO was produced by cholangiocyte cell encapsulation in microcapsules utilizing enzymatic 

outside‐in crosslinking of cell‐laden hydrogel precursor droplets as described by van Loo et 

al. [24] and as depicted in Figure 1A,B. Hydrogel precursor droplets flow through a semi‐

permeable  silicone  tubing, which  allows  for  outside‐in  diffusion  of  hy‐drogen  peroxide 

(H2O2), which  initiates  an outside‐in  crosslinking  reaction  that  results  in microcapsules 

(Figure 1C,D) with high monodispersity (coefficient of variation = 1.8%) (Figures 1C,D and 

S1A). 

The main advantage of the outside‐in enzymatic crosslinking approach is the simple single‐

step continuous production process it utilizes, which is in contrast to multistep approaches 

such  as  microcapsules  utilizing  sacrificial  cores  [25,26],  complex  multiple  emulsion 

strategies  [27,28],  or  non‐continuous  layer‐by‐layer  biofabrication  [29]. Most  of  these 

complex  approaches  are  based  on  ionic  crosslinking  of  alginate  hydrogels,  which  is 

considered unstable due to the inherently reversible non‐covalent crosslink that is suscep‐

tible to gradual loss of divalent ions from the crosslinked alginate [30]. The enzymatic co‐

valent crosslinking of Dextran‐TA results in stable microcapsules, which allow for long‐term 

cell culture and microaggregation of microencapsulated cells [24]. 

Cells derived from healthy ICO were encapsulated in microcapsules of 5% Dex‐tran‐TA and 

0.1% human liver extracellular matrix (HLECM) microcapsules. Dextran was chosen as it is a 

versatile and cytocompatible biomaterial that can be modified with rela‐tive ease (e.g., the 

addition of the functional tyramine group to the polymer) [31]. However, the addition of 

0.1% HLECM was necessary as Dex‐Ta hydrogel without HLECM did not support the self‐

organization  of  ICO  (Figure  S1B,C).  Alternative  (synthetic)  ECM  compo‐nents,  such  as 

collagen [14], cell adhesion motifs (fibronectin or RGD) [32], or laminin‐111 [15,33], can be 

used  to augment  the  inert polymeric backbone and  to create a more  tis‐sue‐mimetic or 

tumor  surrounding  [8,14,34].  These  components were  considered, but  fi‐ne‐tuning  and 

optimizing  the  concentrations  in  designer  hydrogels  with  ECM  compo‐nents  can  be 

cumbersome and challenging [13]. Alternatively, ECM extracts from decellu‐larized tissues 

can  be  used  [35].  Different  publications  have  shown  that  organoids  can  be  grown  in 

hydrogels  derived  from  different  decellularized  tissues,  which  include  small  in‐testinal 

submucosa [36] or stomach [37]. However, it was also shown that there is a tis‐sue‐specific 

effect of the ECM hydrogels on the organoids [37]. HLECM can successfully replace BME as 

a  tissue‐specific culture substrate  for  ICO;  therefore, we  tested  this  liver ECM extract  to 

augment the Dex‐Ta hydrogels [21]. 
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The use of HLECM allowed for the formation of ICO inside Dex‐Ta hydrogels and the Dex‐Ta 

microcapsules. The cells formed aggregates after one day of culture, and these ag‐gregates 

were cultured for up to 21 days inside the microcapsules (Figure 1E). The average diameter 

of encapsulated ICO did not significantly increase between day 7 (98 µm, SD: ±37 µm), day 

14 (109 µm, SD: ±35 µm), or day 21 (112 µm, SD: ±36 µm). The average di‐ameter of the 

ICO did not exceed the outer diameter (O.D.) of the microcapsules, which was 157 µm (SD: 

±14 µm). Moreover, the difference between the average diameter for ICO grown in BME 

(332 µm, SD: ±259 µm) was significant (p < 0.001) when compared to en‐capsulated ICO. 

This indicates that encapsulated ICO are more size‐controlled than ICO grown in BME, as 

there is less variation in organoid size (Figure 1F). ICO cells remained viable during the 21‐

day  culture  period  (Figure  1G).  Dead  cells  were  observed  inside  the  microcapsules; 

however,  it  remains  unclear whether  this  is  the  result  of  the  encapsulation process or 

normal cell death during the culture period. Similar levels of cell death are also seen in ICO 

grown in BME. However, in BME‐grown ICO, dead cells typically accumulate in the lumen 

of  the  organoids,  whereas  with  the  encapsulated  organoids,  dead  cells  ap‐pear  to 

accumulate in between the organoid and the capsule. Hematoxylin and eosin staining on 

FFPE sections showed that the encapsulated ICO has a lumen that is similar to the control 

ICO grown in BME (Figures 1H and S1C). Of note, the thickness of the cell layers appeared 

thicker in the encapsulated ICO, which could be due to the columnar po‐larization of the 

cholangiocytes inside the microcapsules. Similar phenotypes were seen for cholangiocyte 

organoids grown on ductal ECM when cell growth was limited by space (e.g., confluent cell 

layers) [38,39].  

Encapsulated  ICO  stained  positive  for  the  cholangiocyte  marker  KRT7  (Figure  2A–C). 

Proliferation marker KI67 was found to be present at day 7 but was decreased at day 21 

(Figure 2D), which might be due to the organoid size restriction due to the set microcap‐

sule size. The zonula occludens 1 (ZO1) honeycomb structure was found both on days 7 and 

21 (Figure 2E–G), indicating the formation of tight junctions at the interface of the lu‐men. 

Interestingly,  in  vivo  ZO1  is  only  present  inside  the  lumen  of  the  bile  duct, while  the 

encapsulated ICO revealed the ZO1 honeycomb structure on both the inside and the out‐

side  of  the  organoids.  This  could  indicate multiple  polarized  cell  layers  sandwiched  to‐

gether, with the outermost layer turned inside out. On a transcriptome level, encapsulated 

ICO maintained a similar expression profile as BME‐cultured ICO for cholangiocyte markers 

KRT7, KRT19, and EPCAM, MUC1 (Figure 2H). This was also seen for stem cell marker LGR5, 

which  in vivo  is only upregulated  in damaged  liver  tissue  [40], but can be regarded as a 

marker  for  the  cholangiocyte  organoids.  Hepatocyte‐like  cell marker  albu‐min  did  not 

significantly  change over  the  culture period. The proliferation marker KI67 appeared  to 

decrease on the protein level by day 21 (Figure 2D) but not on the mRNA level (Figure 2H). 

Actually, an increasing trend of KI67 gene expression was observed at 21‐day, though this 
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did not reach statistical significance. Average gene expression of epitheli‐al‐mesenchymal 

transition marker  vimentin  remained  stable,  indicating  that  ICO  does  not  undergo  this 

transition after encapsulation. In conclusion, encapsulated ICO resemble ICO grown in BME 

on gene‐ and protein expression level for selected markers.  

Human cholangiocyte organoids are of  interest  for  regenerative applications, such as ex 

vivo repair of the damaged biliary epithelium [6,13]. Although not pursued in the cur‐rent 

study,  the  high‐throughput  nature  of  the  organoid  production  technique  might  be 

beneficiary for the clinical translation of  ICO for tissue engineering applications. Alterna‐

tively, encapsulation of organoids also  is of  interest  for more  fundamental  research, as 

more control over organoid growth, size, and cell number can be exerted, and direct co‐

culture  systems  can  be  engineered  for  probing  cell–cell  interactions.  This  can  aid  in 

standardizing assays with complex three‐dimensional organoid cultures. 
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Figure  1.  Production  of microcapsules  containing  ICO  and  liver  ECM.  (A)  Schematic  of  cell  en‐

capsulation process with single cells derived from organoids. (B) Micrograph of droplet for‐mation in 

PMMA microfluidic device. (C) Confocal fluorescence images of microcapsules of which the Dex‐Ta is 

stained with Ethidium homodimer‐1 (Eth‐d1). (D) Fluorescence intensity histogram of Eth‐d1 stained 

microcapsules. (E) Bright‐field microscope images of cholangiocytes cultured in BME control for 7 days 

or cultured in microcapsules for 1, 3, 7, 14, and 21 days. (F) Average diameter of microcapsules (O.D. 

= outer diameter) encapsulated ICO at days 7, 14, and 21, and control ICO grown in BME at day 7. The 

graph indicates mean diameter + standard devi‐ation. Significance was tested using ANOVA. *** p < 

0.001. (G) Representative fluorescence  im‐ages of  ICO  in microcapsules stained with calcein‐AM  in 

green for live cells and propidium io‐dide in red for dead cells. (H) Bright‐field microscope images of 

hematoxylin and eosin‐stained ICO cultured for 7, 14, and 21 days. 
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Figure  2.  Assessment  of  cholangiocyte markers  of  ICO  cultured  in microcapsules.  (A)  Confocal 

fluorescence images of BME control ICO cultured for 7 days and microencapsulated ICO cultured for 

7  and  21  days  stained  for  KRT19  in  red  and  DAPI  in  blue.  (B)  Confocal  fluorescence  images  of 

encapsulated ICO cultured for 7 and 21 days, stained for F‐actin in green and DAPI in blue, (C) KRT7 in 

red and DAPI in blue, (D) KI67 in red and DAPI in blue, (E‐G) ZO1 in green and DAPI in blue. The left 

column represents the max projection of the entire Z‐stack, whereas the right col‐umn only shows 

the max projection of a  selection of  the Z‐stack  so  that  the  lumen of  the  ICO  is visible.  (H) Gene 

expression of BME control and encapsulated  ICO cultured  for 7, 14, and 21 days of KRT7, KRT19, 

EPCAM, MUC1, LGR5, ALB, KI67, and VIM (n = 5). No statistically significant differences were observed. 

Scale bars for (A‐E) and (G) indicate 100 µm. Scale bar for (F) indi‐cates 200 µm. 
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Hybrid Microcapsules Produce Uniformly Sized Cholangiocarcinoma 

Organoids (CCAO) 
In order to probe the versatility of the hybrid microcapsules, we also encapsulated CCAO 

derived  from  three  distinct  cholangiocarcinoma  patients. We  previously  initiated  these 

organoids from patient biopsies and confirmed their tumorigenicity [9]. Similar to ICO, the 

CCAO aggregated to form cellular spheroids, indicating the beneficial environ‐ment for cell 

encapsulation and proliferation of the tumor organoids (Figure 3A). After 21 days of culture, 

organoids  of  similar  size  to  the microcapsules were  formed,  albeit with  some  patient‐

specific heterogeneity (Figure 3B). BME‐cultured CCAOs utilize their  intrin‐sic capacity to 

self‐organize, which leads to the formation of organoids with high variabil‐ity in size (Figure 

S2). However, as stated before, organoid size  influences proliferation,  in turn potentially 

influencing drug responses [17]. Single cells dissociated from organoids in BME can be used 

to perform drug screenings, but these  lack the direct cell–cell  interac‐tions of organoids. 

The encapsulated tumor organoids generated herein show a tight reg‐ulation of size over 

time,  particularly  when  compared  to  gold‐standard  BME  culture  (Fig‐ure  3C).  This 

demonstrates the efficient generation of standardized tumor organoids using the droplet‐

generating microfluidic system. 

To quantitatively evaluate  the potential  change  in  transcriptome due  to encapsula‐tion, 

real‐time PCR was employed. KI67, a marker for proliferation, remained constant over time, 

although with  inter‐patient  heterogeneity,  similar  to  the  observations with  bright‐field 

microscopy (Figures 3D and S2). Importantly, we found that the stemness of the organoids, 

as  represented by LGR5 and PROM1 expression, was similar  in encapsu‐lated CCAO and 

BME‐cultured  CCAO  (Figure  3E).  Thus,  the  cancer  stem  cell  phenotype,  an  important 

characteristic of organoids  in BME [41],  is not  lost during encapsulation. Lastly,  integrins 

play a crucial part in the reciprocal signaling occurring between cells and the extracellular 

matrix  [42].  Integrin  signaling  is  affected by encapsulation within  the microcapsules,  as 

ITGB1  is  significantly  upregulated  after  14  and  21  days  of  encapsula‐tion,  suggesting 

different ECM‐cell  interactions occur  (Figure 3F).  Immunofluorescent  staining  confirmed 

the cholangiocyte‐origin of the tumor organoids with high KRT7 posi‐tivity at day 7 and day 

21 in all three patient lines (Figure 3G). Furthermore, F‐actin was stained to visualize actin 

bundle alignment, which suggested actin re‐arrangement over  time  (Figure 3H). Overall, 

encapsulated  CCAO  exhibit  a  relatively  similar  gene  and  pro‐tein  expression  profile 

compared to conventional BME culture, and thus, hybrid HLECM and Dex‐Ta microcapsules 

can provide a more standardized, scalable microenvironment. 

   



Part II. The extracellular matrix 

383 

Figure  3.  CCAO  formation  and  characterization  in microcapsules.  (A) Representative  bright‐field 

microscope images of cholangiocarcinoma tumor cells cultured in microcapsules for 1, 7, 14, and 21 

days. Scale bar indicates 400 µm in the top row and 100 µm in the bottom row. (B) Representative 

bright‐field  micrographs  of  three  distinct  patient‐derived  CCAO  after  21  days  of  culture  in 

microcapsules.  Scale bar  indicates 100 µm.  (C)  Size  analysis of CCAO  in BME or en‐capsulated  in 

microcapsules. Shown is the mean and standard deviation of individual organoids grown in BME (Day 

1: n = 46, Day 7: n = 73, Day 14: n = 73) or microcapsules (n = 117). Standard deviation was smallest 
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in  microcapsules.  (D–F)  Gene  expression  analysis  using  real‐time  PCR  of  BME  control  and 

encapsulated CCAO cultured for 7, 14, and 21 days of KI67 (D), LGR5, PROM1 (E), and ITGA5 and ITGB1 

(F). * p < 0.05 (G, H) Confocal fluorescence imaging of encapsulated CCAO cultured for 7 or 21 days, 

which stained for KRT7 in red (G) and F‐actin in green (H). Both images also contain DAPI staining in 

blue. Scale bar indicates 100 µm.   

Encapsulated Cholangiocarcinoma Organoids (CCAO) Are Amendable to 

Drug Screening 
We next investigated the feasibility of the hybrid capsules to be applied to (personal‐ized) 

drug  screens  in  a  controlled  format.  Gemcitabine  and  cisplatin  combinational 

chemotherapy is the gold standard for the palliative treatment of CCA patients [43]; thus, 

we  incubated encapsulated CCAO  for 72 h with  these drugs. After  combining 10 µM of 

cisplatin with different doses of gemcitabine, a clear dose‐dependent response on cell via‐

bility was detected (Figure 4A). Differences in response were observed between patients, 

with CCA3 showing the highest sensitivity (IC50 0.1 µM, compared to CCA1 IC50 9.4 µM, 

CCA2 IC50 2.2 µM). Since dead cells were not able to escape the hybrid microcapsule, drug 

response could also qualitatively be observed by bright‐field microscopy, which showed the 

accumulation  of  dead  cells  (Figure  4B).  Encapsulated  organoids  from  CCA1  show  a 

significant difference  compared  to BME‐cultured CCAO  after  gemcitabine  and  cis‐platin 

exposure  (10 µM:  p  =  0.04,  Figure  4C),  indicating  that  encapsulation  influences  chemo 

resistance of CCAO in a patient‐dependent manner. To expand upon these initial findings, 

a large‐scale drug response experiment was performed to further investigate the potential 

of  encapsulated  tumor organoids  for  throughput personalized medicine drug  screening 

applications. For  this, 51 FDA‐approved anti‐cancer drugs were  tested on en‐capsulated 

CCAO of the three patients. Patient‐derived organoids showed relatively high heterogeneity 

in drug response to the drug screening panel (Figure 4D). CCA1 had a slightly higher average 

relative cell viability (0.47 ± 0.41) compared to CCA2 (0.36 ± 0.33) and CCA3 (0.43 ± 0.34). 

However, no significant differences were present due to the  large  inter‐drug differences. 

Interestingly,  this encapsulated  throughput approach  identified both drugs  that  showed 

resistance  in all  three patients as well as pan‐effective drugs, alt‐hough  the majority of 

responses  showed  high  patient  heterogeneity  (Figure  4E).  Ceritinib  and  Romidepsin 

exhibited the best pan‐effective response, with preclinical data  in CCA cell  lines showing 

Romidepsin’s ability to  induce G2/M phase arrest  [44],  indicating that future research  is 

warranted. Ceritinib was recently used in a phase I trial for solid tumors, including CCA, with 

a manageable toxicity profile, paving the way for further develop‐ment as well [45]. Diving 

more into potential patient‐specific effects, it is clear there is var‐iation in the drug response 

to singular therapies (Figure 4F). As an example, selumetinib, which previously failed in a 

phase II study in CCA [42]], revealed overall cell viability of 0.01, 0.9, and 1.2 for CCA1, CCA2, 

and CCA3,  respectively. This shows a  large difference  in response between patients and 

confirms the observed overall  lack of efficacy  in the clinical trial. These results stress the 



Part II. The extracellular matrix 

385 

need for personalized drug testing and demonstrate the opportunity for high‐throughput‐

produced organoids for scalable personalized medi‐cine. However, probing the similarities 

between patient  and organoid drug  response  in  the  future  is necessary  to  validate  the 

ability of standardized production of tumor organoids to uncover pan‐effective or patient‐

specific therapeutics. 
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Figure 4. Cell response of encapsulated CCAO in drug screening applications. (A) Quantification of 

relative cell viability in encapsulated CCAO of 3 distinct donors after exposure to a fixed concentration 

of cisplatin and variable concentrations of gemcitabine after 72 h. Error bars indi‐cate standard error 

of  mean.  Nonlinear  regression  curves  were  fitted  to  the  data  to  determine  IC50  values.  (B) 

Representative bright‐field micrographs of encapsulated CCAO1 organoids af‐ter exposure to 0 µM, 

0.1 µM, 1 µM, 10 µM, 100 µM, and 1000 µM gemcitabine and 10 µM cispla‐tin. Scale bar indicates 

100 µm. (C) Comparison of relative cell viability for encapsulated CCAO and BME‐cultured CCAO after 

exposure to a fixed concentration of cisplatin and variable con‐centrations of gemcitabine after 72 h. 

Error bars indicate standard error of mean. Nonlinear re‐gression curves were fitted to the data to 

determine  IC50 values. *  indicates a  statistically  signif‐icant difference  in drug  response between 

CCAO1  in BME and encapsulation.  (D) Quantification of average cell viability upon exposure  to 51 

different  chemotherapeutic  drugs.  (E)  Box  plot  dis‐playing  the  average  survival  fraction  of  CCAO 

ranked  from most  effective  to  the  least  effective  drug.  Black  dot  indicates  the  average  survival 

fraction, and the gray area represents the standard deviation. (F) Cluster map of the three different 

patient‐derived CCAO responses to the drug response panel. Color corresponds to the relative cell 

viability: green represents resistance to the drugs, and red represents a sensitive response. 

Conclusions 
In  summary, we  established  a  strategy  for  the  one‐step  fabrication  of  hybrid  capsules 

composed of dextran‐tyramine and native extracellular matrix using a capillary‐based flow 

focus microfluidic  droplet  generator  that  enabled  the  self‐assembly  and  3D  culture  of 

human cholangiocyte and cholangiocarcinoma organoids. The microcapsules are pro‐duced 

via an easily scalable method that allows for the size‐standardized generation of organoids. 

The established system can facilitate the reduction of size variability conven‐tionally seen 

in organoid culture by providing uniform scaffolding. As a proof‐of‐concept, we show the 

potential of the convergence of organoid technology and microfluidics for drug screening 

applications by observing patient‐specific drug responses. This research offers a scalable 

platform  for  fundamental  organoid  research  on  cell‐ECM  interactions  as  well  as 

translational transplantation and drug discovery applications.   
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Supplementary data 

Supplemental Figure S1: ICO can self‐assemble within Dex‐Ta microgel, but can only survive with 

the addition of HLECM. (A) Microcapsules can be produced with high monodispersity (CV=1.8%). (B) 

Addition of HLECM to Dex‐Ta increases cell viability, (C) and allows for the self‐organization of cells 

into organoid‐like structures. 
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Supplemental Figure S2. CCAO formation in microcapsules. Representative bright field micrographs 

of CCAO cultured in BME control for 7 days or cultured in microcapsules for 1, 7, and 21 days. Scale 

bar indicates 400 µm. 
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Table S1. Medium components required for the formulation of basal medium (ADV+)  

Component  Amount  Concentration  Brand 

Advanced DMEM/F12  500ml    Gibco 

HEPES  5ml  1M  Life technologies 

L‐Glutamin  5ml  100X  Life technologies 

Primocin  1ml  500mg/ml  Invivogen 

Pen/Strep  5ml  10000 U/ml  Life technologies 

 

Table S2. Medium components required for the formulation of Start Up Medium (SEM) or Expansion 

Medium (EM). Medium components with a * are only added to SEM.  

Component  Concentration  Brand 

Adv+  ‐  Gibco 

N2  1%  Gibco 

B27  2%  Gibco 

N‐Acetylcystein  1mM  Sigma‐Aldrich 

gastrin  10 nM  Sigma‐Aldrich 

EGF  50 ng/ml  Peprotech 

FGF10  100 ng/ml  Peprotech 

HGF  25 ng/ml  Peprotech 

nicotinamide  10nM  Sigma‐Aldrich 

A83.01  5 µM  Tocris 

Forskolin  10 µM  Torcris 

R‐Spondin  10%  Conditioned medium 

WNT*  30% Wnt  Conditioned medium 

Noggin*  25 ng/ml  Conditioned medium 

Y27632*  10µM  Tocris 

hES  cell  cloning  recovery 
solution* 

1:1000 dilution  Stemgent 
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Table S3. List of primary antibodies used in this study 

Primary antibody  Raised in  Dilution  Supplier 

ZO1  Rabbit   1:100  Proteintech 

KRT7  Mouse   1:100  Dako 

KRT19  Mouse   1:100  Dako 

KI67  Rabbit  Ready –to‐use  Kind gift from pathology 

 

Table S4. List of fluorescent labeled secondary antibodies used in this study 

Secondary antibody  Raised in   Against  Dilution  Supplier 

Alexa 555  Goat  Mouse  1:100  Fisher scientific  

Alexa 488  Goat  Rabbit  1:100  Fisher scientific 
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Table S5. List of qPCR primers used in this study 

Primer  Species  Forward sequence 5'to 3'  Reverse sequence 5'to 3' 

GAPDH  Human  CTTTTGCGTCGCCAGCCGAG  CCAGGCGCCCAATACGACCA 

HPRT1  Human  ACCAGTCAACAGGGGACATAA  CTTCGTGGGGTCCTTTTCACC 

B2M  Human  GTGTCTGGGTTTCATCCATC  GGCAGGCATACTCATCTTTT 

LGR5  Human  GTCAGCTGCTCCCGAATCCC  TGAAACAGCTTGGGGGCACA 

PROM1  Human  CCTGGGGCTGCTGTTTATTA  ATCACCAACAGGGAGATTGC 

KRT7  Human  GGGGACGACCTCCGGAATAC  CTTGGCACGCTGGTTCTTGA 

KRT19  Human  GCACTACAGCCACTACTACACGA  CTCATGCGCAGAGCCTGTT 

EPCAM  Human  GACTTTTGCCGCAGCTCAGGA  AGCAGTTTACGGCCAGCTTGT 

MUC1  Human  CTGTCACTGCCGCCGAAGA  CGTGCCCCTACAAGTTGGCA 

KI67  Human  CTACGGATTATACCTGGCCTTCC  AGGAAGCTGGATACGGATGTCA 

Vimentin  Human  CGGGAGAAATTGCAGGAGG  TGCTGTTCCTGAATCTGAGC 

Albumin  Human  CTGCCTGCCTGTTGCCAAAGC  GGCAAGGTCCGCCCTGTCATC 

CYP3a4  Human  AGCAAAGAGCAACACAGAGCTGAA  CAGAGGTGTGGGCCCTGGAAT 

HNF4α  Human  GTACTCCTGCAGATTTAGCC  CTGTCCTCATAGCTTGACCT 

ITGB1  Human  GGACGCCGCGCGGAAAAGAT  CACCCACAATTTGGCCCTGCT 

ITGA5  Human  AGGGTCGGGGGCTTCAACTTA  GAGCGGCAGGGTGCATACTC 
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General discussion 
Treating primary liver cancer remains a major challenge within the field of oncology and a 

health burden worldwide. Liver cancer  is characterized by a high  level of complexity and 

heterogeneity,  both  on  an  intra‐  and  inter‐tumor  scale.  The  lack  of  knowledge  on  the 

pathophysiology of this disease manifests itself in a hinder for cancer therapy development. 

This knowledge deficiency  is partly caused by  the use of suboptimal  in vitro and  in vivo 

models that inadequately mimic the complexity of liver cancer, in particular the complete 

patient  tumor microenvironment.  The  discovery  of  3‐dimensional  culture methods  for 

growing patient‐derived tumor organoids boosted our ability to perform in vitro research. 

This also holds true within the field of liver cancer, where patient‐derived organoids from 

both cholangiocarcinoma  (CCA) and hepatocellular carcinoma  (HCC) were established by 

Broutier  et  al.  in  2017  [1].  The  advantages  and  disadvantages  of  organoid  technology 

compared to other models in the context of liver cancer is discussed in chapter 2. Organoids 

are a highly attractive model for basic cancer research, drug discovery, and personalized 

medicine,  as  they  uniquely  recapitulate  patient‐specific  characteristics,  that  remain 

relatively  stable  during  long‐term  culture.  This  is  why  there  are  only  a  few  scientific 

discoveries that reached wide adoption as quickly as organoid technology was able to do: 

going from invention to (pre)clinical application within a decade. However, organoids are 

grown  in  a  hydrogel  derived  from  a mouse  tumor  and  solely  contain  epithelial  cells, 

therefore  lacking  crucial  representation  of  the  human  tumor  microenvironment. 

Decellularization,  a method  to  remove  cells  and  retain  extracellular matrix  (ECM),  can 

provide a more native‐mimicking microenvironment for in vitro models. Combining tumor 

organoids with other non‐neoplastic cell types can  further  improve the recapitulation of 

native  tumor  tissue.  In  this  thesis,  I made a  contribution  to  this  improved modeling by 

creating a co‐culture model with  immune cells and organoids (chapter 4), reconstructing 

the extracellular environment (chapter 7, 8, 9), increasing standardization (chapter 10, 11), 

and recapitulating native structural features (chapter 5). All of these build towards more 

complex  and  patient‐specific  engineering  of  tumor  tissue  to  study  liver  cancer. More 

specifically,  this  expanded  our  knowledge  on  the  complex  cell‐cell  and  cell‐matrix 

interactions relevant to liver cancer development, disease progression, and metastasis. 

Retention of epithelial heterogeneity in liver cancer organoids 
Tumor heterogeneity  is a hallmark of  liver cancer, and  is notoriously known  to promote 

chemo resistance. In the scope of therapeutic development, it is therefore crucial to capture 

this heterogeneity in in vitro models, including liver cancer organoids. High‐resolution omic‐

based datasets of primary tumor tissues will help to benchmark the recapitulative ability 

and  robustness  of  liver  cancer  organoids.  In  healthy  tissue,  single  cell  sequencing  has 

yielded the notion that there  is a significant overlap between epithelial heterogeneity of 

paired human tissue and  the associated organoid cultures  [2, 3].  In CCA patient  tumors, 
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multiple  subsets  of  epithelial  cells  have  been  uncovered,  including  an  epithelial‐to‐

mesenchymal transition (EMT) subset of primary epithelial CCA cells [4]. In chapter 8 I show 

that  CCA  organoids  (CCAOs)  can  produce  ECM‐proteins  (e.g.  COL1A1,  COL6A3,  and 

fibronectin)  in  native‐mimicking  ECM  scaffolds,  and  that  this  could  be  related  to  the 

induction of EMT. It would be interesting to probe if the EMT subset, discovered in patient 

tissue, coincides with  the model  incorporating  tumor ECM and CCAOs  that  I describe  in 

chapter 8. Besides gaining new insights into liver cancer biology, recapitulation of epithelial 

tumor heterogeneity in liver cancer organoids is important for drug testing applications as 

well.  Validation  of  heterogeneity  recapitulation  increases  the  feasibility  of  creating 

organoid‐based living biobanks, which would enable the use of personalized drug screens 

as  already  established  for  colon,  breast,  and  brain  cancer  [5‐7].  Recently,  Zhao  et  al. 

performed a single‐cell sequening study on  liver cancer organoids, showing major  inter‐

patient heterogeneity [8]. The next step is to unveil the level of intra‐patient heterogeneity 

in liver cancer organoids, and establish the overlap with patient‐paired liver cancer tissue. 

Our  recently  developed  healthy  branching  intrahepatic  cholangiocyte  organoid  model 

shows  a  large  overlap  in  transcriptome  heterogeneity  with  native  intrahepatic 

cholangiocytes (chapter 5). When applied to CCAOs, branching induced a better matching 

transcriptomic  profile  and  increased  chemo  resistance  to  gemcitabine  and  cisplatin 

compared  to  conventional CCAOs  (chapter  5). Gemcitabine  and  cisplatin  is  the  current 

standard of care for palliative treatment in CCA, although it only provides a modest benefit 

in overall survival [9]. Extending the drug testing to a high‐throughput screening revealed 

that gemcitabine resistance was highly specific  for branching CCAOs  (Table 1, data  from 

manuscript  in  prepreration).  Furthermore,  branching  CCAOs were  uniquely  resistant  to 

docetaxel, palbociclib, and  irinotecan hydrochloride (Table 1, underlined), which have all 

previously  failed  phase  II  clinical  trials  in  advanced  stage  CCA  patients  [10‐12].  These 

unpublished  data  provide  further  evidence  that  branching  CCAOs  better  recapitulate 

patient  tissue  than  conventional CCAOs.  Single  cell  transcriptomic  comparison between 

both organoid types and paired tumor tissue  is underway to provide further mechanistic 

insight into the branching CCAO phenotype. 

Important to mention in this context is that the effect of 3D culture substrates on the 

retention of diversity within the tumor is still largely unknown. In chapter 8 and 9, I show 

that the culture substrate, by mimicking tumor, adjacent liver, or metastatic lung and 

lymph node ECM, influences various cancer‐related processes in CCAOs, including 

migration dynamics, epithelial‐to‐mesenchymal transition, and ECM‐related protein 

production. However, the CCAOs were first initiated in basement membrane extract 

(BME). It remains to be determined whether this predisposes the survival of specific 

subsets of tumor cells, thereby losing the heterogeneity present in patient tumor tissue. 
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Table 1: Chemotherapeutics that elicit cell viability loss (sensitive) or non‐response (resistant) from 

conventional CCAOs and branching CCAOs (BRCCAOs). The sensitivity to drugs was extrapolated from 

ATP measurements using CellTiterGlo,  that were normalized  to non‐treated controls. Gemcitabine 

hydrochloride  (italics)  is  the only chemotherapeutic  that elicits a sensitive  response  in CCAOs and 

resistant response in BRCCAOs. The underlined chemotherapeutics have previously failed in clinical 

trials for CCA. BRCCAOs had unique resistance to 10 drugs while CCAOS had unique resistance to 0 

drugs. 

 

 I performed a series of experiments for healthy cholangiocyte organoids, assessing gene 

expression  profiles  and  protein  production  when  comparing  initiation  of  organoids  in 

healthy  liver  ECM‐based  hydrogels  and  BME  (chapter  10).  This  did  not  reveal  major 

differences.  However,  tumor  ECM  significantly  differs  in  composition,  architecture, 

stiffness, and alignment compared to healthy tissue (chapter 6 and 7). Thus, direct initiation 

and  culture  of  organoids  in  tumor  ECM,  obtained  through  decellularization,  should  be 

  Sensitive (>80% cell death)  Resistant (<20% cell death)  

C
C
A
O
s 

Tamoxifen citrate 
Gemcitabine hydrochloride 

None 

B
R
C
C
A
O
s 

Imatinib 
Venetoclax 

Dacarbazine  
Etoposide  
Azacitidine  
Cladribine 
Paclitaxel  

Tamoxifen citrate 
Gemcitabine hydrochloride 
Irinotecan hydrochloride 

Docetaxel  
Palbociclib 

C
C
A
O
s 
an

d
 B
R
C
C
A
O
s 

Idarubicin hydrochloride 
Daunorubicin hydrochloride 

Romidepsin  
Copanlisib tris‐HCl 

Carfilzomib  
Panobinostat 
Fedratinib 
Sunitinib  
Entrectinib 
Ceritinib 

Osimertinib 

Melphalan hydrochloride 
Lenalidomide  
Methoxsalen 
Lomustine 
Dexrazoxane 
Plerixafor  
Oxaliplatin  
Apalutamide 
Capecitabine  
Tazemetostat 
Capmatinib 
Hydroxyurea 
Uracil mustard 

Mitotane 
Thalidomide 
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performed  to  determine  the  effect  on  epithelial  tumor  cell  heterogeneity.  This will  be 

performed in our laboratory in the coming years.  

Providing native‐mimicking in vitro microenvironments for improved 

tumor modeling  
Organoids in isolation only represent the epithelial compartment of liver cancer, but can be 

supplemented with other cell  types  in a co‐culture setting  to  incorporate aspects of  the 

tumor microenvironment. For example, cancer‐associated fibroblasts (CAFs) can enhance 

growth and chemo  resistance of  liver cancer organoids  [13], while allogeneic peripheral 

blood mononuclear cells (PBMCs) can inhibit and kill tumor cells in co‐culture with CCAOs 

(chapter 4). The next logical step would be to combine autologous immune cells with liver 

cancer  organoids  to  provide  a  patient‐specific  culture  system,  similar  to  ones  already 

available for pancreatic and colorectal tumors [14, 15]. However, currently this is logistically 

difficult due to the large amount of tissue required for isolation of sufficient lymphocytes 

and also because of the relatively low establishment rate (~30%) for liver cancer organoids 

(chapter  3). Nevertheless,  co‐culture  of multiple  liver  cancer‐relevant  cell  types  better 

mimics  the  in vivo  tumor. With  these co‐culture models,  the cellular cross‐talk between 

different  cell  types  can be  analyzed  [4,  16]. An  alternative  approach  to  examine  these 

intercellular  communications  is  utilizing  single  cell  sequencing  on  tissue  samples.  This 

allows  for  predicting  cell‐cell  communication  through  ligand‐receptor  interactions.  For 

example, single cell sequencing uncovered the suggestion that the interaction of COL1A1, 

produced by CAFs, with ITGA2 on HCC tumor cells primarily occurs in a HCC cell subset with 

high transcriptomic diversity [17]. Subsequently, these interactions can be modelled with 

the appropriate co‐culture models utilizing organoids and other relevant (non‐neoplastic) 

cell types. In this sense, these engineered models can be used as hypothesis validation tools 

for findings uncovered directly from sequencing of patient tissue. This already happens with 

mouse models [18], but  is an relatively underexplored avenue  in co‐culture models with 

organoids.  

The  microenvironment  of  liver  cancer  is  also  heavily  influenced  by  the  non‐cellular 

compartment,  namely  the  ECM.  The  ECM  can  influence  the  behavior  of  CCAOs  in  a 

multitude  of  ways,  including  regulating  cell  proliferation,  gene  expression,  chemo 

resistance, and ECM‐protein production (chapter 8, 9).  I found that epithelial CCA tumor 

cells can produce a variety of collagens,  including COL1A1 and COL3A1,  thereby directly 

inducing a desmoplastic environment as typically seen in vivo in CCA. The current paradigm 

is  that  fibroblasts  are  primarily  responsible  for  the  production  of  various  ECM‐related 

proteins [19, 20]. However, my results are in line with recent data in pancreatic cancer. This 

study showed that COL1A1 production by epithelial tumor cells promoted proliferation and 

induced  an  immunosuppressive  environment  [21].  Another  recent  study  showed  that 
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epithelial tumor cell‐produced type III collagen allows for the formation of an ECM niche 

which proved critical in the regulation of metastatic dormancy [22]. Together, this highlights 

the importance of ECM remodeling, and particularly collagen production, by primary tumor 

cells. Addition of fibroblasts to the already established model of CCAOs and representative 

ECM, as described  in chapter 8, would create an  in vitro model optimally suited  for  the 

preclinical testing of ECM‐targeting therapeutics, an area which historically has not been 

overtly successful (chapter 6). 

Decellularization to study the extracellular environment in liver 

cancer requires future consensus and benchmarking strategies 
Isolating  ECM‐related  proteins  from  organs  or  tissue,  through  decellularization,  can 

decipher the role of the ECM in diseases. Decellularization retains important ECM‐related 

aspects,  including  tissue architecture, signaling proteins and physical characteristics. For 

primary  liver tumors,  I described ECM‐related malignant signatures, as well as divergent 

mechanical properties depending on the tumor type (CCA or HCC)  (chapter 7). Although 

decellularization has been used  for over two decades, there  is no real consensus on the 

optimal protocol, with varying methods of digestion  (e.g. enzymatic, chemical, physical), 

concentration of reagents, and duration. The goal of decellularization is similar in all cases: 

removal of cellular components and retention of extracellular components. Characterizing 

the removal of cells is established, with multiple techniques determining quantitatively and 

qualitatively the presence of (double‐stranded) DNA and well‐cited associated criteria for 

each technique [23, 24]. There  is much  less consensus on how to determine the  level of 

retention  of  ECM‐related  proteins.  This  is  strongly  dependent  on  the  method  of 

decellularization (chapter 7, [25]). Sulfated glycosaminoglycan (sGAG) concentrations are 

routinely measured as a proxy for global retention of relevant ECM proteoglycans, however 

without  assessing  their  functionality  [26].  Functionality  testing  in  the  lung  showed  that 

although extracellular sGAGs were present  in  relative abundance after decellularization, 

they were  unable  to  bind  key matrix‐associated  growth  factors,  thus  lacking  complete 

functionality [27]. Furthermore, there was a disproportionate loss of specific sGAG subsets 

compared to other sGAG types [27]. Thus, to foster progress, universal criteria should also 

be applied to retention of proteins as well, not only assessing the presence of particular 

ECM proteins but also evaluating maintenance of function.  

An  alternative  is  to  appraise  the  global  ECM  composition. Mass  spectrometry  analysis 

revealed a highly diverse population of ECM‐related proteins present  in  liver  tumor and 

adjacent  tissue, with  tumor‐specific  ECM  signatures  for HCC  and  CCA  (chapter  7).  This 

analysis  has  not  been  extended  to  a  screening  of multiple  decellularization methods. 

Comparisons to other methods, including in situ decellularization [28], is required to see if 

techniques predispose towards retention of certain ECM components. These approaches 
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will complement the efforts going on to comprehensively map the ECM in cancer [29‐32]. 

For this, it is crucial to define the ECM not solely by its protein composition, but also include 

mechanical  characteristics,  such  as  stiffness  and  alignment.  Furthermore,  a  longitudinal 

view needs  to be considered, where ECM components dynamically change over  time. A 

‘snapshot’ is not sufficient to capture the true breadth of information contained within the 

ECM  of  liver  cancer.  Combining  these  data will  allow  us  to  determine whether matrix 

changes are true drivers of tumor progression, markers of transitional events, or most likely 

a combination of both. 

Incorporation of organ‐on‐chip devices  
As tumor modeling opens up new frontiers in biological research, there is an emerging need 

for  smart  combinations  with  engineering  approaches,  particularly microfluidic  set‐ups. 

These approaches are highly complementary to the current models discussed in this thesis. 

Offering  increased  dynamic  control  over  certain  properties  (e.g.  nutrient  gradients, 

angiogenesis,  and  cellular  migration)  could  add  another  dimension  of  relevant 

recapitulation  to  our  co‐culture model  (chapter  4),  branching  CCAOs  (chapter  5),  and 

recellularized CCA model (chapter 8) . Furthermore, chapter 9 demonstrates the potential 

of using decellularization to create organ‐specific metastatic  locations [33]. This unveiled 

that  the  ECM  of  the metastatic  organ  can  dictate  tissue‐specific  proliferation  patterns, 

invasive potential, and cell‐ECM  interactions. However, before arriving at the target site, 

tumor cells need to undergo different steps of the metastatic cascade. This includes intra‐ 

and extravasation as important barriers to overcome. Incorporation of chip devices that can 

observe dynamics of tumor cell intravasation [34], or extravasation [35], with ECMs from 

the different target organs could provide an integrative model of the multi‐step process of 

metastasis.  

The anatomy of an organ, in our case the liver and bile ducts, is also optimally suited to be 

modelled through organ‐on‐chip devices. Tumor cell behavior is guided by composition and 

stiffness of the ECM (chapter 8 and 9), however the macroscopic shape (e.g. the structure 

of a bile duct) could also be determining tumor behavior. Organoids are excellent model 

systems  in  the  case  of  the  bile  duct  to  probe  this.  Healthy  intrahepatic  cholangiocyte 

organoids  have  been  used  to  create  a  bile‐duct‐on‐a‐chip, mimicking  the macroscopic 

structure of a bile duct [36]. Addition of CCAOs to an established in vitro bile duct would 

allow for observing the development and progression of CCA over time in a physiologically 

relevant environment. Specifically, CCA can display three main patterns of growth: mass 

forming, periductal infiltrating, and intraductal growing [37]. The bile‐duct‐on‐chip system 

is likely to be able to model the behavior of these different growth patterns.  
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Enhancing application of liver cancer organoids for personalized 

medicine 
All of these previously described  liver cancer models could be required for translation of 

liver  cancer  organoids  as  drug  screening  tools.  It  remains  to  be  determined  whether 

incorporation of native ECM through decellularization, additional cell types  in co‐culture 

models,  or  adapting  medium  composition  are  required  to  provide  sufficient  patient 

mimicking  for  personalized  medicine.  Regardless,  these  models  are  still  relatively 

underdeveloped  in  regards  to  standardization  and  reproducibility  compared  to  more 

standard medical  practice.  To  address  this,  creating  a  consensus  on  nomenclature  and 

defining exactly what can be considered an organoid is important, which has recently been 

done  for  healthy‐  and  tumor‐derived  hepatic,  pancreatic,  and  biliary  organoids  [38]. 

Another important criteria is improving upon the establishment efficiency, which is around 

28% for liver cancer organoids, with variability depending on tumor type and differentiation 

status of the tumor. The center that processes the biopsy and initiates the tumor organoids 

also  influences  the establishment  rate  (chapter 3).  I propose  various  improvements  for 

sample  logistics,  confirmation  of  tumor  origin,  and  potential  medium  composition 

improvements  via  elucidating  transcriptomic  pathways  activated  in  patient  tissue. 

Improving upon the establishment rate will aid in (pre)clinical application due to increasing 

the proportion of patients that can benefit from clinical translation. 

Regardless  of  efficiency,  liver  cancer  organoids  establishment  is  primarily  limited  to 

resected or transplanted tissue. Tumor needle biopsies can also be used for HCCO and CCAO 

initiation [39], but still require an invasive procedure with associated risks. In the future, it 

would be valuable to expand the methods for initiation of liver cancer organoids. Recently, 

healthy cholangiocyte organoids have been established from bile [40], pancreatic cancer 

organoids from saline flushes [41], and prostate cancer organoids from circulating tumor 

cells  (CTCs)  in the blood [42].  In CCA and HCC, CTCs are generally  lowly abundant. Thus, 

enrichment for CTCs by leukapheresis, as successfully applied for prostate cancer [43], could 

be helpful. The same (i.e. low abundance) potentially holds true for CCA cells in bile samples 

[44]. These opportunities to establish both HCC and CCA organoids in a less invasive manner 

should be investigated. One potential issue with this approach is that, counter intuitively, 

healthy organoids can out‐grow tumor organoids [1, 45]. This means that bile containing 

both healthy and tumor cells will predispose towards becoming a non‐cancerous organoid 

population. Hence, establishing culture conditions which prioritize the outgrowth of tumor 

cells is paramount. In colorectal cancer organoids, four different culture protocols are used 

to enrich for tumor organoid outgrowth [46], and the same principle should be applied to 

liver cancer.  If these  implementations are successful, patient populations that cannot be 

treated with  surgical  liver  resections,  including  advanced  stages, will  also  benefit  from 

future personalized medicine. Coincidently, this patient population might benefit the most 
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from organoid‐based therapy predictions, as for CCA they are mainly given a combinational 

therapy with gemcitabine and cisplatin, with modest benefit in overall survival [9].  

Lastly, the time it takes until sufficient numbers of cells are expanded for high‐throughput 

drug testing is a limiting factor. Optimally, there is a short duration between obtaining the 

cells and being able to make a decision based on cell viability readouts after drug response. 

Improved  standardization  of  culture  could  alleviate  this  issue.  I  have  shown  that  size‐

standardized  CCAOs  can  be  created  through  encapsulation  in  microcapsules  and 

subsequently used for drug screening (chapter 11). Increased standardization could lead to 

reduction  of  required  cell  numbers  and  less  inter‐organoid  variability, which  has  been 

shown to influence tumor organoid growth [47]. Combined with novel read‐outs for more 

detailed  organoid monitoring  [48],  this  would  facilitate  the  translation  of  liver  cancer 

organoids from the laboratory to the pharmaceutical industry and/or clinic.  

Clinical translation for liver cancer models: choosing the right stage  
Concurrently  with  improvements  to  these  aspects,  the  appropriate  stage  of  the  drug 

development process that could benefit the most from inclusion of liver cancer organoids 

needs to be determined. Efforts are already underway in other tumor types for bio banking 

large numbers of patient‐derived organoids, which can be used for patient stratification [5‐

7]. These biobanks  can be  leveraged  to provide novel  insights  for  lead optimization  for 

pharmaceutical programs. This application is a highly attractive option because it sidelines 

concerns with liver cancer organoids that are present if used for personalized medicine (e.g. 

short  time required  from establishment  to drug  testing and requiring predefined cut‐off 

values  for  decision  making).  It  will  require  collaboration  between  researchers  and 

pharmaceutical companies to supplant the drug testing paradigms that have conventionally 

been in place for decades. If we do look towards personalized medicine with liver cancer 

organoids, then validation of correlative evidence is crucial. Observational trials are ongoing 

using breast, bladder, colorectal, and ovarian tumor organoids [49, 50]. These should be 

initiated with  liver  cancer organoids, but  it will be a while before  statistical evidence  is 

robust enough to suggest true changes in liver cancer organoid‐guided therapy decisions. 

Nevertheless, the highly relevant biology of liver cancer organoids and their resemblance 

to the original tumor will further improve our understanding of liver cancer biology, leading 

to potential translation of preclinical findings.  

Tumor tissue engineering for liver cancer  
Concurrently with deciding the appropriate setting for translation of organoid research to 

the  clinic,  fundamental  biological  research  is  required  to  unveil  which  native  tumor 

components should be incorporated for an appropriate level of representation in vitro. It is 

clear  from  this  thesis  that  different  fundamental  biological  questions  require  different 
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approaches  to create and engineer  liver cancer models. This holds  true  for  translational 

research as well. There is no one‐model fits all philosophy within tumor modeling, and it is 

crucial to consider the gap in knowledge or the question that needs to be addressed and 

apply  that  to  the  inclusion  of  aspects within  the model.  This  requires  the  cooperation 

between clinicians, engineers, and biologists to provide the balance between  insufficient 

relevance  and  creation  of  a  ‘black  box’  situation  devoid  of  extracting  any mechanistic 

insight.  Ultimately,  (pre)clinical  translation  of  liver  cancer  biology  through  organoid‐

centered tissue engineered models will improve patient outcomes. 
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Summary 
Primary  liver  cancer,  consisting  primarily  of  hepatocellular  carcinoma  (HCC)  and 

cholangiocarcinoma  (CCA),  is  a  heterogeneous  malignancy  with  a  dismal  prognosis, 

resulting in the third leading cause of cancer mortality worldwide [1, 2]. It is characterized 

by unique histological features, late‐stage diagnosis, a highly variable mutational landscape, 

and  high  levels  of  heterogeneity  in  biology  and  etiology  [3‐5].  Treatment  options  are 

limited, with surgical intervention the main curative option, although not available for the 

majority of patients which are diagnosed in an advanced stage. Major contributing factors 

to  the  complexity  and  limited  treatment options  are  the  interactions between primary 

tumor cells, non‐neoplastic stromal and immune cells, and the extracellular matrix (ECM). 

ECM  dysregulation  plays  a  prominent  role  in multiple  facets  of  liver  cancer,  including 

initiation and progression  [6, 7]. HCC often develops  in already damaged environments 

containing large areas of inflammation and fibrosis, while CCA is commonly characterized 

by significant desmoplasia, extensive formation of connective tissue surrounding the tumor 

[8, 9]. Thus, to gain a better understanding of  liver cancer biology, sophisticated  in vitro 

tumor models  need  to  incorporate  comprehensively  the  various  aspects  that  together 

dictate liver cancer progression. Therefore, the aim of this thesis is to create in vitro liver 

cancer models through organoid technology approaches, allowing  for novel  insights  into 

liver cancer biology and,  in  turn, providing potential avenues  for  therapeutic  testing. To 

model primary epithelial  liver cancer cells, organoid technology  is employed  in part I. To 

study and characterize  the role of ECM  in  liver cancer, decellularization of  tumor tissue, 

adjacent liver tissue, and distant metastatic organs (i.e. lung and lymph node) is described, 

characterized,  and  combined  with  organoid  technology  to  create  improved  tissue 

engineered models for liver cancer in part II of this thesis.  

Chapter  1  provides  a  brief  introduction  into  the  concepts  of  liver  cancer,  cellular 

heterogeneity,  decellularization  and  organoid  technology.  It  also  explains  the  rationale 

behind  the work presented  in  this  thesis.  In‐depth analysis of organoid  technology and 

contrasting it to different in vitro cell culture systems employed for liver cancer modeling is 

done in chapter 2. Reliable establishment of liver cancer organoids is crucial for advancing 

translational  applications  of  organoids,  such  as  personalized  medicine.  Therefore,  as 

described  in chapter 3, a multi‐center analysis was performed on establishment of  liver 

cancer organoids. This revealed a global establishment efficiency rate of 28.2% (19.3% for 

hepatocellular  carcinoma  organoids  (HCCO)  and  36%  for  cholangiocarcinoma organoids 

(CCAO)).  Additionally,  potential  solutions  and  future  perspectives  for  increasing 

establishment  are  provided.  Liver  cancer  organoids  consist  of  solely  primary  epithelial 

tumor cells. To engineer an  in vitro  tumor model with  the possibility of  immunotherapy 

testing, CCAO were combined with  immune cells  in chapter 4. Co‐culture of CCAO with 

peripheral blood mononuclear cells and/or allogenic T cells revealed an effective anti‐tumor 
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immune response, with distinct  interpatient heterogeneity. These cytotoxic effects were 

mediated by cell‐cell contact and release of soluble factors, albeit indirect killing through 

soluble factors was only observed  in one organoid  line. Thus, this model provided a first 

step  towards  developing  immunotherapy  for  CCA  on  an  individual  patient  level. 

Personalized medicine success is dependent on an organoids ability to recapitulate patient 

tissue  faithfully. Therefore,  in  chapter 5 a novel organoid  system was  created  in which 

branching morphogenesis was  induced  in  cholangiocyte  and  CCA  organoids.  Branching 

cholangiocyte  organoids  self‐organized  into  tubular  structures,  with  high  similarity  to 

primary  cholangiocytes,  based  on  single‐cell  sequencing  and  functionality.  Similarly, 

branching CCAO obtain a different morphology  in vitro more similar  to primary  tumors. 

Moreover, these branching CCAO have a higher correlation to the transcriptomic profile of 

patient‐paired tumor tissue and an increased drug resistance to gemcitabine and cisplatin, 

the standard chemotherapy regimen for CCA patients in the clinic.  

As discussed, CCAO represent the epithelial compartment of CCA. Proliferation,  invasion, 

and metastasis of epithelial tumor cells  is highly  influenced by the  interaction with their 

cellular  and  extracellular  environment.  The  remodeling  of  various  properties  of  the 

extracellular  matrix  (ECM),  including  stiffness,  composition,  alignment,  and  integrity, 

influences tumor progression. In chapter 6 the alterations of the ECM in solid tumors and 

the translational impact of our increased understanding of these alterations is discussed. 

The  success  of  ECM‐related  cancer  therapy  development  requires  an  intimate 

understanding of the malignancy‐induced changes to the ECM. This principle was applied 

to  liver  cancer  in  chapter  7, whereby  through  a  integrative molecular  and mechanical 

approach the dysregulation of liver cancer ECM was characterized. An optimized agitation‐

based decellularization protocol was established for primary liver cancer (HCC and CCA) and 

paired  adjacent  tissue  (HCC‐ADJ  and  CCA‐ADJ).  Novel malignancy‐related  ECM  protein 

signatures were  found, which were previously overlooked  in  liver  cancer  transcriptomic 

data. Additionally, the mechanical characteristics were probed, which revealed divergent 

macro‐ and micro‐scale mechanical properties and a higher alignment of collagen in CCA. 

This study provided a better understanding of ECM alterations during liver cancer as well as 

a  potential  scaffold  for  culture  of  organoids.  This was  applied  to  CCA  in  chapter  8  by 

combining decellularized CCA tumor ECM and tumor‐free liver ECM with CCAO to study cell‐

matrix  interactions.  Culture of  CCAO  in  tumor  ECM  resulted  in  a  transcriptome  closely 

resembling  in vivo patient  tumor  tissue, and was accompanied by an  increase  in chemo 

resistance. In tumor‐free liver ECM, devoid of desmoplasia, CCAO initiated a desmoplastic 

reaction  through  increased  collagen  production.  If  desmoplasia  was  already  present, 

distinct ECM proteins were produced by the organoids. These were tumor‐related proteins 

associated  with  poor  patient  survival.  To  extend  this  method  of  studying  cell‐matrix 

interactions  to a metastatic  setting,  lung and  lymph node  tissue was decellularized and 
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recellularized with CCAO in chapter 9, as these are common locations of metastasis in CCA. 

Decellularization resulted  in removal of cells while preserving ECM structure and protein 

composition, linked to tissue‐specific functioning hallmarks. Recellularization revealed that 

lung  and  lymph node ECM  induced different gene expression profiles  in  the organoids, 

related  to  cancer  stem  cell  phenotype,  cell‐ECM  integrin  binding,  and  epithelial‐to‐

mesenchymal transition. Furthermore, the metabolic activity of CCAO  in  lung and  lymph 

node was significantly influenced by the metastatic location, the original characteristics of 

the patient  tumor, and  the donor of  the  target organ. The previously described  in vitro 

tumor models utilized decellularized scaffolds with native structure. Decellularized ECM can 

also  be  used  for  creation  of  tissue‐specific  hydrogels  through  digestion  and  gelation 

procedures. These hydrogels were created from both porcine and human livers in chapter 

10. The liver ECM‐based hydrogels were used to initiate and culture healthy cholangiocyte 

organoids,  which  maintained  cholangiocyte  marker  expression,  thus  providing  an 

alternative for initiation of organoids in BME. Building upon this, in chapter 11 human liver 

ECM‐based extracts were used in combination with a one‐step microfluidic encapsulation 

method  to  produce  size  standardized  CCAO.  The  established  system  can  facilitate  the 

reduction of size variability conventionally seen  in organoid culture by providing uniform 

scaffolding. Encapsulated CCAO retained their stem cell phenotype and were amendable to 

drug screening, showing the feasibility of scalable production of CCAO for throughput drug 

screening approaches. Lastly, Chapter 12 provides a global discussion and future outlook 

on  tumor  tissue  engineering  strategies  for  liver  cancer,  using  organoid  technology  and 

decellularization. Combining multiple aspects of liver cancer, both cellular and extracellular, 

with  tissue  engineering  strategies  provides  advanced  tumor models  that  can  delineate 

fundamental  mechanistic  insights  as  well  as  provide  a  platform  for  drug  screening 

approaches.  
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Nederlandse samenvatting 
Primaire leverkanker, voornamelijk bestaande uit hepatocellulair carcinoom (HCC) en 

cholangiocarcinoom (CCA), is een heterogene maligniteit met een sombere prognose, 

resulterend in de op twee na dodelijkste vorm van kanker wereldwijd. Het wordt 

gekenmerkt door unieke histologische aspecten, diagnose in een laat stadium, variaties in 

genetische mutaties en heterogeniteit in biologie en etiologie. Behandelingsopties zijn 

beperkt, chirurgische interventie is de enige curatieve optie, en niet beschikbaar voor de 

meerderheid van de patiënten die in een vergevorderd stadium worden gediagnosticeerd. 

Belangrijke bijdragende factoren aan de complexiteit en beperkte behandelingsopties zijn 

de interacties tussen primaire tumorcellen, tumor‐geassocieerde stromale en 

immuuncellen, en de extracellulaire matrix (ECM). ECM ontregeling speelt een 

prominente rol bij de initiatie en progressie van leverkanker. HCC ontwikkelt zich vaak in 

reeds beschadigde omgevingen met grote gebieden van ontsteking en fibrose, terwijl CCA 

wordt gekenmerkt door significante desmoplasie, een uitgebreide groei van bindweefsel 

rond de tumor. Geavanceerde in vitro tumormodellen kunnen worden ingezet om 

verschillende aspecten van leverkanker goed na te bootsen en daardoor meer inzicht te 

krijgen in de biologie van leverkanker. Het doel van dit proefschrift is daarom om in vitro 

leverkankermodellen te creëren gebruikmakend van organoïde technologie en 

decellularisatie. Deze modellen kunnen nieuwe inzichten in de biologie van leverkanker 

mogelijk maken en kunnen als platform dienen voor het screenen van medicijnen. Om 

primaire epitheliale leverkankercellen te modelleren, wordt in deel I organoïde 

technologie gebruikt. Om de rol van ECM in leverkanker te bestuderen wordt 

decellularisatie van tumorweefsel, aangrenzend leverweefsel en metastatische organen 

(d.w.z. long en lymfeklier) beschreven, gekarakteriseerd en gecombineerd met organoïde 

technologie om geavanceerde modellen voor leverkanker te creëren in deel II van dit 

proefschrift. 

Hoofdstuk 1 geeft een korte inleiding over de concepten leverkanker, cellulaire 

heterogeneit, decellularisatie en organoïde technologie. Het verklaart ook de 

hoofdgedachte achter het werk dat in dit proefschrift wordt gepresenteerd. In hoofdstuk 

2 wordt een grondige analyse van organoïdetechnologie gedaan en een vergelijking 

gemaakt met andere in vitro celkweeksystemen die worden gebruikt voor het modelleren 

van leverkanker. Betrouwbare initiatie van leverkanker organoïden is cruciaal voor het 

bevorderen van translationele toepassingen, zoals gepersonaliseerde geneeskunde. Om 

deze reden beschrijven we in hoofdstuk 3 een multi‐center analyse over leverkanker 

organoid initiatie. Hieruit blijkt een globale initiatie‐efficiëntie van 28,2% (19,3% voor 

hepatocellulaire carcinoom‐organoïden (HCCO) en 36% voor cholangiocarcinoom‐

organoïden (CCAO)). Daarnaast worden mogelijke oplossingen en toekomstperspectieven 

voor het verbeteren van leverkanker organoïden initiatie gepresenteerd. Leverkanker 
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organoïden bestaan uitsluitend uit primaire epitheliale tumorcellen. Om een in vitro 

tumormodel te ontwikkelen met de mogelijkheid tot het testen van immunotherapie, zijn 

in hoodstuk 4 CCAO gecombineerd met immuuncellen. Het kweken van CCAO met 

perifere mononucleaire bloedcellen en/of allogene T‐cellen onthulde een effectieve anti‐

tumor immuunrespons, met duidelijke heterogeniteit in responses tussen patiënten. Deze 

cytotoxische effecten werden gemedieerd door cel‐cel contact en het vrijkomen van 

oplosbare factoren. Dit model vormt een eerste stap in de richting van de ontwikkeling 

van immunotherapie voor CCA op individueel patiëntniveau. Het succes van 

gepersonaliseerde geneeskunde is afhankelijk van het vermogen van een organoïde om 

patiëntweefsel adequaat na te bootsen. In hoofdstuk 5 werd een nieuw 

organoïdesysteem ontwikkeld waarin vertakkingen werden geïnduceerd in cholangiocyte‐ 

en CCA‐organoïden. Vertakkende organoïden van cholangiocyten organiseerde zichzelf in 

buisvormige structuren, met een hoge mate van gelijkheid met primaire cholangiocyten, 

gebaseerd op single‐cell RNA sequencing en functionaliteit. Vertakkende CCAO vertonen 

ook een andere morfologie in vitro die meer lijkt op primaire tumoren. Bovendien hebben 

deze vertakkende CCAO een hogere correlatie met het transcriptoom van primair 

tumorweefsel vergeleken met conventionele CCAO. Vertakkende CCAO reageren ook 

representatiever als ze worden bloodgesteld aan gemcitabine en cisplatine, het standaard 

chemotherapieregime voor CCA‐patiënten in de kliniek. 

Zoals besproken vertegenwoordigen CCAO het epitheliale compartiment van CCA. 

Proliferatie, invasie en metastase van epitheliale tumorcellen wordt sterk beïnvloed door 

de interactie met de cellulaire en extracellulaire omgeving. De verandering van 

verschillende eigenschappen van de extracellulaire matrix (ECM), waaronder stijfheid, 

samenstelling en integriteit, beïnvloedt tumorprogressie. In hoofdstuk 6 worden de 

veranderingen van de ECM in solide tumoren en de translationele impact van ons 

toegenomen kennis over deze veranderingen besproken. Het succes van de ontwikkeling 

van ECM‐gerelateerde kankertherapieën vereist een hoge mate van kennis over de 

maligniteit‐geïnduceerde veranderingen in de ECM. Dit principe werd toegepast op 

leverkanker in hoofdstuk 7, waarbij door een integratieve moleculaire en mechanische 

benadering de ontregeling van leverkanker ECM werd gekarakteriseerd. Een op agitatie 

gebaseerd decellularisatie‐protocol werd geoptimaliseerd voor primaire leverkanker (HCC 

en CCA) en gepaard aangrenzend weefsel (HCC‐ADJ en CCA‐ADJ). Dit zorgde voor het 

ontdekken van nieuwe maligniteitgerelateerde ECM‐eiwitsignaturen, die eerder over het 

hoofd werden gezien in transcriptomische data over leverkanker. De mechanische 

kenmerken van de ECM werden ook onderzocht, wat uiteenlopende mechanische 

eigenschappen op macro‐ en microschaal en een hogere uitlijning van collageenvezels in 

CCA aan het licht bracht. Deze studie geeft nieuwe inzichten in de veranderingen van de 

ECM in leverkanker, evenals een mogelijk platform voor het kweken van organoïden. Dit 
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werd toegepast op CCA in hoofdstuk 8 door gedecellulariseerde CCA ECM en tumorvrije 

lever ECM te combineren met CCAO om cel‐matrix interacties te bestuderen. Het kweken 

van CCAO in CCA ECM resulteerde in een transcriptoom dat sterk lijkt op in vivo tumor 

weefsel, en dit ging gepaard met een toename van chemoresistentie. In tumorvrije lever 

ECM, zonder desmoplasie, veroorzaakte CCAO een desmoplastische reactie door 

verhoogde collageenproductie. Als desmoplasie al aanwezig was in de ECM werden 

andere ECM‐eiwitten geproduceerd door de organoïden. Deze tumor‐gerelateerde 

eiwitten zijn geassocieerd met een slechte overleving van de patiënt. Om deze methode 

van het bestuderen van cel‐matrix interacties uit te breiden naar een metastatische 

setting, werden long‐ en lymfeklierweefsel gedecellulariseerd en gerecellulariseerd met 

CCAO in hoofdstuk 9. Decellularisatie resulteerde in het verwijderen van cellen met 

behoud van de ECM‐structuur en eiwitsamenstelling, gekoppeld aan weefselspecifieke 

kenmerken. Recellularisatie onthulde dat long en lymfeklier ECM verschillende 

genexpressieprofielen induceerde in de organoïden, gerelateerd aan kankerstamcellen, 

cel‐ECM binding en epitheel‐naar‐mesenchymale overgang. Bovendien werd de metabole 

activiteit van CCAO in de longen en lymfeklieren significant beïnvloed door de 

metastatische locatie, de oorspronkelijke karakteristieken van de tumor en de donor van 

het metastatische orgaan. De beschreven in vitro tumormodellen maken gebruik van 

gedecellulariseerde scaffolds met de oorspronelijke structuur nog intact. 

Gedecellulariseerde ECM kan ook worden gebruikt voor het maken van hydrogelen door 

middel van digestie‐ en geleringsprocedures. Deze hydrogels werden gemaakt van zowel 

varkens‐ als menselijke levers in hoofdstuk 10. De lever ECM hydrogelen werden gebruikt 

om gezonde cholangiocyte‐organoïden te initiëren en te kweken. Deze organoïden  

behielden de expressie van cholangiocytenmarkers, waardoor ze een alternatief bieden 

voor het initiëren van organoïden in basaalmembraan extracten. Hierop voortbouwend, 

werd in hoofdstuk 11 de hydrogel van menselijke lever gebruikt in combinatie met een 

microfluïdische inkapselingsmethode om CCAO te produceren op een gestandaardiseerde 

manier. Het systeem kan de variatie in grootte van organoïden significant verminderen 

vergeleken met de conventionele manier van kweken. Ingekapselde CCAO behielden hun 

kankerstamcel eigenschappen en waren geschikt voor het screenen van medicijnen. Dit 

toont de haalbaarheid van schaalbare productie van CCAO met als toepassing het testen 

van medicijnen. Ten slotte biedt hoofdstuk 12 discussie en toekomstperspectief over 

strategieën voor tumor tissue engineering voor leverkanker, gespecificeerd op de 

combinatie van organoïde technologie en decellularisatie. Het combineren van meerdere 

aspecten van leverkanker, zowel cellulair als extracellulair, met strategieën voor tissue 

engineering, zal zorgen voor de creatie van geavanceerde tumormodellen die 

fundamentele mechanistische inzichten kunnen geven en een platform bieden voor het 

screenen van geneesmiddelen. 
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absoluut niet alleen moet afhangen van het onderwerp, maar ook van de groep er om heen. 

Dit komt door mijn eigen ervaringen, waarbij de mensen in het lab ervoor hebben gezorgd 
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door  de  straten  van  Krakow  racen  is.  Hierbij  nogmaals  een  excuus  voor  een  iets wat 

enthousiast geslagen pingpongballetje tijdens een verhit potje tafeltennis.   

Floris, ik ben erg blij dat jij er ook was op ee8 gedurende een groot deel van mijn PhD. Altijd 

genoten van de borrels, het keertje boksen, en de korte fietstochtjes heen en weer naar het 

station  samen.  Het  feit  dat  ik  tijdens  de  sneeuwstorm  van  2021  bij  je  heb  mogen 

overnachten waardeer ik nog steeds erg.  

Ruby, zonder de bergen met voorwerk die  jij hebt gedaan was mijn proefschrift niet tot 

stand gekomen. Jouw werk ethiek en mate van secuurheid maakten het ook nog eens dat 

ik heel makkelijk en soepel op jouw werk kon navolgen.   

Ik ben trots dat ik me mag voegen bij jullie als promovendi van onze groep.  

Henk, ontzettend veel dank voor het doorgeven van jouw uitgebreide kennis aan mij (en al 

mijn  studenten) over PCR en al het aanverwante.  Ik wens  je heel veel  success met het 

bereiken van de eerste plek  in een poule voor het EK of WK, maar  je zal  in  ieder geval 1 

plekje hoger kunnen komen in mijn afwezigheid. Petra, Yik, Kubra, en Kim jullie hulp bij het 

kweken  van  de  vele  (potentiele)  CCA  organoids,  het helpen met  allerlei  zaken  rondom 

studenten de fijne kneepjes van het vak te leren, en het soms ondankbare taakje van al het 

onderzoek draaiend houden (a.k.a. stocks aan vullen) heb ik erg gewaardeerd deze laatste 

4 jaar. Eline, aan jou nu de taak om de eer hoog te houden als PhD afgevaardigde van groep 

Luc in Ee8. Ik weet zeker dat je deze zware last goed zal dragen, en ik zal duimen voor vele 

nieuwe  PRs  in  de  gym  voor  jou  in  de  toekomst.  Ivo,  dank  voor  je  hulp  bij  allerlei 

verschillende  aspecten  (van  python  programmeren  tot  lymfe  klieren  isoleren). 

Hoogstwaarschijnlijk sta  jij over 2 weken ook te verdedigen, en  ik weet zeker dat dit  jou 

gaat lukken. Shaojun, I am impressed by the way you were able to combine family life with 

finishing up your PhD right on time, and wish you all the best in the future.  

Also a big thanks to all the different students that I had the pleasure of supervising (Floor, 

My, Kathryn, Marije, and all others). Thank you  for contributing  to  the various projects 

which eventually made its way into this thesis. Your help was very appreciated. 

Buiten de groep om heb ik het geluk gehad om vele aangename samenwerkingen over de 

jaren heen te hebben kunnen mee maken. Gijsje, Iain, James, thank you for showing me 

the ways  in all  things  (bio)mechanical. Gunilla, Oskar, Linda,  thank you  for  the pleasant 

collaborations on multiple different projects, from SILAC data to obtaining lung tissue.  

Amy Ik weet niet of jij je het al voor je ziet, maar ik in ieder geval wel: Prof. Kessler. Je talent 

en gedrevenheid zullen er zeker voor zorgen dat je het ver gaat schoppen. Misschien dat je 
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tegen die tijd dan wel de trainingspak en dekentjes‐style moet laten varen, maar wie het 

ver wilt schoppen moet moeilijke beslissingen kunnen maken.  

Dora Ik had een tijd lang hoop de fitste van Ee8 te zijn, maar na een keer een lesje te hebben 

meegedaan met jou moest ik die hoop helaas laten varen. Ik ben erg blij dat je halverwege 

mijn PhD toch hebt besloten om te verplaatsen naar Ee8 en wens je heel veel success in de 

toekomst. 

Bastiaan, veel succes met de laatste loodjes. Je constante zoektocht naar nieuwe roddels 

zorgden ervoor dat het nooit saai was en elke lunch weer wat anders bracht.  

Lucky luc. Jij bent in 3 verschillende gedaantes hier geweest (student, technician, PhD) maar 

altijd dezelfde persoon gebleven (behalve toen je 1 week ging intermittent fasting). Ik ben 

blij dat jij het bureau tegenover mij hebt kunnen bezetten tijdens de laatste maanden van 

mijn PhD, en waardeer onze  intensieve  samenwerking die  leidde  tot onze gezamenlijke 

publicatie.  

Robbie een relatief constante factor tijdens de laatste 4 jaar hier (behalve als het gaat om 

je  ‘grappen’  en  uitspraken,  die  gaan  alle  kanten  op). Maar,  zonder  deze  grappen  en 

uitspraken zou je niet je grote bek klein hartje persoonlijkheid hebben, die toch wel een spil 

is van Ee8. Helaas zit bij dit kleine hartje ook kleine beentjes, want snel sprinten  lukt  je 

jammer genoeg nog niet.  

I also want to thank all other colleagues that I shared the lab group or Ee8 with over the 

last 4 years. I have thoroughly enjoyed my time here and not in a small part thanks to you. 

These people include (but are not limited to): Roel, Tessa, Anny, Stef, Fenna, Jelle, Wunan, 

Ruslan, Kuan, George, Rachid, Ibrahim, Gertine, Anthonie. Leonie, dank voor je hulp bij mijn 

vragen over van alles en nog wat over de jaren heen. 

Het leven bestaat uit meer dan alleen werk, en daarom hoort bij het behalen van een PhD 

ook absoluut de nodige dosis afleiding. 

Maxime and Patrick, being able to come home to our house, drink a beer, and beat you 

guys at Durak has been instrumental in enjoying my time outside of the PhD. Summarizing 

all the evenings we enjoyed together is impossible in this small ‘dankwoord’, but know that 

I  look back on them with very fond memories. Especially during corona, the fact that we 

were able to still hang out together because of living together made it so much easier to 

endure. I always knew that even when we moved to different houses, our bond would stay 

just as strong. I am very excited for all events and trips that will continue to happen in the 

future.  
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Mal, Sadly the trip to NL did not work out, but I am very glad we have kept contact over the 

years. The fact that you are not only academic weapon but also a corporate weapon inspires 

me to push for the best I can achieve.  

The nine‐team, ontzettend bedankt voor alle gezellige avonden, events, en vakanties. Dat 

we na al die vele jaren nog steeds zo hecht zijn is iets wat je zelden tegenkomt, en na zoveel 

jaar ook niet iets dat meer gaat verdwijnen. Van droge popcorn verkopen aan brugklassers 

tot chinees eten en mario karten, aan alles heb  ik fijne herrineringen overgehouden. Dit 

geldt natuurlijk ook voor de rest van de fwb.  

Pap, mam, Jonnie, ontzettend bedankt voor alle steun en gezelligheid over de jaren heen. 

Jullie hulp begon natuurlijk al ver voor de start van m’n PhD (om en nabij 28 jaar), en zal 

zeker ook ver na m’n PhD nog doorgaan ga  ik vanuit.  Ik ben hier erg dankbaar voor en 

ontzettend blij dat wij samen deze dag kunnen vieren. 

En  last, but absolutely not  least, Martie. Ontzettend bedankt voor al  je hulp en steun de 

afgelopen jaren. Je hebt mijn PhD alle 4 jaar kunnen mee maken, soms van erg dichtbij en 

ook  een  tijd  van  erg  ver weg. Ondanks mijn  chagrijnigheid  als  er  experimenten waren 

mislukt, papers waren  rejected, of  andere  stressvolle dingen,  lukte  t  je om me met de 

nodige dosis  afleiding  er door heen  te  slepen. Met  een beetje  geluk  zijn we net  terug 

gekomen van een welverdiende reis door Mexico. Ik hou ontzettend veel van jou en heb 

erg veel zin in de volgende avonturen die wij nog samen gaan beleven.  

 


