
1 
 

 

 

 

An Investigation of Double Strand 

DNA Repair in Human Papillomavirus 

Mediated Gynaecological Cancers 

 

 

Thesis submitted in accordance with the requirements of the University 

of Liverpool for the degree of Doctor in Philosophy  

by  

Laura Helen Cossar 

 

October 2022 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



2 
 

Abstract 

Background The DNA damage repair response is a key determinant of sensitivity to DNA 
damaging agents which are utilised for the treatment of gynaecological cancers. A 
significant proportion of cervical and vulval tumours are mediated by persistent high‐risk 
human papillomavirus (HPV) infection, which is associated with superior clinical outcomes 
when compared to HPV negative disease. The aims of this study were to investigate key 
effectors of the repair of DNA double strand breaks in cervical and vulval cancer to 
elucidate a potential mechanism by which HPV status influences DNA repair proficiency. 
The study also sought to establish an in vitro model of gynaecological cancers using fresh 
tissue from cervical and vulval tumours that was capable of facilitating investigation of the 
kinetics of DNA DSB repair in these tumours. 

Methods Immunohistochemical staining for phosphorylated ATM (pATM) and FANCD2 

were performed across a tissue microarray of cervical and vulval tumours, with 

comparative evaluation on an oropharyngeal cancer array. RNA was extracted from fresh 

and FFPE cervical and vulval cancer tissue to perform transcriptomic profiling of cervical 

and vulval cancers via Nanostring technology, with a focus on DNA repair genes as part of 

the PanCancer codeset. Tissues were assessed for high‐risk HPV presence via p16 status, 

DNA and RNA in‐situ hybridisation and/or HPV 16/18 real‐time qPCR. Primary cultures were 

established from fresh tissue collected and pilot studies performed to assess foci formation 

of RAD51, ATM and γH2AX at serial timepoints following exposure to ionising radiation. 

RAD51 immunofluorescence was also trialled in FFPE tissue. 

Results Lower levels of pATM are found in a proportion of cervical and vulval tumours 
compared to adjacent normal tissue, which could be hypothesised to confer increased 
radiosensitivity particularly as low pATM was found to be an independent predictor of 
improved survival following chemoradiation in the comparator OPSCC group. HPV positive 
tumours have increased nuclear pATM staining compared to HPV negative tumours, and 
therefore low levels of pATM activation are not a mechanism for the increased 
radiosensitivity of HPV positive tumours.  

The novel transcriptomic data comparing squamous cervical and vulval cancers highlighted 
common features of all tumours including increased expression of cell cycle genes and DNA 
repair genes, particularly of the homologous recombination repair pathway, with a trend 
towards increased expression of DNA repair proteins in HPV positive tumours. This analysis 
identified that gynaecological squamous cancers demonstrate low NR4A1/Nur77 
expression, which could be a potential biomarker of resistance to treatment and merits 
further investigation. This work also demonstrated the significantly dysregulated cytokine 
profile of vulval tumours which may inform future immunotherapy studies and identified 
the Hedgehog pathway as a potential therapeutic target in HPV negative vulval cancer. 

Primary cell cultures were successfully developed and characterised from fresh cervical and 

vulval tissue and pilot studies demonstrated the potential utility in assessing the dynamics 

of DSB DNA repair following ionising radiation.  

Conclusion There is no clear relationship between HPV and reduced levels of 

transcription/expression in a comprehensive panel of double‐strand DNA repair genes. This 

suggests that HPV does not alter the availability of cellular DNA repair factors, but perhaps 

alters the proficiency of DNA damage repair by other mechanisms which can be studied 

further in the developed primary cell resource.  
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Chapter 1. Introduction 

1.1 Human Papillomavirus‐associated Gynaecological Cancers and Current 
Treatment Strategies 

High risk strains of the Human Papilloma Virus (HR‐HPV) are widely prevalent and 

implicated in the aetiology of cervical cancers, vulval cancers and vaginal cancers (99%, 

43% and 70% respectively) (1). The predominant strains implicated are HPV 16, 18, 31 and 

33, which are widely transmitted via direct contact with infected epithelium (2). Together 

these gynaecological tumours present a significant global health burden, with cervical 

cancer ranking as the 4th most common cause of cancer related death in women 

worldwide with approximately 300,000 deaths per annum (3). The identification of HPV as 

an aetiological agent of cancer has led to the development of HPV vaccination and HPV 

screening programmes in many nations, which is anticipated to significantly reduce the 

incidence of HPV‐mediated cancers over coming decades (4). There remains a large 

population of women at risk from HPV‐related gynaecological malignancies who have not 

been vaccinated and whilst the World Health Organisation strategy towards elimination 

will be a breakthrough in the prevention of these diseases over coming decades, there 

remains a need to improve treatments for patients who develop these diseases, even if the 

elimination target of <4 cases per 100,000 women‐years is met in many years to come. 

The therapeutic modality for early stage disease in vulval, vaginal and cervical cancers is 

surgery, with or without adjuvant radiotherapy. Locally advanced disease is treated with 

ionising radiation which is often delivered with platinum chemotherapy (cisplatin), which 

acts as a radiosensitiser. Unfortunately, many patients have residual disease or disease 

recurrence following chemoradiation and in locally advanced cervical cancer the overall 5 

year survival ranges from 79% to 27% depending on stage of disease (5). Therapeutic 

options for women with recurrent, persistent, or metastatic cervical, vulval and vaginal 

cancer are limited. Response rates for women receiving platinum‐containing doublet 

chemotherapy for recurrent, persistent, and metastatic regimens are between 22‐29% (6). 

Some progress has been made with the addition of the anti‐angiogenic agent bevacizumab 

in this setting, which increases the median overall survival by 3.7 months versus 

chemotherapy alone (7). More recently the KEYNOTE‐826 trial demonstrated a benefit in 

adding pembrolizumab immunotherapy to chemotherapy +/‐ bevacizumab treatment in 

the first line setting, with improved median progression‐free survival of 2.2 months and 

improved overall survival at 24 months (HR 0.64) (8). It is anticipated that this data will 
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soon result in immunotherapy being incorporated into first‐line treatment schedules for 

cervical cancer patients in the UK. Despite these advances, there is very limited scope for 

second line treatment in the metastatic, recurrent, and persistent cervical cancer setting, 

as reflected by the poor survival outcomes in this setting. Currently only chemotherapy 

treatments are approved for metastatic, recurrent, or persistent vulval cancers in the 

second line setting,  again with modest survival outcomes (9).  

Targeted therapy with PARP inhibition has been widely incorporated into the management 

of another type of gynaecological malignancy (ovarian cancers), and these agents are an 

attractive strategy in tumours sensitive to DNA damaging agents, most strikingly in the case 

of high grade serous ovarian cancers in patients with inherited defects in DNA DSB repair 

(10). Pre‐clinical data in cervical cell lines and xenografts demonstrates that PARP inhibition 

can suppress the growth of multiple cervical cell lines, demonstrating delayed DNA repair 

kinetics and increased sensitivity to concurrent DNA damaging agents  (11‐13). 

Given the reliance on DNA damaging agents to treat this group of tumours, and the 

promising pre‐clinical data with PARP inhibitors, a greater understanding of the activity of 

DNA Damage Repair (DDR) may lead to novel therapeutic approaches to further sensitise 

tumours to treatment and improve outcomes.  

DNA damaging therapies such as Chemotherapy and ionising radiation (IR) activate the DDR 

via the induction of multiple DNA lesions, including DNA single‐strand breaks (SSB), inter‐

strand crosslinks (ICLs) and DNA double strand breaks (DSB). DNA DSB are the most 

genotoxic and can arise directly as a result of IR or indirectly from other types of damage, 

particularly when DNA lesions such as ICLs encounter a DNA replication fork in S‐phase. In 

the context of overwhelming DNA damage in replicating cells, the DDR activates 

programmed cell death (14).  

Cancer cell survival upon exposure to these treatments depends on the cells’ ability to 

withstand and repair DNA DSB and avoid apoptosis. It is recognised that HPV positive 

tumours are more sensitive to radiation therapy than HPV negative tumours arising from 

the same anatomical location (15‐17) and it is therefore hypothesised that HR‐HPV 

mediated carcinogenesis may impair the tumour’s ability to withstand DNA damage, but a 

potential mechanism for this has not yet been elucidated. 
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1.2 The DNA Damage Repair Pathway  

A background level of DNA damage occurs in all cells due endogenous and exogenous 

factors such as reactive oxygen species and UV radiation. The DNA damage repair response 

(DDR) exists to respond to DNA damage by halting cell cycle progression to facilitate the 

repair of DNA lesions to prevent mutagenesis and genomic instability. This process is an 

important mechanism to avoid carcinogeneiss in normal tissues, and if defective can lead 

to an increased incidence of malignancy (18). 

There are two major pathways by which DNA DSB are repaired in mammalian cells: 

homologous recombination repair (HRR) and non‐homologous end joining (NHEJ). HRR 

utilises the replicated sister chromatid as a template to accurately repair the lesion, and 

therefore is the method of choice during late S/G2 phase of the cell cycle. HRR activity is 

crucial to prevent mutagenic DNA changes from persisting in cells following replication 

(19). NHEJ directly joins the broken ends of DNA with minimal processing and is therefore 

more error‐prone and is consequently suppressed in S/G2 in favour of HRR. The type of 

dsDNA repair carried out at each site of damage largely depends upon which point in the 

cell cycle the damage is sustained, and which proteins predominantly bind to the broken 

ends of DNA. Several key HRR proteins are selectively expressed or activated by 

phosphorylation during S/G2 (20, 21). 

1.2.1 Homologous Recombination Repair (HRR) 

For HRR to take place the DNA DSB is bound by the MRN complex (MRE11, RAD50, NBS1) 

(Figure 1.1) activating end processing of the 3’ end of dsDNA by MRE11, exonuclease 1 and 

CtIP (22). ATM PI‐3 kinase is recruited to the site of DNA DSB and is activated by 

autophosphorylation at serine 1981. Phosphorylated ATM (pATM) directly and indirectly 

(via activation of Chk 2) phosphorylates proteins including γH2AX and BRCA1 triggering the 

activation and recruitment of proteins required for HRR (23). 

End processing by the MRN complex exposes ssDNA which is bound by replication protein 

A (RPA), and BRCA1 (associated with BARD1), BRCA2 (associated with PALB2), BRIP1, 

Fanconi Anaemia proteins (FANCD2, FANCG) and XRCC3 (24) are recruited to the site of 

DNA DSB. These proteins facilitate the loading of RAD51 recombinase onto the 3’ overhang 

of DNA which displaces RPA and forms a nucleoprotein filament structure which can search 

for sequence homology with the sister chromatid to identify the correct template for DNA 

repair (25). Once such a sequence is found RAD51 facilitates strand invasion and utilises the 
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new DNA association to create a new section of DNA based on the sister chromatid 

template. The product of this is a Holliday Junction, which is resolved to complete the 

process of DNA repair and leave behind a fully intact sister chromatid (26).  

1.2.2 Non Homologous End Joining (NHEJ) 

In contrast to HRR, NHEJ can occur at any point during the cell cycle, although primarily 

utilised in G1 when Homologous recombination repair is not possible and proteins 

promoting NHEJ preferentially bind to the DNA site (27). It may also occur preferentially if  

 

 

 

Figure 1.1 Homologous Recombination Repair (HRR) of Double Strand DNA Breaks   
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HRR is absent or compromised. For NHEJ to take place the DNA DSB is protected from end 

resection by binding of the Ku70/Ku80 heterodimer, building a synaptic complex including 

Ku70/Ku80, 53BP1, MDC1 and E3 ubiquitin ligase RNF8/RNF168 (28). Ku70/Ku80 then 

recruits DNA dependent protein kinase (DNA‐PK) which is auto‐phosphorylated and 

regulates the process of aligning the two ends of DNA. Ligase 4 complexed with XRCC4 and 

interacting with XLF then join the two ends (29).  If there has been damage to bases 

flanking the site of DNA break, then other processing by Artemis nuclease can occur but 

this is error‐prone due to lack of DNA template (30).  

1.2.3 The Fanconi Anaemia Pathway 

A specific type of DNA lesion induced by platinum chemotherapy is the inter‐strand cross 

link (ICL) where two nucleotides are covalently linked together, preventing DNA strand 

separation for replication. If unresolved the stalled replication fork can collapse forming a 

DNA DSB, which requires repair by HRR. A part of the DDR named the Fanconi Anaemia 

(FA) pathway is thought to be important in resolving ICLs at stalled converging replication 

forks, preventing DNA DSBs. FA pathway is made up of 22 proteins (FANC A‐W) and shares 

proteins with the HRR pathway including BRIP1/FANCJ, BRCA1/FANCS, RAD51/FANCR, 

PALB2/FANCN and BRCA2/FANCD1.  

ATR PI3 kinase is activated by RPA and TopBP1 at sites of ICL (Figure 1.2) and directly, and 

indirectly by activating Chk1, it phosphorylates FA proteins including  FANCM  which 

identifies branched DNA at a stalled replication forks in association with FAAP24 (FA core 

complex association protein 24), MHF1/FAAP16 and MHF2/FAAP10 (31) . This provides a 

platform for the assembly of the rest of the FA core complex at the site of the ICL including 

FANC A/B/C/E/F/G/L/T/FAAP100/FAAP20 (32). BRCA1 also plays a role on clearing the site 

of ICL to allow core complex formation (33). 

Core complex formation results in the mono‐ubiquitination of the FANCD2/FANCI 

heterodimer by the E3 ligase activity of FANCL and E2 ubiquitin‐conjugating enzyme 

FANCT/UBE2T, resulting in retention of FANCD2/FANCI on chromatin at the site of ICL (31, 

34, 35). The efficiency of FANCD2 mono‐ubiquitination is influenced by the ubiquitinated 

form of PCNA (36). Regulation of the recruitment of FANCD2/FANCI to sites of damage is by 

ATM/Chk2 and ATR/Chk1 mediated phosphorylation of these proteins (37‐39). 

The mono‐ubiquitinated FANCD2/FANCI heterodimer acts with other FA proteins 

(FANCP/SLX4, FANCQ/ERCC4/XPF – ERCC1 heterodimer) and multiple nucleases (FAN1, 
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MUS81/EME1) to create nucleolytic incisions flanking the ICL on one strand of DNA, 

releasing it from the ICL (40). FANCD2/I heterodimer promotes translesion synthesis (TLS) 

to complete DNA synthesis of the intact strand which then forms a template for the repair 

of the DNA DSB in the sister chromatid by HRR, in which FA proteins such as FANCD2 and 

FANCG may also play a role (41). 

1.2.4 Activation of Cell Cycle Arrest and Apoptosis  

To facilitate the repair of DNA lesions encountered in the replicating cell, a reversible cell 

cycle arrest is coordinated by the DDR until such a time as the DNA is repaired. If DNA 

damage is encountered such that it overwhelms the cellular repair mechanisms, then 

apoptosis is triggered to prevent the survival and replication of cells with high levels of 

damage/mutations. Genes involved in this process act as tumour suppressor genes. The 

efficacy of DNA‐damaging therapeutics is dependent on the ability of the target cell to 

repair DNA damage and to activate cell death in the event of catastrophic levels of DNA 

damage.  

A key regulator of these processes is the transcription factor p53, whose levels are 

regulated by ubiquitination by Mdm2 E3 ubiquitin ligase which activates proteasomal 

degradation of p53 (42). In response to DNA damage or cellular stress, Mdm2 is 

phosphorylated by ATM and p53 is phosphorylated by ATM/ATR/Chk2/Chk 1 and DNA PK, 

inhibiting mdm2 mediated ubiquitination of p53, suppressing its degradation and activating 

the transcriptional activity of p53 (Figure 1.3). It is also likely that other factors influence 

transcriptional activity of p53 such as acetylation, p53 gene expression, p53 mRNA stability, 

and interactions between Pirh 2‐p53 and ARF‐Mdm2 (43, 44). 

The fate of cells upon activation of p53 is thought to depend on the extent of p53 

activation, but also the dynamic changes of p53 over time (45). Pulsed, short‐lived 

activation of p53 is thought to be more likely to lead to a reversible cell cycle arrest for DNA 

repair, whilst sustained damage is more likely to result in cellular senescence and limitation 

of the growth of damaged cells.  High levels of p53 activation beyond a certain threshold 

promote apoptosis, possibly due to higher affinity p53 binding sites on cell cycle arrest 

gene promoters than on pro‐apoptotic gene promoters (46). Thus, the determination of 

cell fate is a complex process, influenced by post‐translational modifications of p53, and 

likely related to relative levels of key cell cycle arrest/pro‐apoptotic proteins (45, 47). 
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Figure 1.2 – Inter‐strand Crosslink Repair by the Fanconi Anaemia Pathway.  
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A gene highly responsive to p53 induction is the cyclin‐dependent kinase inhibitor p21 

which facilitates cell cycle arrest at multiple junctures by inhibition of cdk2/cyclin E, 

cdk4/cdk6/cyclin D, cdk1/cyclin B, and cdk1/cyclin A (48). This in turn prevents 

phosphorylation of retinoblastoma protein (Rb), which remains in a bound state to the E2F 

transcription factor, repressing the transcription of genes required for cell cycle 

progression and DNA replication. p21 also inhibits DNA replication by direct interaction 

with PCNA and DNA Polymerase δ (48). 

High levels of p53 activation induce pro‐apoptotic genes including BH3 domain‐only 

proapoptotic proteins which activate the intrinsic apoptosis pathway via mitochondrial 

outer membrane permeabilization (Puma, Noxa, Bad, Bax, Bak, p53AIP1) and death 

receptors/apoptotic execution factors which facilitate the extrinsic apoptosis pathway (Fas, 

Dr4, Killer/Dr5, Apaf1, caspase 6, Bnip3L) (47). There is also evidence that p53 directly 

interacts with pro‐apoptotic factors in mitochondria to promote apoptosis (47). 

In summary, tumour response to DNA damage is dependent on a complex interplay 

between multiple cellular pathways and appropriate recruitment and activation of their 

components. It is recognised that disruption in these pathways (such as p53 mutations, 

ATM mutations, BRCA mutations) not only predispose to cancer development but can 

influence the response to DNA damaging therapies (18). Persistent HPV infection promotes 

the development of dysplasia and cancer through mechanisms which alter cellular 

response to stress, including DNA damage, to tip the balance in favour on ongoing 

proliferation versus cell cycle arrest and allow acquired mutations to be passed on to 

progeny cells.   
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Figure 1.3 p53 activation of Cell Cycle Arrest and Apoptosis.  
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1.3 The HPV Life Cycle  

The human papillomaviruses are DNA viruses from a large family containing over 200 types, 

about 40 of which can infect the genital areas and of these 15 (HPV 16, 18, 31, 33, 35, 39, 

45, 51, 52, 56, 58, 59, 66, and 68) are termed high risk (HR‐HPV) and having oncogenic 

potential. Low risk types often cause no disease but can cause genital warts. 

The HPV genome is shown in Figure 1.4 and consists of early (E) and 2 late (L) genes. E1 and 

E2 are necessary for viral replication as they recognise the viral origin of replication. E1 acts 

as a helicase to facilitate DNA replication and E2 acts as a transcriptional regulator of viral 

genes (49). The E4 gene contributes towards genome amplification, binds to cytokeratin 

structure of host cells and is implicated in virion release (50) 

E5, E6 and E7 are considered viral oncogenes (Figure 1.5). E6 mediates the ubiquitination 

and degradation of p53 by facilitating interaction between E6‐AP (an E3 ubiquitin ligase) 

and p53 (51, 52). The E7 protein has a high affinity for binding Rb protein and its family 

members p107 and p130, resulting in the release and activation of E2F transcription 

factors. Therefore, both E6 and E7 contribute to loss of cell cycle G1 arrest in response to 

DNA damage and contribute towards cell transformation (53, 54). E5 is also implicated in 

this process but the mechanism of this is less well defined, and possibly due to interaction 

with growth factor receptor signalling (55). 

The late genes, L1 and L2 are capsid proteins expressed in the later phases of HPV infection 

when virions are released from the epithelial surface for transmission. 

 

 

Figure 1.4 The HPV genome adapted from Cid‐Arregui et al 2009(56) 
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Figure 1.5 p53 and E2F dysregulation by HR‐HPV E6 and E7 

 

1.3.1. HR‐HPV Infection and Maintenance Phase in Basal Epithelium 

The HPV virus enters the basal layer of the squamous epithelium in areas where there is 

loss of epithelial integrity. HPV genomes exist in extrachromosomal, nuclear, episomal form 

and HPV copy numbers are retained by replication of episomal DNA during S phase 

alongside cellular DNA replication, as the HPV genome does not include a DNA polymerase 

(Figure 1.5). During this maintenance phase, the expression of early viral proteins E1 and 

E2, which target cellular replication proteins to the viral origin of replication, are supressed 

by host miRNA 145 and E1, the viral helicase, is exported into the cytoplasm by Crm1 

dependent export (57, 58). This supresses viral genome replication to low levels. 

1.3.2 HR‐ HPV infection in Differentiated Keratinocytes (Amplification Phase) 

When infected keratinocytes begin to differentiate in the upper layers of the epithelium, 

they divide more rapidly and the amplification phase of the HPV life cycle initiates, with an 

elevation of E1 and E2 levels and a retention of E1 in the nucleus (Figure 1.5). HPV E2 

protein in complex with BRD4 promotes tethering of the viral genome to cellular DNA at 

sites of replicative stress and forms a viral replication centre with E1 and the viral episome 
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(59). This ensures a good supply of replicative factors and that viral genomes will be divided 

between daughter cells on mitosis alongside genomic DNA. Viral replication centres induce 

a localised DDR activation which is necessary to provide the cellular machinery required for 

viral DNA replication (51, 60), which may occur outside of S phase due to the presence of 

E1/E2 which are not inhibited by the cellular checkpoint response. Many of the proteins 

involved in DNA DSB repair have been identified as localizing at centres of viral replication, 

in particular those associated with HRR, and it is possible that during genome amplification 

HPV uses a recombination‐dependent mechanism of DNA replication (61).  

To prevent constitutive activation of the DDR from abrogating cell cycle progression and 

inducing apoptosis, HPV oncoproteins E6 and E7 inhibit p53 and Rb respectively (Figure 

1.5). There is also evidence that E7 increases the levels of SIRT1, which has been identified 

as a negative regulator of p53 (62). 

1.4 HPV associated Oncogenesis 

Most women will encounter a HR‐HPV infection (HPV 16, 18, 31 and 33) at some stage in 

their lives, but this rarely causes the development of an HPV‐associated high grade 

dysplasia or cancer. This largely reflects the ability of the host immune system to clear the 

virus. In cases where HR‐HPV viral persistence occurs, there is a well‐recognised spectrum 

of intraepithelial neoplasia (CIN, VIN, VAIN) which at an early stage most commonly 

regresses but can lead to the development of invasive cancer if left untreated (Figure 1.5) 

(63).  The development of such malignancies is largely attributed to the oncogenic effects 

of high risk E6 and E7 proteins which have been associated with chromosomal instability 

and double‐stranded DNA breaks in infected keratinocytes (64, 65). However, the presence 

of high risk E6 and E7 is not sufficient to directly cause the development of cancer. It is 

likely that chromosomal instability causes cells to develop oncogenic mutations during a 

persistent infection with high levels of E6/E7 expression which are passed onto daughter 

cells in the context of aberrant cell cycle control and inappropriate DNA damage checkpoint 

recovery (53, 66). 

Integration of the episomal HPV genome into the cellular genome is also recognised as a 

key event in the development of HPV‐associated cancers (67).  As HPV does not encode an 

integrase gene, this process is likely facilitated by genomic instability and DNA DSB, with 

integration more commonly occurring at common fragile sites (68‐72). There is some 

evidence for viral insertion in proximity to oncogenes and altered transcription of these 
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following HPV genome insertion (73), however this does not appear consistently and is 

unlikely to play a major role in the development of HPV associated cancers (70, 71, 74, 75). 

 

 

 

 

Figure 1.6 HR‐HPV carcinogenesis in Squamous Epithelium adapted from Cohen et al (76) 
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It is more likely that HPV genome integration contributes to the oncogenic process by 

promoting E6/E7 expression in the basal layers of the epithelium, in contrast to the usual 

site of E6/E7 expression in differentiated keratinocytes in the upper layers of the 

epithelium, which are shed during the normal process of skin maintenance. During HPV 

genome integration, there is often evidence of loss of E2, the transcriptional regulator of 

the E6/E7 promoter region (36)(77). There is also evidence that viral genomic integration 

may lead to increased mRNA stability of E6 and E7 transcripts (78). Both of these 

circumstances may increase E6/E7 oncoprotein levels and promote unregulated cellular 

proliferation (78‐80).   

E6 and E7 have other putative oncogenic roles in addition to their effects mediated by p53 

and Rb. E6 has been identified as promoting hTERT expression which may contribute to cell 

survival by maintaining telomere length (81). E7 has also been implicated in the 

acceleration of claspin degradation, resulting in DNA damage checkpoint recovery in G2 

which is permissive of cellular division in the presence of unrepaired DNA damage (82‐84).  

1.5 The Relationship between HR‐HPV infection and DNA Damage Repair in 
Gynaecological Cancers 

As highlighted thus far in this chapter, HR‐HPV infection can significantly alter the cellular 

response to stress and DNA damage, but the extent to which DDR pathways are altered in 

HPV‐associated gynaecological malignancies, and how this may influence treatment 

outcomes, is yet to be fully established (61). 

1.5.1 Fanconi Anaemia Syndrome is Associated with an increased risk of HPV‐
associated Gynaecological Cancers 

The rare clinical syndrome, Fanconi Anaemia (FA), is a recessive genetic disorder associated 

with loss of any one of the 22 proteins which make up the Fanconi Anaemia family, with 

resulting loss of functionality of the FA pathway and chromosomal instability. FA patients 

have a general predisposition toward the development of haematological and solid 

malignancies, contributed to by the loss of HRR function and increased NHEJ in S phase, a 

more error‐prone mechanism of repair with increased potential for malignant 

transformation (85, 86). The observed frequency of anogenital squamous cancers 

significantly exceeds that of other solid malignancies in this group of patients and therefore 

it is possible that the loss of FA pathway activity is particularly deleterious in the context of 

HPV malignant transformation.  
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Two studies have identified HPV DNA associated with the majority of anogenital cancers in 

FA patients (87, 88), although this finding is not universal (89). The apparent absence of 

HPV in some of these tumours may be due to the accumulation of sufficient chromosomal 

damage that ongoing E6/E7 expression is no longer needed for tumour propagation, which 

may account for the absence of detection of HPV in some of these tumours (90).  

Possible mechanisms for this high incidence of gynaecological squamous cancers in the FA 

population include enhanced viral persistence (91), increased propensity for viral genomic 

integration at common fragile sites (92) and increased oncogenic potential of HR‐HPV 

oncogenes(93).  

In vitro studies and FA deficient transgenic mice models demonstrate an important role for 

the FA pathway in supressing E7 mediated oncogenesis (94‐96), showing that loss of FA 

pathway activity in HPV positive immortalised keratinocytes leads to increased cellular and 

viral replication, increased levels of E7, and increased chromosomal abnormalities.  

Similarly, FANCD2 deficient cells can be transformed by the transfection of HR‐HPV E6  or 

E7 alone (97). These associations have led to interest in evaluating the activation status of 

the FA pathway in HPV‐associated cancers arising in patients the non‐FA population. One 

hypothesis is that a degree of loss of functionality of the FA pathway may predispose 

individuals to HPV mediated oncogenesis at these sites. A second hypothesis is that HPV 

infection may somehow impair the functionality of the FA pathway, and that this may be a 

step towards malignant transformation in HPV‐associated cancers.  

There is little conclusive data from polymorphism studies to define the role of FA 

polymorphisms/SNPs in predisposition to squamous gynaecological cancer. Two large 

studies, in Sweden and Costa Rica, assessed FA protein polymorphisms in populations of 

women with CIN 3/invasive cancer against matched controls. The Costa Rican study (91) 

demonstrated that the FANCA G501S polymorphism was associated with an increased risk 

of CIN 3/cancer. This however was not replicated in the findings from the Swedish 

population (98). There have been smaller studies that supported an association between 

SNPs in BRCA 2/FANCD1 and FANCJ/BRIP 1 with an increased risk of cervical cancer (99, 

100) and a study in the Chinese Han population, found that the SNP rs7213430 at the 3’UTR 

of FANCJ was associated with susceptibility to cervical cancer (100).  

The Cancer Genome Atlas survey of cervical cancer identified a low level of mutations in FA 

pathway genes in cervical cancer specimens, the most prevalent of which are in FANCA 

(2.7%) and FANCD2 (2.1%) (101) while whole Exome Sequencing of vulval cancer, 
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demonstrated a nonsense mutation in FANCA in 1 out of the 6 HPV positive specimens 

(102). These findings are in keeping with FANCA being recognised as the most frequently 

mutated FA gene across many different populations and as the gene most commonly 

responsible for the phenotype of FA syndrome if mutated copies are acquired from each 

parent (103). The carriage of mutated FA genes (BRCA2/FANCD1, FANCC, FANCJ/BRIP1, 

FANCD2) has been shown to increase the risk of certain cancers, predominantly breast and 

ovarian, and a Swedish population study demonstrated that carriers of mutations in 

BRCA2/FANCD1 have an increased risk of cervical cancer (99). There also is evidence to 

suggest that BRCA1/FANCS mutation carriers have an increased relative risk of developing 

cervical cancer when compared to the general population (3.72 fold) (104). However, given 

the small numbers of FA gene mutations identified and the population prevalence of 

cervical cancer, it is unlikely that the carriage of FA gene mutation is a major pre‐disposing 

factor to HPV‐associated oncogenesis. 

The acquisition of FA pathway impairment in tumours during the process of HPV‐associated 

oncogenesis is a more likely hypothesis and pre‐clinical studies suggest a role for the FA 

pathway in limiting the chromosomal instability caused by HPV E7 action. Therefore, 

acquired impairment of FA activity during HPV infection could potentially increase the risk 

of malignant transformation, but this hypothesis has not been extensively studied and 

there is little conclusive data regarding the status of FA pathway functionality in HPV‐

associated cancers and how this could potentially influence tumour therapeutic response. 

Epigenetic analyses have shown that hypermethylation of the FANCF gene was found in 

30% of primary cervical tumours studied with a significantly higher frequency in younger 

patients, although these changes were not observed in pre‐malignant cervical smears 

(105). The same study also identified FANCF hypermethylation in 3 secondary cell lines, 

which demonstrated down‐regulated expression of FANCF, and 3 other cell lines 

demonstrated down‐regulated FANCF mRNA in the absence of promoter 

hypermethylation.  

FANCD2 foci are increased in the presence of HR‐HPV E7 in vitro, and UVIN samples 

demonstrate upregulation of FANCD2 gene expression when compared to normal vulval 

epithelial/low risk HPV condylomas (84, 106), but the activation status of the FA pathway is 

unknown in pre‐malignant and malignant lesions. A greater understanding of the 

functionality of the FA pathway in HPV mediated tumours is required to test the hypothesis 

of impaired functionality contributing to HPV carcinogenesis. 
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1.5.2 Homologous Recombination Repair in the presence of HR‐HPV  

HR‐HPV oncoproteins E1 and E7 cause increased levels of DSB DNA breaks, activating the 

DDR via ATM and phosphorylation of downstream proteins (107‐109). This is also seen in 

the presence of HPV 16, 18 and 31 genomes, although to a lesser degree as with ectopic E1 

expression, possibly due to the co‐activity of E2 (107, 109, 110). E6 mediated degradation 

of p53 has been shown to induce upregulation of BRCA1 and increase RAD51 activity (111, 

112). 

It is increasingly recognised that episomal viral replication induces a local DDR activation, 

perhaps with a greater dependency on ATR phosphorylation of γH2AX as a reflection of 

replication stress response (107) , but with ATM co‐localising at sites of viral replication, 

especially in differentiated cells where it is thought necessary for viral amplification (108, 

113). HRR proteins identified at sites of viral replication include γ 2AX, the MRN complex, 

RAD51, BRCA1, ATM, ATR, RPA, Chk1 and Chk2 (61, 113‐115). The impact of viral 

replication on the DDR in cancer cells is not yet well understood; especially as 

carcinogenesis is associated with viral DNA integration into the cellular genome (107, 116).  

Intriguingly, despite a recognised activation of many proteins involved in HRR in the 

presence of HR‐HPV, the presence of E7 appears to reduce the ability of cells to repair DNA 

DSB induced by ionising radiation (54, 82) and this raises the possibility of functional 

disruption of DNA repair in HPV‐associated tumours.  A greater understanding of the 

proficiency of DSB DNA repair within HPV‐associated tumours, and the effect this has on 

treatment efficacy, may lead to novel therapeutic approaches. If tumours demonstrate an 

impairment of DNA DSB repair, this may be therapeutically exploited. 

1.6 Treatment Response in HPV‐mediated Gynaecological Cancers  

In clinical practice HPV positive cervical and oropharyngeal cancers are recognised as being 

more radiosensitive than their HPV negative counterparts, and HPV positive vulval tumours 

have superior outcomes to HPV negative (15‐17, 117, 118). The reason for the increased 

radiation sensitivity in HPV positive OPSCC when compared to HPV negative disease is yet 

to be established, but OPSCC cell line evidence suggests that impaired DNA DSB repair by 

HRR could be a contributing factor (83, 119).  

Treatment resistance to chemotherapy and radiotherapy remains a problem for this group 

of tumours and attempts to modulate the DDR to enhance therapeutic response in cervical 

cancers are ongoing, as reviewed and published by the Author of this thesis (120). 
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In cervical cancer there is evidence to suggest that genetic polymorphisms of RAD51 and 

RAD52 are associated with treatment failure (121, 122). One study of irradiated peripheral 

blood leucocytes from cervical cancer patients with complete response demonstrated 

increased DNA DSB in response to radiation when compared to those who had an 

incomplete response (123). Therefore, the response to treatment may not only be dictated 

by tumour‐specific factors but also genetic factors. The identification of patients with 

inherent resistance to DNA‐damaging therapies prior to treatment would allow potential 

treatment stratification. 

ATM is a specific protein of interest with regards to cervical cancer, as impaired levels of 

transcription have been associated with high miRNA‐18a expression and ATM methylation 

or deletion (124‐126). Elevated miRNA ‐18a correlates with increased cervical cancer 

radiosensitivity to radical radiation treatment in vitro and in vivo, possibly through ATM 

repression (124, 125) and a large study correlated high levels of phosphorylated ATM 

expression in pre‐treatment cervical cancer samples with worse loco‐regional control and 

disease‐specific survival following radiation with or without chemotherapy (127).  

Downstream of ATM, multiple effector proteins have been demonstrated to have 

generalised pre‐treatment upregulation in in locally advanced cervical tumours which are 

non‐complete responders when compared to complete responders, including 

BRCA1/BRCA2/FANC D2/BRIP 1/RAD51 (17). There appears to be heterogeneity in the 

levels of DNA repair proteins across cervical tumours, with some cases of cervical cancer 

demonstrating BRCA1 repression by promoter hypermethylation or other mechanisms 

(105, 128). Further work is required to evaluate any potential association between tumour 

HPV status and DDR proficiency in gynaecological cancers. If the presence of HPV influences 

the ability of tumour cells to repair DNA DSB, comprehensive analysis of DDR protein 

expression and activation may identify biomarkers of response to therapy (11). 
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Chapter 2 Thesis Hypotheses and Aims 

Evidence to date implicates HR‐HPV E6 and E7 proteins in roles abrogating the DNA 

damage response by overcoming the G1/S cell cycle checkpoint and contributing to 

replication stress and increased genomic instability, a central hallmark of cancer.  

Paradoxically, despite evidence of activation of the DDR by HPV proteins, in vitro evidence 

from oropharyngeal cancer (OPSCC) secondary cells lines indicates a possible impairment of 

DNA DSB repair capacity in HPV positive tumours when compared to HPV negative 

tumours, and this would be in keeping with the clinical radiosensitivity seen in tumours at 

this anatomical site (129). OPSCC and gynaecological cancers (cervical and vulval cancers) 

share the aetiological agent of HR‐HPV, and the much less studied vulval cancer has a 

similar proportion of HPV positive and negative cancers to OPSCC (although the aetiological 

factors for HPV negative cancers differ at these sites; smoking and alcohol in OPSCC and 

chronic inflammation/lichen sclerosis/smoking in vulval cancer). A hypothesis can therefore 

be considered that gynaecological HPV‐mediated squamous cancers may exhibit impaired 

DNA DSB repair compared to HPV negative disease, and that this may be associated with 

impaired activation of the DDR. Hypothesised candidates for impaired activation in cervical 

tumours are the Fanconi Anaemia pathway and the DNA damage sensor ATM. 

There are challenges in assessing the effect of HPV on DNA DSB repair capacity in cells in 

vitro. It is probable that the effects of ectopically expressed HPV oncoproteins in 

transformed secondary cell lines will not be entirely reflective of transformed cancer cells 

in vivo. Such studies give us insights into mechanistic actions of proteins studied but fail to 

take into account the actions of other genes encoded in the viral genome. There is growing 

evidence of HPV viral replication centres activating the DDR, and therefore the presence of 

the viral genome and its status (episomal or integrated) may influence cell fate in response 

to DNA DSB. It is also likely that cancers will have acquired cell mutations as a consequence 

of HPV malignant transformation that are not reflected in transfected cell models, and 

there may well be genetic predispositions or systemic factors at play in cells that have 

become malignant in the context of HPV persistence. Studies of secondary cancer cell lines 

abrogate some of these issues, but these models are susceptible to changes due to cell 

immortalisation and high numbers of passaging in vitro. Studies of DNA DSB repair 

capability in early passage cancer cells in vitro would provide a better model. 

Firstly, this project aims to develop resources to facilitate the investigation into the status 

of DNA DSB repair in cervical and vulval cancers. An ethically approved study will be set up 
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to collect biological samples and formalin fixed paraffin embedded (FFPE) tissue will be 

utilised to develop a tissue microarray (TMA) of cervical tumours, vulval tumours and 

normal tissues to study protein expression of phosphorylated ATM and FANCD2. This tissue 

will also be used for RNA extraction to facilitate transcriptional profiling of cervical and 

vulval cancers via Nanostring technology, with a particular focus on DNA repair genes. 

Secondly, fresh tissue will also be collected from study participants to allow the 

development of primary cells as a novel resource for in vitro study of DNA DSB repair 

following ionising radiation in cervical and vulval cancer. Such cells will be subject to 

immunofluorescence studies to assess phosphorylated γ 2AX foci as a marker of DNA DSB 

frequency pre‐ and post‐irradiation and to determine if RAD51 foci are appropriately 

formed on induction of DNA damage as a marker of HRR proficiency.  

The proposed studies aim to provide novel data on the status of key DDR proteins at the 

transcriptional, protein expression and functional levels in cervical and vulval cancers (HPV 

positive and negative). Such studies will help to inform further clinical studies, particularly 

with regards to potential biomarkers of response to DNA damaging agents and response to 

novel types of therapy such as PARP inhibitors, which work by exploiting underlying 

deficiencies in HRR. 
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Chapter 3 Materials and Methods 

3.1 Tissue Microarray Assembly  

A tissue microarray (TMA) containing triplicate 0.8mm cores of formalin fixed paraffin 

embedded tissue (FFPE) was made as previously described by Parsons et al (130) using an 

Alphametrix MTA‐1 manual arrayer. The array was sectioned on a microtome (4µm 

thickness) and mounted on a glass slide for staining. 

3.2 p16, pATM, FANCD2 Immunohistochemistry 

P16 immunohistochemistry on TMA sections/cell pellets (fixed in neutral buffered formalin 

at 4 oC) was performed and interpreted by M Robinson, consultant histopathologist 

(Newcastle) as previously published (131). Immunohistochemistry for pATM and FANCD2 

was performed on TMA sections following deparaffinisation, rehydration and heat‐induced 

epitope retrieval using the Dako‐PT Link machine with low pH antigen retrieval solution (pH 

6) at 96oC as per manufacturer’s guidance. The EnVision FLEX system (Agilent) was used for 

benchtop staining as per manufacturers guidance utilising a horseradish peroxidase 

reaction and DAB+ chromogen visualisation. The primary antibodies FANCD2 (H‐300) 

sc28194 and pATM sc47739 (Santa cruz biotechnology) were diluted to 1:100 with antibody 

dilutent and 100µl of the antibody solution was incubated on the slide for 30 minutes. 

EnVision Flex rabbit and mouse linker antibodies were used respectively as provided by 

manufacturer. Negative staining controls were performed with no primary antibody and 

positive staining controls with sections expected to express FANCD2 or pATM, with 

reference to the human protein atlas (normal tonsillar tissue, normal lymph node tissue). 

Following immunohistochemistry, the slides were stained with haematoxylin (45 seconds), 

immersed in acid alcohol (1 second) and Scott’s tap water (30 seconds) with a wash in 

running tap water between each step. The slides were then dehydrated in a series of 

ethanol (x5) and xylene (x2) and a coverslip mounted with one drop of DPX mountant 

Sigma‐Aldrich).  The slides were scanned by an Aperio digital pathology system (Leica 

biosystems) and visualised using the Aperio ImageScope software for analysis. 

3.3 HR‐HPV Assessment with RNA in situ Hybridization 

RNA in situ hybridisation (ISH) for HR‐HPV types 16, 18, 31, 33, 35, 52 and 58 was 

performed and interpreted by M Robinson, consultant histopathologist (Newcastle) on 
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TMA sections/formalin‐fixed cell pellets using the HPV RNAScope® kit (ABCDbio) as 

previously published (132). 

3.4 mRNA Extraction from Tissue or Cell Culture 

From tissue; tissue previously frozen with isopentane and stored at ‐70 oC (protocol in 

Appendix A) was thawed or fresh tissue removed from RNAlater® (Thermo Fisher) in a class 

II safety cabinet. The tissue was dissected into small pieces with a sterile scalpel and 

trimmed to remove any macroscopic areas not containing epithelium such as blood vessels. 

Frozen tumour biopsies were taken only from areas of macroscopic identifiable tumour 

away from the clinical margin. Frozen samples were only included in the study if 

subsequent histological evaluation from fixed tissue removed concurrently or subsequently 

confirmed malignancy. Tissue was homogenised in a Precellys®24 homogeniser using a 

ceramic bead tube (CK 68‐R) with 700µl of QIAzol® lysis reagent (Qiagen).  

From cell culture; the cell pellet was suspended in 700µl QIAzol lysis reagent (Qiagen) and 

homogenised in a QIAshredder® spin column centrifuged for 2mins at 13000rpm. 

RNA was extracted from either tissue or cell culture lysate using the miRNAeasy kit 

(Qiagen) as per manufacturer’s guidance using chloroform to separate RNA into the 

aqueous phase which was then mixed with 100% ethanol to precipitate the RNA. RNA was 

then collected and purified using the miRNAeasy spin column with a DNAase digest step. 

The quality and quantity of RNA eluted in RNAase free water was assessed by the 

Nanodrop® 1000 spectrophotometer (Thermo Fisher) and the RNA 6000 Nano Kit on the 

2100 Bioanalyser (Agilent) as per manufacturer’s instructions. 

3.5 mRNA Extraction from FFPE Tissue  

The paraffin was removed from FFPE tissue cores (1mm diameter and 2‐3mm depth) by the 

addition of 1ml xylene and incubation at 50oC for 3 minutes.  The tissue pellet was spun 

down (centrifuged 13500rpm for 2 minutes) and after incubating on ice for 5 minutes the 

paraffin/supernatant was removed. The residual xylene was removed by spinning the pellet 

in 1ml of 100% ethanol (centrifuged at 13500rpm for 2 minutes) and removing the 

supernatant before allowing any residual ETOH to evaporate. The mRNA was extracted 

using the RNeasy FFPE kit (Qiagen) as per manufacturer’s instructions including tissue lysis 

by proteinase K in PKD digestion buffer during incubations at 50oC (15minutes) and 80oC 

(15 minutes). mRNA was then extracted including a DNase incubation, 100% ethanol RNA 
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precipitation and RNA collection and purification on a RNeasy MinElute spin column. The 

quality and quantity of RNA eluted in RNAase free water was assessed by the Nanodrop® 

1000 spectrophotometer (Thermo Fisher) and the RNA 6000 Nano Kit on the 2100 

Bioanalyser (Agilent) as per manufacturer’s instructions. 

3.6 Multiplex Gene Expression Analysis on the nCounter® SPRINT Profiler 

100ng‐200ng of input mRNA was used to perform multiplex RNA hybridisation and 

quantification using a the nCounter® PanCancer Pathways codeset (Nanostring) as per 

manufacturer’s instructions. Data quality control was performed on the n solver 4.0 

software. 

3.7 Real Time qPCR for HPV 16 E6 and HPV 18 E6 

300‐500ng input RNA was used for a reverse transcription reaction to produce cDNA for 

PCR analysis using the QuantiTect® Reverse Transcription Kit (Qiagen) and the Biosystems 

2720 thermocycler as per manufacturer’s guidance. The quality and quantity of the cDNA 

was evaluated by the Nanodrop® 1000 spectrophotometer.  

Multiplex PCR reactions were performed on the Applied Biosystems® 7500 FAST Dx Real‐

Time PCR instrument as follows. A total reaction volume (25μl) in each reaction contained 

12.5μl Taqman™ Gene Expression Master Mix (Thermo Fisher), 500 nM of each primer, 250 

nM of probe, 100‐200ng genomic DNA and δH20 to make up the remaining volume. Primer 

and FAM‐MGB labelled Taqman™ probe for HPV 16 E6 and HPV 18 E6 had previously been 

designed and custom made (by Applied Biosystems) as described by Schache et al (131). 

These were multiplexed with VIC‐TAMRA labelled beta actin probe (Applied Biosystems) as 

an endogenous reference gene. Reactions were performed in duplicate for all samples. The 

HPV16 positive cervical cancer cell line caski (ATCC CRL‐1550) and HPV 18 positive Hela (UK 

Health Protection Agency Culture Collections – 93021013) were used as positive controls 

and calibrators for the assay. Negative controls wells were plated with no input cDNA.  

3.8 Cell Culture 

All cell culture was performed with sterile equipment in a class II safety cabinet and flasks 

incubated at 37 oC in 5% CO2. Secondary cell lines siha (ATCC HTB‐35), caski (ATCC CRL‐

1550), Hela (UK Health Protection Agency Culture Collections – 93021013) and 3T3 

fibroblasts (from N Powell, Cardiff) were cultured in 25 cm2 or 75cm2 vented flasks 

(Corning) with Dulbecco’s modified Eagle’s Medium (DMEM, Gibco) supplemented with 
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10% fetal bovine serum, 1% L‐glutamine, 1% non‐essential amino acids and 1% 

penicillin/streptomycin. Cells were passaged when 70‐80% confluent by exposure to 

trypsin‐EDTA, which was quenched by 10ml DMEM and cells pelleted by centrifugation at 

1200rpm for 5mins. Cells were then resuspended in fresh medium for transfer to new flask. 

Prior to use as a feeder layer, 3T3 cells were irradiated with 60Gy in a CellRad x‐ray 

irradiator (Faxitron Bioptics, USA). 

3.9 Primary Cell Culture 

Biopsy tissue was collected and transported as per the ‘Tumour tissue procurement to 

allow establishment of primary cell cultures for use in Human papillomavirus‐mediated 

cancer research Protocol (Version 1.2)’ (Appendix A). The tissue was processed, and 

primary cells cultured as per ‘Primary Cell Culture Protocols for Gynaecological Tissue’ 

(Appendix A). 

Spheroid cultures were attempted by seeding cells in ultra‐low attachment (ULA) 96 well 

plates with 100µl of media.  

3.10 Cell Immunofluorescence for Pancytokeratin 

Cells were seeded onto glass slides and in culture media and left to attach for 48hours. 

Slides were then washed with ice cold PBS and cells fixed with pre‐chilled 100% methanol 

for 20 minutes at ‐20oC. Cells were washed and then permeabilised with Triton X‐100 

(Sigma) 0.5% (in PBS) for 5 minutes and incubated with a blocking solution (5% goat serum 

and 0.1% Triton X‐100, made up in PBS) for 1 hour on a rocker. The slides were then stained 

sequentially with a pancytokeratin primary antibody solution (ab9377, abcam, 1:200 in 

blocking solution) and secondly a secondary antibody solution (Alexa‐fluor goat anti rabbit 

555, Themo Fisher) for 1 hour at room temperature on the rocker (with a wash in 

between). The secondary antibody was kept in the dark. Negative controls had no primary 

antibody added to chamber. The slides were then washed with PBS, mounted with 

Fluoroshield containing DAPI (Sigma) and sealed with clear nail varnish. They were stored in 

the dark at 4oC until image capture, which was performed as soon as possible on an 

Olympus BX61 fluorescent microscope with a Photometrics CoolSNAP HQ2 CCD camera. 

The MicroManager software was used to capture images.   
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3.11 DNA Extraction 

DNA was extracted from cell culture and tissue lysates using the DNeasy Blood and Tissue 

Kit (Qiagen). 

From cell culture; cells at 70‐80% confluency were washed and lysed in the tissue culture 

flask using 200µl PBS, 20µl proteinase K and 200µl AL buffer. 200µl of 100% Ethanol was 

added to the lysate in the flask and mixed by tapping the flask gently. 

From fresh frozen tissue; frozen tissue was thawed in class II safety cabinet and dissected 

into small pieces with a sterile scalpel. Tissue was homogenised in a Precellys®24 

homogeniser in a ceramic bead tube containing 180µL ATL buffer and the homogenate was 

lysed by the addition of 20µL proteinase k incubated at 56oC until all tissue dissolved. 200µL 

AL buffer and 200µL 100% ethanol were added and mixed by gentle tapping.  

The samples from either source of tissue were then centrifuged in a DNAeasy mini spin 

column and the DNA was washed and eluted as indicated in the manufacturer’s handbook. 

The quality and quantity of the DNA was assessed on the Nanodrop® 1000 

spectrophotometer. 

3.12 STR profiling and Mycoplasma Testing 

DNA samples were normalised to 2ng/µL and PCR amplification and STR profiling was 

performed using the Promega GenePrint® 10 system (by A Birss, Institute of Systems, 

Molecular and Integrative Biology) as per manufacturer’s instructions. Results were 

visualised and interpreted on the Gene Mapper software (Thermo Fisher).  

Mycoplasma testing was performed by the Institute of Systems, Molecular and Integrative 

Biology Mycoplasma testing service at the University of Liverpool utilising the E myco PCR 

detection kit (Chembio), with 50ng‐100ng DNA input for the PCR reaction. The presence of 

mycoplasma DNA was assessed by agarose gel electrophoresis and imaged on ChemiDoc 

MP imaging system (Bio‐Rad). 

3.13 Clonogenic Survival Assays  

Clonogenic survival assays were performed by seeding a defined number of cells across 

multiple in 6 well plates which were subsequently irradiated with 0Gy, 1Gy, 2Gy or 4GY 

using a CellRad x‐ray irradiator (Faxitron Bioptics, USA). After 11‐13 days incubation they 

were stained with 6% glutaraldehyde and 0.5% crystal violet as previously described (129). 
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Stained colonies were counted on the GelCount colony analyser (Oxford Optronics, Oxford, 

UK).  

3.14 Cell Immunofluorescence 

Cell immunofluorescence was performed on primary cells at defined timepoints following 

exposure to ionising radiation with a method adapted from a Homologous recombination 

assay protocol written by M Price (Manchester).  A defined number of cells (2.5 x 103‐ 10 x 

103) were seeded into a chamber slides (Lab‐Tek 8 well NUNC coated) with 300µL of the 

appropriate media. The slides were incubated within a 9cm petri dish in an incubator at 

37oC in 5% CO2 for 24‐48hours to allow cell attachment. The chambers were subsequently 

irradiated with 2Gy‐4Gy in a CellRad x‐ray irradiator (Faxitron Bioptics, USA). The media 

was changed post irradiation. At defined timepoints (1hr, 2hr, 4hr, 8hr) the media was 

removed, the cells were washed with ice cold PBS and cells fixed with pre‐chilled 100% 

methanol for 20 minutes at ‐20oC. The methanol was washed off with PBS and 300 µL PBS 

added to the chambers for storage overnight at 4oC. 

The cells were permeabilised with Triton X‐100 (Sigma) 0.5% (in PBS) for 5 minutes and 

washed in PBS. Blocking solution was made up from 5% goat serum (Sigma) and 0.1% 

Triton X‐100, made up in PBS. 200µL of block was added to each chamber (kept in a petri 

dish) and rocked on ice for 1 hour. Primary antibody solutions were made up in block 

solution. Rabbit anti‐RAD51 EPR4030 (Abcam ab133534) 1:1000, mouse anti‐phospho‐

Histone H2A.X (Ser139) clone JBW301 (Millipore, 05‐636‐I) 1:1000, mouse phosphorylated 

ATM (santa cruz 47739) 1:500 and rabbit FANCD2 (H:300) (santa cruz 28194) 1:300. 200µL 

primary antibody was added to the chamber wells and the slides were rocked on ice for 1 

hour. Negative controls had no primary antibody added to chamber.  

Secondary antibodies were made up in blocking solution at a concentration of 1:1000 

(Alexa‐Fluor donkey anti‐mouse 488 and goat anti rabbit 555 Life, Thermo Fisher) and kept 

away from light by wrapping in foil. After washing the chambers with PBS, secondary 

antibodies were added to each chamber (200µL) and the chambers were rocked for 1 hour 

as previously described, covered in foil. After a wash with PBS the chamber walls were 

removed with forceps and a coverslip as mounted with Fluoroshield containing DAPI 

(Sigma). The slides were sealed with clear nail varnish and stored in the dark at 4oC until 

image capture, which was performed as soon as possible on an Olympus BX61 fluorescent 

microscope with a Photometrics CoolSNAP HQ2 CCD camera. The MicroManager software 

was used to capture images which were imported into Image J for analysis.   
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3.15 FFPE Immunofluorescence 

Immunofluorescence was performed on 4µm FFPE sections with a method adapted from 

previous publications assessing RAD51 expression in fixed tissue samples (133). Slides 

underwent heat‐induced epitope retrieval using the Dako‐PT Link machine as previously 

described in section 2.2 except using high pH antigen retrieval solution (pH 9). Slides were 

permeabilised in 0.2% Triton™ X‐100 (made up in PBS) for 20 minutes, washed with PBS 

and incubated with 100‐200µL (enough to cover area) of 1:10000 solution of DNase I 

(Omega bio‐tek) made up in PBS at 37 oC in a humidified chamber for 1 hour. The slides 

were then washed with PBS and incubated with 200µl of blocking solution (1% Bovine 

serum albumin and 2% fetal bovine serum in PBS) for 30mins at room temperature. 

The slides were then stained with 200µl of geminin antibody (Monoclonal anti‐Geminin 

clone 1A8 WH0051053M1, Sigma, 1:xxx in blocking solution) for one hour on the benchtop, 

followed by a PBS wash and staining with 200µl of secondary antibodies (Alexa‐fluor 

donkey anti‐mouse 488 1:1000, Thermo Fisher) for 1 hour in the dark.  The slides were then 

washed and fixed in 4% paraformaldehyde for 15mins in a fume hood. The slides were then 

washed and stained with the RAD51 antibody (Abcam ab133534, 1:500 in blocking 

solution) and washed and stained with the secondary antibody (Alexa‐fluor goat anti rabbit 

555 1:1000, Thermo Fisher) in the same way as the geminin staining. The cells were then 

again fixed with 4% paraformaldehyde and a coverslip mounted with Fluoroshield 

containing DAPI (Sigma) and sealed with clear nail varnish.  
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Chapter 4 – Tissue Microarray Immunohistochemistry  

4.1.TMA Assembly and Core Evaluation 

Archived FFPE cervical and vulval tumour tissue blocks were obtained under the study 

‘Tumour tissue procurement to allow establishment of primary cell cultures for use in 

Human papillomavirus‐mediated cancer research’ (protocol version 1.2, Appendix A). 

Archived normal cervical tissue blocks were obtained from the Liverpool Tissue Bank. A 

summary of tissue samples used with clinicopathological data is found in Appendix B. These 

tissue blocks were from pre‐treatment biopsies and surgical specimens, depending on the 

availability of each. A representative hematoxylin and eosin (H&E) stained slide by for each 

block was reviewed and marked (tumour tissue, normal tissue) by a histopathologist with 

expertise in gynaecological cancers (S Ruthven). Tumour, adjacent normal and normal 

cervical tissues were then sampled in triplicate across the TMA as 0.8mm punches using the 

Alphametrix MTA‐1 manual arrayer. The array was sectioned on a microtome (4um 

thickness) and fixed onto a glass slide for staining.  

A section of each TMA utilised underwent H&E staining and p16 staining which was 

reviewed by histopathologists with the appropriate expertise (S Ruthven, M Robinson) to 

confirm contents of each tissue core and determine p16 status as a surrogate marker of 

HPV status. A representative section was also utilised to perform HR‐HPV RNA hybridisation 

(M Robinson) to assess for HR‐HPV presence (HPV ACDBio RNAScope probe HPV 16, 18, 31, 

33, 35, 52 and 58). There was a higher incidence of HPV negative cervical cancer (30%) than 

would be expected, with the literature estimating the rate of cervical cancers testing 

negative for HPV between 5.5‐11%, and many of these representing false negatives (134). 

This highlights the importance of multi‐modality HPV testing, such as the use of HPV‐DNA 

ISH in addition to HPV RNA ISH, which may reduce false negative rates. 

For the purposes of this analysis, analyses for HPV status were performed using both p16 

and HPV RNA status separately, as three of the six cervical cancers with negative HPV RNA 

ISH were p16 positive, and p16 has previously been utilised as a surrogate marker of HR‐

HPV status in gynaecological cancers (106). It is possible that RNA degradation during 

fixation led to false negative HPV RNA ISH, or that genotypes not included in the panel were 

present.  
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4.2 ATM 

4.2.1 ATM in HPV mediated Gynaecological Cancers 

The first protein investigated by immunohistochemistry in this study was phosphorylated 

ATM (serine 1981) (pATM). In addition to the assembled TMA containing cervical and vulval 

tumour tissue, TMA sections were available within the group from previous work (A 

Schache, F Greaney) containing oropharyngeal squamous cancer (OPSCC) samples, 

constructed in the same manner as the gynaecological TMA but with 1mm tumour cores 

(132, 135). TMA sections containing OPSCC cores were therefore also stained to strengthen 

the comparison of HPV positive versus HPV negative tumours and also facilitate cross‐

comparison of results at a third anatomical site.  

ATM is of particular interest in HPV‐associated gynaecological tumours as there is evidence 

to suggest that expression may be supressed in a proportion of cervical tumours. 

Mechanisms for this include ATM promoter methylation and LOH on chromosome 11q22‐

23 (126). A study of a large sample set of cervical cancers by Indra et al demonstrated 

promoter methylation in up to 36% of cases and deletion of ATM in 31% cases (126). This 

resulted in just under half (49%) of cases having at least one form of ATM genetic 

alteration, and 16.4% having biallelic methylation/deletion. The study demonstrated a 

correlation between ATM methylation/deletion and reduced ATM transcripts and ATM 

protein expression in a small subset of tumours. The effect on levels of activated ATM 

(phosphorylated at serine 1981) were not reported, although comment was made that the 

staining of pATM was predominantly cytoplasmic, which may be considered surprising 

given its nuclear role in coordinating the DDR. Survival curves in the large cohort of 

tumours indicated that ATM methylation or deletion were associated with worse overall 

survival (126). The samples included a wide range of disease stage (I‐IV) and treatment 

schedules for the patients are not known. 

A second study in a large cohort of locally advanced cervical cancers (treated with radiation 

+/‐ chemotherapy) by Roossink et al assessed immunohistochemical expression specifically 

of ATM phosphorylated at serine 1981 (pATM) (127). This study classified pATM expression 

as high or low with an approximately 50% split between the two cohorts. High levels of 

pATM were associated with a worse outcome in terms of disease‐specific survival. ATM 

methylation or deletion status were not assessed in this study.  
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These two studies present a discrepancy between the predominant sub‐cellular localisation 

of pATM in cervical cancer; the epitomics EP1890Y antibody demonstrated nuclear pATM 

predominance, with the santa‐cruz sc47739 antibody reported as showing a predominantly 

cytoplasmic stain (126, 127). Phosphorylated ATM is thought to exist within both cellular 

compartments as a dimeric form in the cytoplasm which is monomerised and transported 

into the nucleus to promote DNA repair following DNA damage (136).  The roles of 

cytoplasmic pATM are still under investigation and include insulin signalling, mitochondrial 

function, and triggering of apoptosis via interaction with Akt (137, 138). Therefore, 

cytoplasmic ATM could have a role in determining cell fate via apoptosis on exposure to 

DNA damaging therapies independently of DNA repair. The two studies also demonstrate 

different associations with ATM and pATM and disease‐specific survival. The Indra et al 

study indicated that ATM methylation or deletion (which was associated with low ATM 

transcription/expression) was associated with worse survival, and the Roossink et al study 

indicating that low pATM was associated with better survival. A poor/inverse correlation 

between ATM gene expression and ATM activation/phosphorylation may explain these 

findings. 

On review of the literature of squamous tumours at other HPV‐related sites, there appears 

to be a common theme of ATM gene alteration by methylation and LOH at Chromosome 

11q22‐23. Studies of OPSCC have demonstrated ATM promoter methylation in 25%‐42% of 

cases studied (139, 140), and a further study of HNSCC (the majority from the oropharynx) 

demonstrated ATM loss in 60% of cases (141). Deletions of ATM have also been seen in 

anal cancer, and loss of 11q identified as a feature of vulval cancers (142‐144).  To my 

knowledge, no relationship between ATM/pATM status and tumour HPV status has been 

studied at any anatomical site. 

This study aims to clarify the status of phosphorylated ATM in untreated cancer samples 

from the cervix, vulva and oropharynx, and normal control tissues form the same 

anatomical locations. I have chosen to use a p‐ATM antibody which demonstrated both 

nuclear and cytoplasmic staining during staining protocol optimisation. This will provide 

novel data for cervical, vulval and oropharyngeal tumours utilising this antibody, and will be 

comparable to the findings of Roossink et al who performed the largest study of pATM to 

date in cervical cancer using an alternative antibody. This data should clarify the 

predominant staining pattern for pATM in these tumours (nuclear or cytoplasmic), how 

expression levels of pATM correlate with (matched) normal tissues, HPV status, 

clinicopathological data and outcome data. This analysis will also allow patterns of pATM 
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expression to be correlated with ATM transcription when paired samples are analysed by 

the Nanostring technology in a later study.  

4.2.2 Phosphorylated ATM Immunohistochemistry Optimisation and Staining 

Optimisation of antibody staining was performed and a concentration of 1:100 selected to 

give representative staining with minimum background. Multiple tissue microarray sections 

were stained by immunohistochemistry using the Dako Flex System as per manufacturers 

guidance. The stained slides were scanned electronically using the Aperio system for 

scoring by trained reviewers (S Ruthven, L Cossar, G Gill). 

4.2.3 Development of pATM Immunohistochemistry Scoring System 

No standardised scoring system exists for evaluation of pATM, and therefore a scoring 

system was devised for this study (Table 4.1). Previous studies in cervical cancer have 

utilised scoring systems combining two scores (staining intensity score and percentage of 

epithelial/tumour cells stained) to give an overall staining level. A novel scoring system was 

designed to separately evaluate nuclear and cytoplasmic pATM scoring for analysis, using 

staining intensity and percentage of tumour cell stained. The scores for both cellular 

compartments were then used to give an overall level of pATM expression. After 

recognising that the tissue samples demonstrated overall high percentages of pATM 

staining, the categories for percentage staining scores were selected to separate the data 

into approximately equal tertiles. Representative tissue cores for nuclear and cytoplasmic 

staining intensity are found in Figure 4.1. Each core was scored by independently by two 

assessors and where there was discrepancy the cores were re‐reviewed, and a consensus 

reached between two reviewers. The mode of intensity and percentage scores for nuclear 

and cytoplasmic staining across the available duplicate/triplicate cores were used for the 

final analysis. Where no mode was available a mean was calculated and rounded up to the 

nearest integer.  
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Table 4.1 pATM immunohistochemistry scoring system 

 

4.2.4 – Summary of Cores Analysed  

The total number of tissue samples that were available for analysis is summarised in Table 

4.2. A degree of core loss occurred during the sectioning and staining of the TMA. Data was 

available from at least two cores in 70% of tumour cases.  

 

Table 4.2 Summary of Clinical Samples Analysed for pATM Expression 

Anatomical Location  Tumour   Normal  

HPV 

DNA/RNA 

ISH positive 

HPV 

DNA/RNA 

ISH 

negative 

HPV 

DNA/RNA 

status 

unknown 

 

Cervix  14  6  0  33 

Vulva  3  21  0  19 

Oropharynx   43  42  17  31 

 

4.2.5 Comparative Expression of pATM in Cervical, Vulval and Oropharyngeal 
Cancers 

The predominant staining pattern seen in cervical cancers was nuclear, with 85% of 

tumours having a higher nuclear score than cytoplasmic score. This was also the case in 

Nuclear Intensity   Nuclear percentage   Total Nuclear Score   Overall 

Score 

1  None/low  1  0‐50%   

2‐6 

 

 

 

4‐12 

2  Moderate   2  60‐80% 

3  High   3  90‐100% 

Cytoplasmic Intensity  Cytoplasmic 

percentage 

Total Cytoplasmic 

Score 

1  None/Low  1  0‐40%   

2‐6 2  Moderate   2  50‐80% 

3  High  3  90‐100% 
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65% of OPSCC. Vulval tumours had more cytoplasmic staining relative to the other tumour 

types, with only 48% of tumours having a greater nuclear pATM staining score than 

cytoplasmic. 

The mean values for overall and nuclear staining for pATM in tumour and normal tissues 

are shown in Figure 4.2 and Figure 4.3. There was a significant increase in the overall and 

nuclear staining values in OPSCC and cervical cancers compared to normal tissue, but no 

changes seen in the vulval cancer cohort. No tumour demonstrated significantly altered 

cytoplasmic staining values when compared to normal tissue.    

 

 

 

Figure 4.1 Microscopy images demonstrating typical appearances of nuclear pATM staining 

intensity 1, 2 and 3 (A, B and C) and cytoplasmic pATM staining intensity 1, 2 and 3 (D, E 

and F). 
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Figure 4.2 Overall pATM staining scores displayed by tissue type *denotes statistical 

significantly change (independent t test) between tumour tissue and normal tissue from 

site of origin (p= 0.05 for cervical cancer, p<0.001 for OPSCC) 

 

Figure 4.3 Nuclear pATM staining scores displayed by tissue type *denotes statistical 

significantly change (independent t test) between tumour tissue and normal tissue from 

site of origin (p= 0.016 for cervical cancer, p<0.01 for OPSCC) 

 

Further analysis was performed on the matched samples (tumour and adjacent normal) 

available in the gynaecological cancer cohort to determine relative expression (12 cervical 

cancers, 16 vulval cancers). Overall pATM scores were lower in 33% of cervical tumours and 

19% of vulval tumours compared to tissue of origin. 
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A shared feature of the cervical and OPSCC is a high proportion of HPV‐mediated cancers 

when compared to the vulval cohort (Table 4.2). The possibility that overall increases in 

pATM staining in these cancers could be related to HPV status was examined. When all HPV 

positive tumours were analysed in comparison to all HPV negative tumours, there was no 

significant different in overall pATM staining scores. However, when nuclear and 

cytoplasmic scores are analysed independently, there is a significant increase in nuclear 

pATM scores and a significant decrease in cytoplasmic pATM scores when HPV positive 

tumours are compared to HPV negative ones (p =0.003 and p=0.002 respectively). This 

pattern is also seen when the OPSCC cohort is analysed separately by HPV status although 

the decrease in cytoplasmic staining does not reach statistical significance (p = 0.04 and 

p=0.139).  

4.2.6 Association of pATM Expression with Clinical Outcomes 

To facilitate statistical analysis of the pATM staining data with clinical outcomes, a 

simplified version of staining score was devised. Such an approach has been previously 

utilised in cervical studies of pATM, having been adapted from OPSCC studies evaluating 

other proteins of interest (126, 145). In addition to applying these categories to the overall 

staining scores, it was also applied to the total nuclear and total cytoplasmic staining as 

seen in Table 4.3. Categories were assigned after a review of the spread of the original 

scoring data (Appendix B). Two categories (High, Low) were assigned unless the data 

exhibited a normal distribution in which case three categories (Low, Moderate, High) were 

used to preserve the integrity of the data. This scoring system was applied to the 

mode/median score for each tissue sample as before.  

Table 4.3 – Simplified pATM Immunohistochemistry Scoring System applied for data 

analysis  

 

Total Nuclear Score  Overall Score  

2‐4  Low  4‐6   Low 

 

5‐6  High  7‐9  Moderate 

 Total Cytoplasmic Score 

2‐3  Low  10‐12  High 

4‐6  High 
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The simplified immunohistochemical staining scores were analysed in the SPSS statistical 

software program, utilising Chi squared cross‐tabulations and survival outcome data 

analysed by Kaplan Meir and Cox regression analysis. There were no significant associations 

between total nuclear, total cytoplasmic or overall pATM staining and sex of the patient, 

stage of disease, alcohol consumption or smoking in the OPSCC cohort. The majority of the 

patients were smokers, drank more alcohol than UK guidelines and were of stage 3 or 4 

disease as classified by TNM 7 (146). The only significant association between pATM 

staining and stage of the disease in the vulval or cervical cancer cohorts was that the more 

advanced cervical cancers (stage 3 or 4, n=3) had a significantly higher total cytoplasmic 

score p=0.009. All of these cases were HPV negative, and therefore this could be a 

reflection of HPV status given the proposed relationship between HPV negative tumours 

and increased cytoplasmic pATM. 

When all tumour types were analysed together, there was a significant association 

between lower total pATM nuclear scores and disease recurrence (p =0.034). When OPSCC 

and gynaecological tumour cohorts were analysed separately the same association was 

identified (p = 0.007, p = 0.035 respectively). There was also a significant association 

between HPV negative disease and disease recurrence in both the OPSCC and 

gynaecological cohort (p=0.004, p=0.011). There was no association with recurrence with 

stage, alcohol consumption, smoking history, sex, or age of patients. The lack of association 

between stage and recurrence is likely a reflection of the small numbers of high stage 

disease in the gynaecological tumours, and the low numbers of early stage disease in the 

OPSCC cohort. 

Overall survival was analysed for the OPSCC group only due to the smaller numbers and 

heterogenous cases/treatment schedules in the gynaecological cohort. There was no 

association found between overall or nuclear pATM scores and disease‐specific survival, 

Figure 4.4. As previously reported, HPV status was found to be significantly associated with 

disease‐specific survival, with HPV positive disease (determined by p16 or HPV ISH) having 

significantly greater survival (p=0.002, p<0.001) (Figure 4.5).  
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Figure 4.4 Kaplan‐Meier Plot of disease‐specific survival in OPSCC by pATM nuclear scoring 

(1=low, 2=high)  

 

 

 

 

 

Figure 4.5 Kaplan‐Meier Plot of disease‐specific survival in OPSCC by HPV status 

(0=negative, 1=positive) 
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Cox regression analysis was performed with the variables of disease stage, HPV status and 

pATM status to identify the impact of nuclear pATM levels on survival (Tables 4.4 and 4.5). 

identified nuclear pATM staining as a significant independent variable in survival outcomes 

in the group treated with (chemo)radiotherapy as part of their primary therapy with low 

nuclear pATM scores being associated with increased survival (p = 0.025, HR 19), and a 

trend towards this finding in all OPSCC, irrespective of treatment received (p=0.073, HR 

4.1). 

 

Table 4.4 ‐ Cox regression analysis of OPSCC survival in patients receiving radiation therapy 

with or without chemotherapy 

 

  B  SE  Wald  df  Sig.  Exp(B)  95.0% CI 

for 

Exp(B) 

HPV 
status 

‐5.507  1.928  8.159  1  0.004  0.004  0 

Stage  ‐2.888  1.301  4.932  1  0.026  0.056  0.004 

Nuclear 
score 

2.976  1.325  5.04  1  0.025  19.606  1.459 

 

Table 4.5 ‐ Cox regression analysis of OPSCC survival in all OPSCC patients 

  B  SE  Wald  df  Sig.  Exp(B)  95.0% CI 

for 

Exp(B) 

HPV 
status 

‐2.555  0.808  10  1  0.002  0.078  0.016 

Stage  ‐0.141  0.805  0.031  1  0.861  0.869  0.179 

Nuclear 
score 

1.421  0.793  3.212  1  0.073  4.141  0.876 

 

4.2.7 Discussion  

This study has added to the current knowledge of the status of ATM activation in cervical, 

vulval and OPSCC cancers, not only by assessing levels of phosphorylated ATM, but also in 

evaluating the distribution of pATM between subcellular compartments. Overall and 

nuclear levels of pATM are elevated in cervical and OPSCC, but not in the vulval cancer 

cohort. The increased number of HPV‐mediated cancers in the cervical and OPSCC cohorts 



52 
 

do not account for the increased overall level of pATM staining in these tumours, but 

analysis by HPV status does demonstrate an increased shift to nuclear pATM and loss of 

cytoplasmic pATM in HPV positive tumours. This could possibly be due to increased nuclear 

shuttling of pATM in this context. Previous studies have identified ATM nuclear activation 

by HR‐HPV viruses (108, 109). Possible mechanisms for this have been postulated in recent 

publications such as ATM activation at viral replication centres or the accumulation of 

unrepaired DNA damage due to impaired cellular DNA repair kinetics in the presence of 

HPV (61, 113, 147, 148) Recently, a similar study on cervical cancer also evaluated pATM 

nuclear status, demonstrating higher nuclear pATM in cervical cancer than normal cervix 

and a trend towards higher nuclear pATM  in HPV positive tumours, corroborating the 

findings of this analysis (149). 

This study also demonstrates that increase in overall pATM is not universal during the 

malignant transformation from normal cervix and cervical cancer, with a third of cervical 

tumours demonstrating a lower overall pATM staining score. This is consistent with the 

evidence in the literature of ATM loss by promoter methylation or deletion in a subset of 

tumours (126), although it is possible (but not likely) that these tumours are exhibiting 

lower levels of DDR activation than surrounding tissues due to lower endogenous DNA 

damage. These findings lend credence to the hypothesis that pATM status of tumours, in 

particular the expression of nuclear pATM, can be influenced by transcriptional activity and 

HPV presence.  

HPV status is the strongest predictive factor of disease‐specific survival for OPSCC, and this 

is widely acknowledged in the literature (150). A possible mechanism for this is increased 

radiosensitivity linked to delayed DNA repair kinetics (129). It seems unlikely that the 

increased radiosensitivity of HPV positive OPSCC tumours is mediated by loss of pATM 

function, given the increased levels of nuclear pATM identified in this population, although 

this study was not able to assess the dynamic response of ATM to exogenous DNA damage 

or completion of DNA DSB repair. This study highlighted that low pATM levels have been 

associated with an increased rate of recurrence in both gynaecological and OPSCC cohorts, 

and it is possible that this is a reflection of the HPV status of the tumours, as HPV negative 

tumours are more likely to have low nuclear pATM levels. However, this did not translate 

into an inferior survival in OPSCC patients with low nuclear pATM levels at baseline, in fact 

there is a trend towards improved survival in OPSCC with low nuclear pATM. This can be 

explained by the results of the cox regression analysis identifying nuclear pATM staining as 



53 
 

a significant independent variable in survival outcomes, with low nuclear pATM favouring 

better survival, despite its association with HPV status. Low pATM may be associated with 

HPV negative cancers with a worse prognosis, but if a tumour has low pATM it may be 

more radiosensitive due to loss of DDR activation and DNA DSB repair. This is also in 

keeping with the data in cervical cancer by Roossink et al which identified better outcomes 

in patients receiving chemoradiotherapy for locally advanced cervical cancer who had low 

nuclear pATM expression within a cohort of HPV positive tumours (127).  

To further understand the dynamics and functionality of pATM in gynaecological tumours it 

would be useful to determine the relationship between transcription of ATM and pATM 

expression in untreated tissues, and this will be taken forward in the planned Nanostring 

study evaluating ATM transcripts in RNA extracted from the same FFPE tissue blocks as 

utilised for the TMA. An assessment of dynamic DNA repair following radiation would also 

be useful in cervical and gynaecological tumour cell lines to determine if low baseline pATM 

results in delayed repair kinetics. 

4.3 FANCD2 

4.3.1 FANCD2 in HPV mediated Gynaecological Cancers 

The second protein selected for evaluation by immunohistochemistry was FANCD2, a 

critical effector of the Fanconi Anaemia (FA) pathway of DNA repair proteins. Loss of 

functionality of this pathway due to the biallelic loss of a FA gene (Fanconi anaemia 

syndrome) has been associated with a high risk of anogenital squamous cell cancers 

including vulval and cervical cancer (151, 152). Previous mouse model studies have 

demonstrated that lack of FA pathway activity is associated with increase development of 

HPV‐mediated cancers (94, 153). Oropharyngeal cancer shares HPV‐mediated aetiology 

with cervical and vulval cancer and a prior study demonstrated a loss of FANCD2 

immunohistochemistry staining during malignant transformation in HPV positive tonsillar 

cancers (154). This is possibly associated with Chromosome 3p25 loss, which is frequently 

seen in oral cancers (155)  Another study demonstrated no evidence of reduced FANCD2 

transcription in oral cancers and therefore other mechanisms may also be responsible for 

lower FANCD2 protein expression (155, 156). Whether FANCD2 loss exists in gynaecological 

HPV‐mediated tumours has not been established, although Chromosome 3p25 loss is also 

recognised in CIN, VIN, and cervical cancer (157‐159). Santegoets et al described increased 

FANCD2 transcription in HR‐HPV associated VIN when compared to normal vulva, but vulval 

cancers were not included in this study (106). A study into the status of FANCD2 in cervical 
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and vulval cancers could lead to new insights into the development and treatment of these 

tumours. Given the key role of the FA pathway in repairing damage induced by 

chemoradiotherapy, FANCD2 could potentially be a biomarker of response to treatment, as 

suggested by work from Balacescu et al in locally advanced cervical tumours (17).  

The actions of FANCD2 are widely acknowledged to be nuclear with regards to the 

maintenance of genomic integrity, but FANCD2 also exists within the cytoplasmic 

compartment. The presence of cytoplasmic staining has previously been associated with a 

more favourable prognosis in breast and ovarian cancer (160, 161). The study in breast 

cancer patients estimated the percentage of cells expressing cytoplasmic FANCD2, whilst 

the study in ovarian cancer chose to look at cytoplasmic staining intensity. This study of 

FANCD2 expression will therefore seek to characterise the protein levels of FANCD2 in both 

nuclear and cytoplasmic compartments in cervical and vulval cancers, as assessed by 

percentage of stained cells and staining intensity. The second aim will be to determine if 

levels of FANCD2 expression during malignant transformation in OPSCC are associated with 

clinical outcome data.  

4.3.2 FANCD2 Immunohistochemistry optimisation and staining 

Multiple tissue microarrays were stained with a rabbit polyclonal FANCD2 antibody (Sc ‐

21894), which had previously been utilised in a publication evaluating FANCD2 expression 

in breast cancer (160).  This antibody demonstrates both nuclear and cytoplasmic FANCD2 

staining. 

Antibody optimisation was undertaken using the DAKO Envision Flex system as per 

manufacturer’s instructions and a dilution of 1:100 was selected as the optimal antibody 

concentration to provide sufficient staining intensity and to minimize background staining 

(Figure 4.6).  

4.3.3 Development of a FANCD2 Immunohistochemistry Scoring System 

There is no standardised staining system for FANCD2 immunohistochemical evaluation, and 

therefore a scoring system was devised to separately evaluate nuclear and cytoplasmic 

FANCD2 to determine if subcellular localisation of this protein may be of relevance in 

addition to total protein expressed. The scoring was based on staining intensity and 

percentage of epithelial/tumour cells stained as demonstrated in Table 4.6. The nuclear 
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and cytoplasmic score were then combined to demonstrate an overall FANCD2 expression 

score.  

Table 4.6 – FANCD2 immunohistochemistry scoring system 

 

Each core was scored independently by two assessors (L Cossar, G Gill or S Ruthven) and 

where there was discrepancy between scores the cores were re‐reviewed, and a consensus 

reached between two reviewers.  

4.3.4 – Summary of Cores Analysed 

A total number of 183 tissue samples were available for analysis as summarised in Table 

4.7. The normal samples were adjacent normal (cervix and vulva) and a set of normal cervix 

controls. Each clinical case was sampled in triplicate across the TMA, but some core loss 

occurred during the sectioning and staining of the TMA. Data was available from at least 

two cores in 82% of tumour cases and 42% of normal tissue samples. The mode of the 

scores across the duplicate/triplicate cores was used for the final analysis. Where no mode 

was available a mean was calculated and rounded up to the nearest integer.  

 

Nuclear Intensity   Nuclear percentage   Total Nuclear Score   Overall 

Score 

1  None/low  1  0‐30%   

2‐6 

 

 

 

4‐12 

2  Moderate   2  40‐60% 

3  High   3  70‐100% 

Cytoplasmic Intensity  Cytoplasmic 

percentage 

Total Cytoplasmic 

Score 

1  None  1  0%   

2‐6 2  Low/moderate  2  10‐70% 

3  High  3  80‐100% 



56 
 

 

Figure 4.6 Microscopy images demonstrating typical appearances of nuclear FANCD2 

staining intensity 1, 2 and 3 (A, B and C) and cytoplasmic FANCD2 staining intensity 1, 2 and 

3 (D, E and F). 

 

Table 4.7 – Summary of Clinical Samples available for FANCD2 Immunohistochemical 

Analysis  

Anatomical Location  Tumour   Normal  

HPV 

DNA/RNA 

ISH positive 

HPV 

DNA/RNA 

ISH 

negative 

 

HPV 

DNA/RNA 

status 

unknown 

Cervix  11  6  0  32 

Vulva  3  22  0  19 

Oropharynx   47  37  5  0 
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4.3.5 Comparative Expression of FANCD2 in Cervical, Vulval and Oropharyngeal 
Cancers 

Normal tissues (cervix and vulval) both demonstrated FANCD2 staining with a nuclear 

predominance in the majority of cases (74%, 84% respectively). The relative degree of 

cytoplasmic staining increased with malignant transformation in both gynaecological 

tumour groups with cervical cancers demonstrating 47% nuclear predominance, 29% 

cytoplasmic predominance. Vulval tumours similarly had 40% of tumours with higher 

nuclear FANCD2 staining scores and 32% with higher cytoplasmic staining scores. Due to 

constraints on TMA sections available, there was no normal OPSCC tissue stained, but the 

OPSCC samples demonstrated low levels of relative nuclear FANCD2 staining with 24% 

having higher nuclear staining scores and 55% having higher cytoplasmic staining scores. A 

similar trend was seen in both the HPV negative and HPV positive OPSCC cohorts. 

When compared to normal tissues, cervical cancer demonstrated a significantly higher 

FANCD2 scoring than normal cervical tissue (Figure 4.7, 4.8, 4.9), and this was found to be 

the case in both nuclear and cytoplasmic compartments. Vulval tumours demonstrated no 

change in overall FANCD2 scoring, but when analysed by compartment staining, vulval 

tumours had significantly lower nuclear staining and significantly higher cytoplasmic 

staining than normal vulval controls. Overall, nuclear, and cytoplasmic FANCD2 levels in 

OPSCC were similar to those observed in vulval tumours. 

 

Figure 4.7 Overall FANCD2 staining scores displayed by tissue type. * denotes statistical 

significantly change (independent t test) between tumour tissue and normal tissue from 

site of origin (p <0.001) 
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Figure 4.8 Nuclear FANCD2 staining scores displayed by tissue type. * denotes statistical 

significantly change (independent t test) between tumour tissue and normal tissue from 

site of origin (cervix p=0.045 vulval p=0.002) 

 

 

Figure 4.9 Cytoplasmic FANCD2 staining scores displayed by tissue type. *denotes 

statistical significantly change (independent t test) between tumour tissue and normal 

tissue from site of origin (cervix p <0.001, vulval p=0.014) 
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There were no significant differences in FANCD2 staining scores between HPV negative and 

HPV positive tumours in the overall cohort or when analysed by tumour group. There were 

no differences in FANCD2 staining between normal cervix from non‐malignant 

hysterectomies and normal cervix taken adjacent to cervical tumour formation and 

therefore no indication of a relative loss of FANCD2 predisposing to the development of 

cervical tumours. 

4.3.6 Association of FANCD2 expression with clinical outcomes 

To facilitate further analysis of FANCD2 staining, a simplified version of the score was 

devised to enable the division of the scores into two categories ‘Low’ and ‘High’ FANCD2 

intensity, percentage, or overall expression (spread of scoring data available in Appendix 

B). Categorising staining scores to enable cross‐tabulation analysis was previously used in 

the study of FANCD2 in breast cancer by Rudland et al (160). The scoring system was 

applied to the mode/median score for each tissue sample as demonstrated in Table 4.8.  

 

Table 4.8 Simplified FANCD2 immunohistochemical scoring system used for final analysis  

Total Nuclear/Cytoplasmic Score  Overall Score  

2‐3  Low  4‐6  Low 

4‐6  High  7‐8  Moderate 

    9‐12   High 

 

 

Analysis of changes in FANCD2 expression between the samples analysed were performed 

in SPSS statistical software by Pearson chi‐squared crosstabulation and Fishers exact test.  

There was no statistically significant difference in FANCD2 scoring according to age, stage, 

or HPV status in cervical tumours, vulval tumours or OPSCC. Overall FANCD2 expression 

was significantly associated with sex of the patient in OPSCC with female sex having higher 

overall FANCD2 staining scores. There was no association between FANCD2 staining scores 

and smoking history or alcohol consumption in OPSCC dataset.  



60 
 

There was no significant association between overall, nuclear, or cytoplasmic FANDC2 

scores with tumour recurrence in cervical or OPSCC cancer. In vulval cancer, lower nuclear 

FANCD2 scores was associated with an increased recurrence rate. 

Survival analyses were performed using a Kaplan ‐Meier curve and cox‐regression analysis. 

Neither overall, nuclear, or cytoplasmic FANCD2 levels were associated with disease‐

specific survival in the overall OPSCC cohort or when analysed by HPV status. HPV status 

and p16 status were significantly associated with disease‐specific survival (p<0.001, 

p=0.011). 

4.3.7 Discussion  

This study suggests a differing effect on FANCD2 levels during malignant transformation of 

cervical cancer and vulval cancer. Cervical cancer is associated with an increase in FANCD2 

nuclear expression when compared to normal cervical tissue, and this is supported in other 

recent publications which demonstrate a high rate of FANCD2 nuclear positivity in cervical 

cancers, and increasing FANCD2 levels during transformation from normal cervix to high 

grade CIN (162, 163). In contrast vulval cancers demonstrate a significant loss of FANCD2 

nuclear expression when compared to normal tissues. A direct comparison of OPSCC 

tumour FANCD2 nuclear staining with normal oral mucosa was not possible due to 

limitation on available normal tissue, but previous studies have indicated a loss of nuclear 

FANCD2 staining in HPV positive OPSCC cancers (154), similar to that seen in vulval cancers. 

More recent publications have corroborated the finding that malignant transformation in 

OPSCC is characterised by a loss of FANCD2 nuclear staining (164). This would be consistent 

with the finding that FANCD2 staining in the OPSCC cohort was predominantly cytoplasmic.  

Interestingly, both gynaecological tumours groups demonstrate an increase in cytoplasmic 

FANCD2 staining during malignant transformation. The roles of cytoplasmic FANCD2 are yet 

to be fully elucidated with immunoprecipitation studies demonstrating cytoplasmic 

FANCD2 interaction with members of the innate immune system (161). Increased 

cytoplasmic FANCD2 is associated with reduced expression of metastasis‐associated 

proteins and improved outcomes in breast cancer, and also with improved survival in 

ovarian cancer (160). This study failed to demonstrate any association between cytoplasmic 

FANCD2 and survival in OPSCC. It is plausible that improved survival in tumours with high 

intensity of cytoplasmic staining could be due to loss of nuclear translocation of FANCD2 
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due to impaired DDR. A previous study found that cervical cancers with higher FANCD2 

nuclear staining are associated with resistance to chemoradiation therapy (17).  

Reasons for the loss of nuclear FANCD2/shift of FANCD2 to the cellular compartment in 

vulval (and probably OPSCC) tumours are unclear. Vulval cancer has been associated with 

loss of chromosome 3p25 (165), a potential mechanism for low FANCD2 expression. 

Cervical cancer appears distinct from the other two sites in that nuclear FANCD2 levels 

increase in malignant tissue. The FANCD2 antibody used identifies both native and 

ubiquitinated FANCD2, and therefore the distribution of activated FANCD2 in these 

tumours is not known. Further studies to identify the distribution of activated forms of 

FANCD2 would be desirable, and this could be done with antibodies recognising 

phosphorylated FANCD2 or by analysing FANCD2 nuclear foci formation by IF. This may also 

give further insight into any relationship between HPV status and FA pathway activation. 

The data does not support a role for HPV status influencing FANCD2 protein levels or 

subcellular localisation. A recent publication by Konos et al describes increased FANCD2 

foci formation in HPV positive OPSCC when compared to HPV negative OPSCC (166), which 

was not apparent in this study looking at levels of all forms of FANCD2. Other work 

suggests preferential recruitment of FANCD2 to viral episome sites and impairment of 

FANCD2 localisation to cellular DNA damage (167, 168), and it would be of interest to look 

at FANCD2 foci formation dynamics post ionising radiation in HPV positive primary cells to 

determine if there was evidence of delayed repair kinetics in a model more representative 

of tumour tissue.  

In this dataset, there was a suggestion that loss of nuclear FANCD2 in vulval cancers could 

be associated with an increased recurrence rate. If HPV negative OPSCC was analysed 

independently, there was a trend towards worse survival with low nuclear FANCD2 scores 

(p = 0.07). A recent publication in anal cancer (which is also largely HPV‐associated) has 

demonstrated FANCD2 loss as a feature of metastatic or recurrent disease (169). Therefore, 

low nuclear FANCD2 could be a negative prognostic factor in vulval cancer/OPSCC but 

further work would be needed to establish if this were the case. 
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Chapter 5 – Transcriptomic Analysis of Cervical and Vulval 

tumours   

5.1 Background 

Immunohistochemical analysis of DDR protein expression has many advantages including 

the ability to analyse the functional protein levels, subcellular localisation and post‐

translational modifications reflecting protein activation such as phosphorylation. However, 

studies of this nature are limited to a small number of proteins due to the inability to 

multiplex assays and the time and tissue constraints associated with this. DDR proteins 

exist within complex cellular pathways, and therefore it is desirable to look at pathway 

function as a whole by analysing a wide range of DNA repair proteins in an unbiased 

approach. Taking this into consideration, an analysis of mRNA expression of cervical and 

vulval tumours was assessed utilising the Nanostring nCounter analysis platform to perform 

multiplex RNA hybridisation and quantification.  When available, fresh frozen tissue 

samples were used in preference to FFPE tissue for RNA extraction to increase the quality 

of RNA although Nanostring technology was selected as it is recognised to yield results 

from lesser‐quality mRNA extracted from archival FFPE samples. The PanCancer Pathway 

pre‐defined codeset of 770 genes was chosen as a cost‐effective means of assessing a wide 

range of mRNA probes relating to key DNA repair genes (including ATM, full list in Appendix 

C), whilst including multiple other cancer related genes for exploratory analysis. 

The main aim of this analysis was to allow the identification of over or under‐expression of 

DNA repair genes in gynaecological HPV‐mediated cancers. A secondary objective was to 

perform a broader analysis of the expression of genes within the PanCancer codeset, a 

group of genes selected on the basis of an association with oncogenesis. There is a paucity 

of published data regarding the transcriptomic profile of vulval carcinomas, and this 

approach would generate novel data in this field. As this work was planned, a large TCGA 

dataset of 178 tumous analysed on the Illumina HiSeq platform was published as part of 

comprehensive molecular overview of cervical cancer in 2017 (101). The samples analysed 

were comparable to the smaller cohort included in this study, mostly of early stage disease 

and HPV positive. In this publication the cervical cancers demonstrated molecular 

heterogenity when analysed on the iCluster20 software, based on the 500 most variable 

gene copy number, methylation. mRNA and miRNA expression. Three molecular clusters 

were identified (keratin‐low, keratin‐high and adenocarcinomas), largely corresponding to 
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the mRNA expression clusters (C3, C2 and C1) ,based on 300 signature genes (Appendix C). 

This study highlights the potential utility for mRNA analysis as a means of molecularly 

characterising cervical cancers in a more resource‐limited setting. This study therefore 

aimed to explore if the commercially available nanostring PanCancer codeset can segregate 

cervical tumours into potentially clinically meaningful categories based on a limited mRNA 

profile which can be performed rapidly and relatively inexpensively. 

5.2 – mRNA Extraction and Sample and Data Quality Control 

Tumour and cervical normal tissue FFPE blocks were obtained and evaluated by H&E 

staining (as described previously in Chapter 4). 1mm cores of tumour or normal tissue were 

obtained using the Alphametrix MTA‐1 manual arrayer. In addition, fresh frozen tissue 

samples were available from the study ‘Tumour tissue procurement to allow establishment 

of primary cell cultures for use in Human papillomavirus‐mediated cancer research’ 

(protocol version 1.2, Appendix A). Once thawed, the frozen tissue samples were dissected 

into small pieces with a sterile scalpel and trimmed to remove any macroscopic areas not 

containing epithelium such as blood vessels. Frozen tumour biopsies were taken only from 

areas of macroscopic identifiable tumour away from the clinical margin. Frozen samples 

were only included in the study if subsequent histological evaluation from fixed tissue 

removed concurrently or subsequently confirmed malignancy. 

mRNA was extracted from a panel of FFPE and fresh frozen tissue using the Qiagen 

miRNAeasy kit as per manufacturer’s protocol. The tissue was homogenised prior to mRNA 

extraction using the Precellys 24 system. The quantity and purity of the mRNA input was 

first assessed by Nanodrop spectrophotometer assessment.  Extracted mRNA was then 

evaluated on the Agilent RNA 6000 bioanalyser for an assessment of the level of 

degradation of the RNA as quantified by the RIN (RNA Integrity Number), varying form 10 – 

1, with the higher the number the more intact the RNA. Varying quality of mRNA by these 

metrics was reflective of biological sample of origin, with better quality demonstrated from 

fresh tissue (Table 5.1).  Due to logistical constraints, the quality of RNA extracted from 

sample 30 was not analysed (the data from this sample was excluded from analysis based 

on data quality control). 5005N demonstrated poor quality of RNA and was excluded from 

differential expression analyses between tumour and normal tissue. A minimum of 100ng 

of mRNA was used for input into the experiment. 

Data quality control was performed on the Nanostring data output using the n solver 4.0 

software as per manufacturers guidance. No QC flags were raised, and all independent 
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parameters were within acceptable ranges. Background correction was not performed as 

the intention was to investigate fold changes and not to specifically identify for targets of 

interest with low levels of expression. True counts for most mRNA targets will far 

outnumber false positives as advised by manufacturer, thus the effect of the latter on fold‐

change estimates is anticipated to be negligible.   

The probe count data was normalised by positive control normalisation and codeset 

content/housekeeper gene normalisation in the n solver 4.0 software. Normalised probe 

counts were expressed as a z score describing the position of the score in terms of its 

distance from the mean, when measured in standard deviation units. All housekeeping 

genes were critically examined to exclude any targets with notable instability in expression, 

and those with low counts (<100) were excluded. Two samples had mRNA content 

normalisation flags (samples 30 and 33), and sample 30 was excluded from analysis. 

Sample 33 was retained in the analysis as a minimum of 4 normal cervix controls were 

required to act as a baseline for differential expression analysis. Sample 33 had a content 

normalisation factor of 10.11 (very close to the recommended upper limit cut off of 10 as 

per manufacturers guidance). 

All analysis was performed on the nsolver 4.0 and advanced analysis 2.0 software provided 

by Nanostring. 

5.3 Tumour HPV Testing 

All samples except sample 2 had HPV status determined by either p16 

immunohistochemistry/RNA ISH on fixed tissue, and/or by RT‐PCR for HPV 16 and HPV 18 

E6 on mRNA extracted from fresh tissue. HPV testing and status is listed in Table 5.2. As 

discussed in Chapter 4, it was noted that a higher proportion of cervical cancer samples 

were labelled HPV negative by HPV RNA ISH and HPV 16/18 E6 RT‐PCR than would be 

expected given the acknowledged prevalence in the general population. The TCGA dataset 

for cervical cancers demonstrated 9 out of 178 (5%) were HPV negative based on a 

consensus of MassArray and RNA‐seq testing. In my study, 5 of the 17 cases of cervical 

cancer analysed (29%) were labelled HPV negative. The same limitations of HPV RNA ISH on 

the FFPE samples could apply as discussed in Chapter 4. P16 is recognised as a surrogate 

marker for HR‐HPV in cervical tissue (170), and two samples (sample 7/5022T, sample 

17/C10) were p16 positive in the absence of HPV RNA ISH positivity. For the purposes of 

this analysis these samples were considered positive for HPV based on their positive 

staining for p16. Sample 16/C8 was evaluated in three tumour cores as being negative for 
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p16, and HR‐HPV RNA ISH and therefore is conclusively HPV negative, consistent with a 

small group of cervical tumours which are HPV inactive (171). 

The cohort of fresh tissue tested by RT‐PCR for HPV16/18 E6 would have benefitted from 

testing for a wider panel of HR‐HPV subtypes. This is demonstrated by sample 5 where both 

FFPE and fresh tissue from the same tumour were available. This sample demonstrated 

positive p16 and HR‐HPV RNA ISH positivity, but negative RT‐PCR for HPV16/18 E6 which is 

suggestive of the presence of a different HR‐HPV strain (HPV ‐ 31, 33, 35, 52 and 58 also 

incorporated in the ACDBio RNAScope probe utilised for RNA ISH). The MassArray and RNA‐

seq utilised by the TCGA identified less common HPV strains (including 31, 33, 35, 39, 45, 

51, 52, 56, 58, 59, 66, 68, and 73). Sample 4 could have benefitted from wider testing for 

more HR‐HPV subtypes if this had been available, and in the absence of p16/HR‐HPV RNA 

ISH data its HPV status was determined as unknown for the purposes of this analysis. 

5 out of the 7 vulval cancer samples were HPV negative, which is consistent with the lower 

prevalence of HPV‐mediated vulval cancer, with HR‐HPV implicated in approximately 43% 

cases (172). All 5 negative samples tested p16 negative. 
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Table 5.1 Summary of mRNA input into the Nanostring analysis from cervical/vulval 

tumours and normal cervix 

Nanodrop 260/280 – ratio for determining purity of sample by assessing wavelength absorbance of contaminants. Pure RNA should be 2.0. 

Nanodrop 260/230 – ratio for determining purity of sample by assessing wavelength absorbance of contaminants. Pure RNA should be 2.0‐2.2. 

RIN – RNA integrity Number as analysed on the Agilent RNA 6000 bioanalyser. Range 1‐10 (higher number in this range represents superior RNA 
quality). 

Sample ID 
Name 

Histology  Sample type  Stage  Nanodrop 260/280  Nanodrop 260/230  RIN 

1 

 

5004T  Squamous cervix  Fresh frozen  IIB  2.06  2.24  8.3 

2 

 

5010T  Squamous cervix  Fresh frozen  IIIB  2.07  2.03  9.3 

3 

 

5011T  Squamous cervix  Fresh frozen  IIB  2.07  2.1  7.9 

4 

 

5013T  Squamous cervix  Fresh frozen  IB  2.08  1.6  8.3 

5 

 

5019T  Squamous cervix  FFPE  IIB  1.96  2.07  2.3 

6 

 

5020T 

Adenocarcinoma 

cervix  FFPE  IB  1.92  1.82  2.2 

7 

 

5022T  Squamous cervix  FFPE  IIIC  1.97  2.07  2.4 

9 

 

C11  Squamous cervix  FFPE  IIB  1.97  2.12  3.8 

10 

 

C7 

Adenocarcinoma 

cervix  FFPE  IIA  1.97  2.13  2.4 

11 

 

5005N  Normal cervix  Fresh frozen  n/a  1.84  0.45                no data 

13 

 

5016T 

Squamous 

vulval  FFPE  IIIB  1.94  2.09  3.4 

14 

 

5026T  Squamous cervix  FFPE  IIIB  1.91  1.69  1 

16 

 

C8  Squamous cervix  FFPE  IB  1.9  1.83  1.4 

17 

 

C10 

Adenocarcinoma 

cervix  FFPE  IB  1.86  2.01  2.3 

18 

 

V1  Squamous vulval  FFPE  IB  1.94  2.15  2 

19 

 

V9  Squamous vulval  FFPE  IB  1.97  2.23  2.2 

20 

 

5023T 

Adenocarcinoma 

cervix  FFPE  IB  1.83  1.98  2.3 

21 

 

5015T  Squamous cervix  FFPE  IB  1.97  2.07  2.4 

22 

 

C3  Squamous cervix  FFPE  IB  1.97  1.89  2.2 

23 

 

NC10  Normal cervix  FFPE  n/a  1.93  1.75  2.3 

24 

 

NC19  Normal cervix  FFPE  n/a  1.94  1.86  2.4 

25 

 

5009T  Squamous vulval  Fresh frozen  II  2.14  1.99  3.5 

26 

 

5005T  Squamous cervix  Fresh frozen  IB  2.11  1.8  9.6 

30 

 

WRTB14‐001  Squamous cervix  Fresh frozen  IIIB  no data  no data  no data  

31 

 

5002T  Squamous cervix  Fresh frozen  IB  2.06  2.17  3.3 

32 

 

NC20  Normal cervix  FFPE  n/a  1.96  2.03  2.4 

33 

 

NC23  Normal cervix  FFPE  n/a  1.97  1.78  2.3 

34 

 

5007T  Squamous vulval  Fresh frozen  IIIA  2.02  2  9.9 

35 

 

5008T  Squamous vulval  Fresh frozen  recurrence  2.06  2.23  9.5 

36 

 

5024T  Squamous vulval  FFPE  recurrence  1.88  1.46  1 
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Table 5.2 Summary of HPV testing in cervical/vulval tumours and normal cervix samples 

prior to Nanostring analysis 

ISH = in situ hybridisation, RT‐PCR = reverse transcription PCR, uk = unknown 

 

 

 

Sample ID 

Name  Tissue of 

origin 

P16 

status 

HPV RNA 

status 

HPV 16 E6 RT‐

PCR 

HPV 18 E6 RT‐

PCR 

HPV status 

1  5004T  cervix  uk  uk  +  ‐  positive 

2  5010T  cervix  uk  uk  uk  uk  uk 

3  5011T  cervix  uk  uk  +  ‐  positive 

4  5013T  cervix  uk  uk  ‐  ‐  uk 

5  5019T  cervix  +  +  ‐  ‐  positive 

6  5020T  cervix  +  +  uk  uk  positive 

7  5022T  cervix  +  ‐  uk  uk  positive 

9  C11  cervix  +  +  uk  uk  positive 

10  C7  cervix  +  +  uk  uk  positive 

11  5005N  cervix  uk  uk  ‐  ‐  negative 

13  5016T  vulval  ‐  ‐  uk  uk  negative 

14  5026T  cervix  ‐  ‐  uk  uk  negative 

16  C8  cervix  ‐  ‐  uk  uk  negative 

17  C10  cervix  +  ‐  uk  uk  positive 

18  V1  vulval  +  +  uk  uk  positive 

19  V9  vulval  +  +  uk  uk  positive 

20  5023T  cervix  +  +  uk  uk  positive 

21  5015T  cervix  +  +  uk  uk  positive 

22  C3  cervix  +  +  uk  uk  positive 

23 

 

NC10 

normal 

cervix  ‐  ‐  uk  uk 

negative 

24 

 

NC19 

normal 

cervix  ‐  ‐  uk  uk 

negative 

25  5009T  vulval  ‐  ‐  ‐  ‐  negative 

26  5005T  cervix  +  +  ‐  +  positive 

31  5002T  cervix  +  +  +  ‐  positive 

32 

 

NC20 

normal 

cervix  ‐  ‐  uk  uk 

negative 

33 

 

NC23 

normal 

cervix  ‐  ‐  uk  uk  

negative 

34  5007T  vulval  ‐  ‐  uk  uk  negative 

35  5008T  vulval  ‐  ‐  uk  uk  negative 

36  5024T  vulval  ‐  ‐  uk  uk  negative 
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5.4 Overview Analysis of PanCancer Pathway Codeset 

Data from 29 samples was available for analysis of mRNA expression in cancer‐associated 

pathway gene mRNA in cervical tumours (n=17), vulval tumours (n=7) and normal cervix 

tissue (n=5). As expected, unsupervised hierarchical clustering of the tissues sample 

demonstrated clustering of the normal cervix/adjacent normal cervix (Figure 5.1). There is a 

group of tumours that cluster with, but are distinct from, the normal tissue – this includes 

both of the HPV positive vulval cancers; sample 16/C8 (HPV negative, p16 negative cervical 

cancer); and 2 out of the 4 cervical adenocarcinomas included in the dataset. It is most 

likely that this is a result of different transcriptomic profiles of these tissues when 

compared to HPV positive squamous cervical cancer and HPV negative vulval cancer; 

although interpretation of this is made difficult by the small numbers of each tumour 

subtype. Another possibility is that the input tissue was less differentiated from normal 

tissue (possibly dysplasia) or was subject to a sampling error that resulted in the inclusion 

of adjacent normal tissue in the tissue samples from which mRNA was extracted. This 

would perhaps be less likely since tumour sampling was guided by H&E stained sections 

marked by a consultant histopathologist. 

The cluster group to the right of Figure 5.1 contains predominantly squamous cancers. At 

this high level overview there does not appear to be any clustering of squamous tumours 

according to stage, HPV status, p16 status or anatomical (cervix, vulval) location. This data 

is also presented as Principal Component Analyses in Figure 5.2. Principal Component 1 

(with the maximal amount of variance between the samples) demonstrates a trend 

towards seperation by tissue histology and HPV status. Adenocarcinomas appear to have a 

transcriptomic profile less differentiated from normal cervix and there is a trend towards 

some separation of cervical and vulval cancers, and seperation of HPV positive and 

negative tumours. With most vulval tumours being HPV negative and most cervical cancers 

with confirmed status being positive it is difficult to know if histological subtype of HPV 

status is the differentiating factor behind the PCA plot seperation. 
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Figure 5.1  Heatmap demonstrating unsupervised hierarchical clustering of tumour and 
normal  normalised probe counts expressed by a z‐score value describing the distance of 
the value from the mean when measured in standard deviation units 

z‐scores measured ‐3 to 3 with blue representing low expression, black representing average expression and 
orange representing high expression. 

Probes with below threshold counts for all samples (<25) shown as blue in column on the left side of the 
heatmap, and these probes will be excluded from further analyses (n=150) 
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Figure 5.2 Principal Component Analysis of all samples according with samples labelled by 

Histological subtype (Type) and HPV status (Tumour hHPV status)  
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5.5 Analysis of Dysregulated Gene Expression in Cervical and Vulval Tumours 

Differential expression analysis of genes was performed on all tumour samples with normal 

cervix as the comparator (due to the absence of normal vulval controls, which are difficult 

to obtain due to lack of routine surgical procedures removing normal vulval tissue). All 

probes with a log2fold change >3 (with an adjusted p value <0.05) in differential expression 

between any of the subgroups (squamous cervical cancer, vulval cancer, cervical 

adenocarcinoma) and normal cervix were identified. Many of the significantly over‐

expressed mRNAs were common to all the tumour subtypes studied (Table 5.3). The over‐

expression of these mRNAs may be universally implicated in the development of 

malignancy in cervical and vulval cancers.  

There are a number of over‐expressed mRNAs found in squamous cancers (both cervical 

and vulval), but not in cervical adenocarcinomas (GZMB, MMP9, PLAU, IL12RB2, ITGA3, 

SPP1). There is also a subset of mRNAs that appear to be highly expressed only in vulval 

cancers (IL1A, IL1B, INHBA, FST, IL‐8, IL‐24, LAMA3, LAMB3, LAMC2). The changes seen 

predominantly in the vulval tumours may be reflective of the different tissue of origin 

compared with control tissue (no normal vulval tissue as a comparator), but perhaps more 

likely reflecting the different pathogenesis of a predominantly HPV negative set of vulval 

cancer which may have arisen on the background of chronic inflammation (lichen sclerosis). 

In support of this hypothesis, IL 1 is a critical mediator of inflammation‐associated 

carcinogenesis. 

Many of the significantly under‐expressed mRNAs identified were again common to both 

cervical and vulval squamous tumours, but not identified in cervical adenocarcinomas 

(Table 5.4). There is a subset of changes specific to vulval tumours, particularly involved 

with transcriptional misregulation (HOXA11, PBX1, TMPRSS2). 
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Table 5.3 mRNA probes demonstrating over‐expression (log2foldchange >3) compared to 

normal cervix controls 

Gene  All tumour 

expression log2 

fold change  

(n=24) 

 

Squamous 

cervical cancer 

expression 

log2 fold 

change 

(n=13) 

Vulval 

squamous 

cancer 

expression log2 

fold change 

(n=7) 

Cervical 

adenocarcinoma 

expression log2 fold 

change 

(n=4) 

Gene ontology 

CCNE1  3.52*  3.55*  2.97*  4.09*  Cell Cycle ‐ 

Apoptosis, PI3K 

E2F1  3.79*  3.96*  3.03*  4.21*  Cell Cycle ‐ 

Apoptosis 

MCM2  2.39*  2.49*  1.53  3.05*  Cell Cycle ‐ 

Apoptosis 

IL1A  3.23  3.23  5.37*  0.118  Cell Cycle ‐ 

Apoptosis, MAPK 

IL1B  3.05  1.69  4.42*  0.654  Cell Cycle ‐ 

Apoptosis, MAPK 

BRCA2  2.97*  3.08*  2.78*  2.9*  DNA Repair 

RAD51  5.27*  5.56*  4.78*  4.92*  DNA repair 

FEN1  3.95*  4.12*  3.81*  3.55*  DNA Repair 

EZH2  2.59*  2.52*  2.39*  3.05*  Driver Gene 

IL12RB2  4.39*  4.2*  5.17*  1.72  JAK‐STAT 

IL24  1.34  1.43  5.17*  1.39  JAK‐STAT 

ITGA3  2.83*  2.88*  3.22*  1.36  PI3K 

LAMA3  2.68  2.07  3.76*  0.248  PI3K 

LAMB3  2.66  2.54  3.18*  1.64  PI3K 

LAMC2  4.31*  3.57*  5.44*  2.06  PI3K 

SPP1  3.92*  4.47*  3.05  2.02  PI3K 

INHBA  5.34*  4.65*  6.27*  4.73*  TGF‐beta 

FST  4.14*  3.46  5.27*  1.2  TGF‐beta 

GZMB  2.61  2.65*  3.04*  0.885  Transcriptional 

Misregulation 

HIST1H3G  2.95*  3.07*  2.83*  2.75*  Transcriptional 

Misregulation 

IL8  2.1  1.31  5.61*  2.94  Transcriptional 

Misregulation 

MMP9  4.12*  3.33*  5.28*  1.81  Transcriptional 

Misregulation 

PLAU  3.12*  2.84*  3.94*  0.99  Transcriptional 

Misregulation 

 

Genes listed by gene ontology. * denotes statistical significance with adjusted p value <0.05  

 



73 
 

Table 5.4 – mRNA probes demonstrating under‐expression (log2foldchange >3) compared 

to normal cervix controls  

Gene  All tumour 

expression log2 

fold change  

(n=24)  

Squamous cervical 

cancer expression 

log2 fold change 

(n=13) 

Vulval 

squamous 

cancer 

expression log2 

fold change 

(n=7) 

Cervical  

adenocarcinoma 

expression log2 fold 

change 

(n=4) 

Gene ontology 

CDKN1C  ‐1.92  ‐1.82*  ‐3.23*  ‐1.05  Cell Cycle ‐ Apoptosis 

AR  ‐3.46*  ‐3.24*  ‐6.12*  ‐2.49  Driver Gene 

FOXL2  ‐2.27  ‐2.44  ‐3.65*  ‐1.24  Driver Gene 

GATA2  ‐2.85  ‐3.12*  ‐3.54*  ‐1.55  Driver Gene 

PTCH1  ‐3*  ‐3.73*  ‐3.87*  ‐1.37  Driver Gene, 

Hedgehog 

CNTFR  ‐3.9*  ‐4.18*  ‐3.37  ‐4.1  JAK‐STAT 

LIFR  ‐2.86*  ‐2.89*  ‐3.16*  ‐2.37  JAK‐STAT 

SOCS3  ‐2.32  ‐3.2*  ‐3.16*  ‐1.32  JAK‐STAT 

CACNA1D  ‐2.73  ‐3.62*  ‐4.8*  ‐0.866  MAPK 

CACNA1H  ‐1.64  ‐1.85  ‐3.29*  ‐0.24  MAPK 

MAPK10  ‐2.91*  ‐2.85*  ‐3.79*  ‐2.19  MAPK, Ras, Wnt 

NR4A1  ‐3.55  ‐4.12*  ‐3.82*  0.731  MAPK, PI3K 

SHC3  ‐3.59*  ‐4.36*  ‐3.76*  ‐2.1  Ras 

COL24A1  ‐3.59  ‐3.22*  ‐4.64*  ‐3.08*  PI3K 

IGF1  ‐3.07  ‐4.22*  ‐4.88*  ‐1.06  PI3K, Ras 

ITGA8  ‐2.08  ‐2.65  ‐3.32*  ‐0.516  PI3K 

LAMC3  ‐3.04*  ‐3.24*  ‐4.23*  ‐1.94  PI3K 

PDGFD  ‐3.44*  ‐3.46*  ‐4.51*  ‐2.48  PI3K, Ras 

EYA1  ‐2.91*  ‐4.08*  ‐2.44  ‐2.51  Transcriptional 

Misregulation 

GRIA3  ‐2.85  ‐4.02*  ‐2.24  ‐1.94  Transcriptional 

Misregulation 

HOXA11  ‐2.21  ‐2.44  ‐3.13*  ‐0.842  Transcriptional 

Misregulation 

PBX1  ‐1.61  ‐1.3  ‐3.95*  ‐0.903  Transcriptional 

Misregulation 

RUNX1T1  ‐2.67*  ‐3.24*  ‐3.05*  ‐1.36  Transcriptional 

Misregulation 

RXRG  ‐1.86  ‐3.67*  ‐2.06  ‐0.489  Transcriptional 

Misregulation 

TMPRSS2  ‐1.17  ‐1.14  ‐5.3*  0.19  Transcriptional 

Misregulation 

DKK2  ‐2.07  ‐3.34*  ‐2.56  ‐0.737  Wnt 

AXIN2  ‐2.39*  ‐2.44*  ‐3.17*  ‐1.51  Wnt 

SFRP1  ‐2.32  ‐2.76  ‐4.75*  ‐0.601  Wnt 

SFRP4  ‐5.75  ‐4.53*  ‐4.78*  ‐1.28  Wnt 

Genes listed by gene ontology. * Denotes statistical significance with adjusted p value <0.05 
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Comparison between Tables 5.3. and 5.4 demonstrates that the most differentially 

expressed genes belong to a variety of different molecular pathways. To gain insight into 

which pathways demonstrate overall high levels of transcriptional dysregulation compared 

to normal tissue, the nsolver advanced analysis package was utilised to calculate pathway 

mRNA expression scores (Table 5.5). The scores are derived from the first Principal 

Components Analysis (PCA) scores (1st eigenvectors) for each sample based on the 

individual gene expression levels for all the measured genes within a specific pathway. 

Tumour tissues demonstrated a lower mean pathway score in all pathways except for DNA 

repair and cell cycle/apoptosis. This correlates with the gene ontology of highly 

overexpressed genes in Table 5.3. Cervical adenocarcinomas undergo less transcriptional 

dysregulation than the squamous tumours, with mean pathway scores closer to normal 

cervix.  

 

Table 5.5 Mean pathway transcription scores by tissue type  

 
Normal 

cervix 

Squamous 

cervical tumour 

Adenocarcinoma 

cervix 

Vulval 

cancer 

Cell Cycle ‐ Apoptosis  ‐6.23  1.80  ‐0.99  1.21 

Chromatin 

Modification 

2.28  ‐0.81  1.08  ‐0.54 

DNA Damage ‐ Repair  ‐3.58  1.10  1.4  ‐0.11 

Driver Gene  5.52  ‐1.59  1.87  ‐1.56 

Hedgehog  2.55  ‐0.88  0.88  ‐0.61 

JAK‐STAT  3.84  ‐1.57  1.73  ‐0.14 

MAPK  5.70  ‐2.04  3.33  ‐1.39 

Notch  2.38  ‐1.07  1.66  ‐0.39 

PI3K  6.71  ‐2.30  3.99  ‐1.86 

Ras  4.97  ‐1.51  2.51  ‐1.40 

TGF‐beta  2.82  ‐1.07  2.33  ‐0.95 

Transcriptional 

Misregulation 

4.99  ‐1.57  3.18  ‐2.08 

Wnt  4.16  ‐1.37  2.33  ‐1.45 
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5.6 Molecular Profiling of Cervical and Vulval Cancers 

5.6.1 All Cervical Cancers 

To determine if the PanCancer Nanostring Codeset gene panel would demonstrate 

clustering of molecular subtypes of cervical cancers based on mRNA expression data, a 

separate unsupervised hierarchical clustering was applied to the cervical cancers samples 

only (Figure 5.3).  This analysis  highlights the distinct mRNA profile of cervical 

adenocarcinomas to the left of the heatmap. The cervical squamous cancer felt most likley 

to represent a HPV negative cervical tumour (sample 16/C8) also clusters away from the 

other cervical squamous cancers, demonstrating a molecular profile more similar to the 

adenocarcinomas.  

Figure 5.3 demonstrates that the majority of cervical cancers are divided into two groups 

within the main cluster of samples– labelled Group A and Group B. Group A consists of 

cervical squamous cancers with two cases of adenocarcinomas. Group B is exclusively 

cervical squamous cancers. A comparison of the differential expression of individual mRNAs 

between the two groups of squamous cancers yields no statistically signifcant values when 

corrected for multiple testing, possibly as a consequence of the modest number of samples 

available in the analysis.  

If the two groups of cervical cancers (A and B) are analysed by pathway expression, the PI3k 

pathway and transcriptional misregulation pathways have the most prominent difference 

between the two groups. This trend is also seen if Group A and Group B squamous tumours 

only are analysed (Figure 5.4). 
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Figure 5.3 Heatmap demonstrating unsupervised hierarchical clustering of cervical tumour  
samples normalised probe counts expressed by a z‐score value describing the distance of 
the value from the mean when measured in standard deviation units 

z‐scores measured ‐3 to 3 with blue representing low expression, black representing 
average expression and orange representing high expression 

Probes with below threshold counts for all samples (<25) shown as blue in column on the 
left side of the heatmap, and these probes will be excluded from further analyses (n=150)
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Figure 5.4 Diagram showing trends of mean pathway scores between Group B and A 
cervical Tumours  

Top. All Group B vs Group A  

Bottom. Squamous tumours Group B vs Group A 
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5.6.2 Squamous versus Adenocarinomas of the Cervix 

A comparison of mRNA differential expression was also performed between cervical 

squamous and adenocarcinomas included in the study. As demonstrated in Figure 5.5, 

NR4A1 and PLA2G1O were both significantly over‐expressed in adenocarcinomas when 

compared to squamous cancers (log2fold change 5.9, adjusted p value 0.045 and log2fold 

change 4.73, adjusted p value 0.012 respectively), even in this small sample of tumours 

(Figure 5.5). NR4A1 is transcription factor implicated in mulitple cellular processes including 

activation of the mTOR pathway, TGF‐β signalling, immune modulation, cell cycle 

progression and apoptosis and is assigned the MAPK, PI3kinase pathways on the nanostring 

codeset. It also plays a role in activation of apoptosis when translocated to mitochondria. 

PLA2G10 is a member of the phospholipase A2 family of proteins associated cleavage of 

phospholipids, realeasing them from the cell membrane.  

5.7– Analysis of Vulval Cancer mRNA Expression Profiles 

HPV positive and HPV negative vulval tumours cluster separately on a heatmap 

demonstrating unsupervised clustering utilising z scores (Appendix C), but the numbers are 

too small to compare the differential expression between the two cohorts.  

There are many observable similarities between the top differential expression of mRNA 

probes and mean pathway mRNA expression scores between squamous cervical and vulval 

tumours (Tables 5.3, 5.4 and Figure 5.6). However, the vulval cancer cohort demonstrated 

some features not common to cervical tumours, particularly in the increased expression of 

some inflammatory (IL1A, IL1B, IL‐8. 1L‐24) and basement membrane proteins (LAMA3, 

LAMB2, LAMC2) and the decreased expression of some members of the transcriptional 

misregulation pathway (HOXA11, PBX1, TMPRSS2). These findings were reflected in a direct 

comparison of differential expression between cervical and vulval tumours (Figure 5.6).   
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Figure 5.5 Volcano plot of log2 fold change in mRNA probe expression of cervical 
adenocarcinomas compared with cervical squamous cancers  

 p value of differential probe count corrected for multiple analyses and displayed  on ‐log10 
scale. mRNA probes with >0.50 p value are named 
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Figure 5.6 Differential expression of individual genes between vulval squamous cancers and 
cervical squamous cancers p value of differential probe count corrected for multiple 
analyses and displayed  on ‐log10 scale. 
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5.8 HPV Positive versus HPV Negative Cancers 

There are insufficient cases of HPV negative cervical cancers and HPV positive vulval cases 

to directly compare mRNA probe expression between HPV positive and HPV negative 

within the same anatomical location. A comparison between HPV positive and HPV 

negative tumours was performed in all squamous cancers with a confirmed HPV status. 

There were no significantly differently expressed genes between HPV positive and negative 

tumours if all tumour types are included. When analysing mean pathway scores, it can be 

appreciated that there are several pathways with significantly increased scores in HPV 

positive tumours when compared to HPV negative tumours. These include cell cycle‐

apoptosis, Ras, PI3kinase, transcriptional misregulation, driver genes, MAPK and DNA 

repair (Figure 5.7). Similar pathways (DNA repair, cell cycle‐apoptosis, driver gene) are 

highlighted as having increased transcription when vulval tumours are analysed 

independently of cervical but PI3kinase, Hedgehog and TGF beta pathway scores are lower 

in HPV positive compared to negative in the vulval cohort. 

 

Figure 5.7 Diagram showing trends of means pathway scores between all HPV positive 
squmous tumours and all HPV negative squamous tumours 



82 
 

As a pathway of particular interest to this study, the volcano plot for the expression of DNA 

repair genes is shown in figure 5.8. This shows a global non‐significant decrease in DNA 

repair gene expression in HPV negative tumours compared to HPV positive. 

 

 

 

Figure 5.8 Differential expression of DNA repair genes (yellow squares)  in HPV negative 
versus HPV positive cancers 
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5.9 Analysis of DNA Repair Pathway in Cervical and Vulval Tumours 

5.9.1 – DNA Repair Pathway Signature in Cervical and Vulval Tumours 

As a pathway of particular interest in this work, a more detailed assessment of the DNA 

repair codeset was performed; in particular with reference to the HRR/BRCA/FANC 

pathway. 

Analysis of all DNA repair gene probe expression demonstrates clustering of the samples 

according to histological subtypes (normal, adenocarcinoma and squamous cancers) (Figure 

5.9). As shown previously in this dataset, there is widespread upregulation of DNA repair 

genes in cervical and vulval cancers versus normal tissue, and this appears to be most 

prevalent in the HPV positive cervical squamous cell tumours to the right of the heatmap. 

At this high level overview, it can be seen that there are individual samples with 

downregulation of single DNA repair genes compared to normal tissue and samples with 

low expression of DNA repair gene probes compared to other tumours. It is recognised that 

loss of activity of individual DNA repair genes can reduce HRR proficiency in tumour cells, 

and a closer look at the heterogeneity of mRNA expression within the HRR/BRCA/FANC 

mRNA probes was performed (Figure 5.10). There are 6 HRR/BRCA/FANC genes that are 

upregulated in all tumours when compared to normal cervical controls RAD51, BRCA2, 

FANCA, BRIP1, UBE2T and BRCA1 (Table 5.6) and this can be clearly appreciated in Figure 

5.10, particularly in the left hand cluster of tumours representing HPV positive cervical 

tumours.  Figure 5.10 also demonstrates that certain probes such as RAD50 and ATM 

appear to have globally less expression in tumours than normal tissues. The certain probes 

in the FA pathway have low expression in isolated samples  including FANCC, FANCF, 

FANCG, FANCE and c19orf40/FAAP24. Of note the normal adjacent cervix sample (5005N) 

shows low transcription of FANCB and FANCF genes. Of note the RNA input was of poor 

quality for this sample but it would be interesting to confirm these findings as this may 

provide evidence of impaired FA pathway gene expression in cervical tissue from which a 

HPV 18 positive cancer arose. 
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Figure 5.9 Heatmap demonstrating unsupervised hierarchical clustering of tumour and 
normal samples according to the normalised mRNA probe count of the DNA Repair genes 
within the Pan Cancer Pathway codeset  

Sample normalised probe counts expressed by a z‐score value describing the distance of 
the value from the mean when measured in standard deviation units 

z‐scores measured ‐3 to 3 with blue representing low expression, black representing 
average expression and orange representing high expression 
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Figure 5.10 Heatmap demonstrating unsupervised hierarchical clustering of tumour and 
normal samples according to the normalised mRNA probe count of BRCA genes within the 
Pan Cancer Pathway codeset  

Sample normalised probe counts expressed by a z‐score value describing the distance of 
the value from the mean when measured in standard deviation units 

z‐scores measured ‐3 to 3 with blue representing low expression, black representing 
average expression and orange representing high expression 
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Table 5.6 mRNA probes from HRR/BRCA/FANC DNA repair pathways with statistically 

different (p <0.05) expression between all tumours and normal cervix, in descending order 

of log2fold change of probe count 

Probe Label  Log2 fold change  

(All tumours) 

P value 

RAD51  5.27  0.0003 

 

BRCA2  2.97  0.0003 

FANCA  2.56  0.0032 

 

BRIP1  2.53  0.0007 

 

UBE2T  2.43  0.0002 

 

BRCA1  1.76  0.0081 

 

 

5.9.2 Comparison of ATM mRNA probe expression levels and pATM protein 
expression on paired samples 

Despite a global up‐regulation of many key DDR genes, there is no increase in ATM 

expression seen, which is perhaps surprising given the findings in Chapter 3 demonstrating 

increased levels of pATM in cervical cancer. 10 cervical tumours with mRNA probe data also 

had pATM immunohistochemical staining scores and these were utilised to compare 

tumour ATM expression levels with pATM overall staining. There was a trend towards an 

inverse correlation between overall pATM staining and ATM transcriptional activity (Figure 

5.11).  
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Figure 5.11 The Relationship between Tumour ATM mRNA levels and overall 
immunohistochemical staining score for pATM in matched samples 

 

5.10 Discussion 

5.10.1 Overview of Differential Gene Expression between Tumour and Normal 
Tissue 

Analysis of a pre‐defined set of mRNA probes selected for their role in pathways related to 

oncogenesis (Nanostring PanCancer codeset) demonstrates clear differences between 

mRNA expression profiles in tumour and normal samples, as may well be anticipated. 

Common features shared of all cancers when compared to normal tissue include high 

expression of genes promoting cellular proliferation including cyclin E (CCNE1), E2F1, EZH2 

and MCM2 (Table 5.3), and low expression of p57(CDKN1C) whose function inhibit cell 

cycle progression (Table 5.4). A second common feature is high expression of key genes 

involved in HRR RAD51, BRCA2, and FEN1. In accordance with these findings cell 

cycle/apoptosis and DNA repair are the most dysregulated pathways in these tumours 

(Table 5.5). 

5.10.2 Cervical Adenocarcinomas 

Unsupervised hierarchical clustering of the mRNA expression data (Figure 5.1) and analysis 

of the mean pathway scores (Table 5.5) show that adenocarcinomas have lower levels of 

transcriptional dysregulation than the two squamous cancer groups when compared to 
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normal cervical tissues, despite an often shared aetiology (HPV infection). Squamous 

cervical cancers and adenocarcinomas significantly differ in their transcriptional profiles 

(Figure 5.5), with the most prominently dysregulated gene in cervical adenocarcinomas 

when compared to squamous tumours is the increased transcription of PLA2G10. PLA2G10 

is a phospholipase A2 protein, with a role lipid metabolism, primarily functioning by 

cleaving extracellular phospholipids. This family of proteins are associated with cancer 

progression by releasing fatty acids into the tumour microenvironment promoting tumour 

growth, angiogenesis and invasiveness (173). Increased expression of PLA2G10 has been 

associated with colorectal cancer and breast cancer (174, 175), but not previously reported 

in cervical adenocarcinomas. It could possibly represent a unique therapeutic target in 

adenocarcinoma of the cervix. All other significantly dysregulated mRNA probes in 

adenocarcinomas compared to normal cervix are shared with the other tumour groups and 

are pre‐dominantly implicated in the cell‐cycle/apoptosis/DNA repair pathways. 

5.10.3 NR4A1 as a potential therapeutic target in Gynaecological Squamous 
cancers 

A significant differentiating factor between cervical adenocarcinoma and the squamous 

tumours in the study was the significantly reduced expression of the orphan nuclear 

receptor NR4A1 (also known as Nur77) (Figure 5.5, Table 5.4). This is perhaps surprising as 

NR4A1 is a transcription factor coded by an immediate early response gene in response to 

cellular stress, hypoxia and inflammatory and growth factors which are present in the 

tumour environment. No endogenous ligand for NR4A1 has been identified and therefore 

its activity is thought to be regulated via transcriptional control and cellular localisation.   

NR4A1 nuclear transcription targets include genes promoting proliferation and 

angiogenesis, but conversely nuclear export of NR4A1 facilitates interaction with Bcl‐2 in 

mitochondria promoting apoptosis. Loss of NR4A1 is of clinical interest as multiple studies 

in other tumour sites have demonstrated a key role for the NR4A1 in mediating platinum 

chemotherapy induced apoptosis. This may be of particular importance in cells with 

reduced function of p53, due to HPV activity or p53 mutation.  Low levels of NR4A1 have 

been associated with chemotherapy resistance in high grade serous ovarian cancer (176), 

and NR4A1 has been identified as a therapeutic target to promote tumour cell apoptosis 

and overcome treatment resistance. Pre‐clinical studies in Hela cells have demonstrated 

the potential to increase the translocation of NR4A1 with pharmacological means (177). 



89 
 

It is not clear what the mechanism is for reduced NR4A1 transcription in cervical and vulval 

squamous cancers. Export of NR4A1 to the mitochondria is inhibited by PI3K/Akt activation 

and promoted by MAPK10/JNK3 signalling. The PI3Kinase/Akt pathways are thought to be 

upregulated in cervical and vulval cancers as 41% of cervical cancers have an activating 

PI3Kinase mutation in the TCGA study and 60% HPV positive vulval cancers have PIK3C 

activation (102). MAPK10 transcription is significantly down‐regulated in this study(and 

corroborated by Zhang et al (178). It would therefore appear that the balance of NR4A1 

nuclear export would be in the favour of nuclear retention based on regulating pathway 

activation. NR4A1 forms heterodimers with retinoic acid receptors to facilitate nuclear 

export and mitochondrial targeting. This study showed that Retinoic acid receptor gamma 

(RXRG) is significantly downregulated, again postulating another mechanism for nuclear 

retention of NR4A1. It is therefore possible that NR4A1 transcription is reduced by negative 

feedback from high nuclear levels of the protein, however human protein atlas studies 

suggest that NR4A1 protein expression is low in cervical cancers. The regulation of N4A1 is 

complex and many factors have been associated with its induction including cytokines, 

growth factors, angiogenic factors and oxidative stress mediators, but of particular interest 

to this study, exogenous expression of HR‐HPV E1 reduces NR4A1 expression, particularly 

in HPV 16 cancers, which may be beneficial to allow tolerance of cellular replication stress 

(179). This does not explain the differential expression between cervical squamous and 

adenocarcinomas, but in general adenocarcinomas are more often HPV 18 positive rather 

than HPV16 (180), although the HPV subtype of the adenocarcinomas in this cohort is 

unknown.  

In conclusion, these finding suggest a low level of NR4A1 expression in HPV‐mediated 

gynaecological squamous cancers, the mechanism for which is unclear. Low NR4A1 levels 

and nuclear export may impair therapy‐induced apoptosis with DNA damaging agents. 

Increasing NR4A1 nuclear export and enhancement of its pro‐apoptotic effects in 

mitochondria could possibly enhance therapeutic efficacy and improve patient outcomes. 

5.10.4 Mediators of Invasion in Gynaecological Squamous cell Cancer 

A striking feature of the pattern of upregulated gene expression in the squamous cancer 

cohort was their association with cancer invasion. This study demonstrated upregulation of 

Laminin 332 (previously known as Laminin 5) gamma 2 chain (LAMC2), ITGA3, MMP‐9 and 

Plasminogen Activator Urokinase (coded by PLAU gene) which confirmed previous findings 

in cervical and vulval squamous cancers (181‐184). These genes are key effectors of tumour 
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invasiveness and are early events in the development of invasive squamous cancers (185, 

186). The Laminin 332 gamma 2 chain has previously been identified as being highly 

expressed at tumour invasive fronts in oral squamous cancers and appears to be expressed 

in preference to the Laminin gamma 3 chain (LAMC3) which is significantly under expressed 

compared to normal tissue. Studies in laryngeal cancer have demonstrated the utility of 

cetuximab in inhibiting LAMC2 expression (187), although to date trials of cetuximab in 

cervical cancer have demonstrated disappointing efficacy.  In vulva cancer LAMA3 and 

LAMB3 encoding Laminin 332 subunit alpha 3 and beta 3 were also significantly 

upregulated in this study. 

In cervical squamous tumours the SPP1/osteopontin gene was over expressed which is 

thought to potentially contribute to cancer invasion and metastasis (188). NR4A1 inhibits 

osteopontin expression in the non‐malignant setting (189). A recent publication analysing 

public datasets has corroborated the finding of increased osteopontin expression in cervical 

cancer and this was associated with activation of signalling of multiple pathways involved in 

cancer proliferation, angiogenesis and epithelial‐mesenchymal transition (190). 

5.10.5 Cytokine profile of Vulval Squamous Cancer  

The analysis demonstrated some features specific to vulval squamous cancer 

transcriptomic profile, particularly with reference to significant increases in cytokines IL1A, 

IL1B, IL8 and IL24. This is in keeping with the predominant aetiology in this cohort of vulval 

cancer being non‐HPV and most probably due to a chronic inflammatory disorder such as 

lichen sclerosus, although HPV infection has also been shown to promote IL‐1A expression 

(191, 192). These cytokines have recognised roles in cancer in the context of chronic 

inflammation promoting invasiveness and angiogenesis (193‐195).  

The consequence of increased levels of these cytokines on the tumour immune 

environment is intriguing as this may have consequences for immunotherapy treatment 

strategies in vulval cancer, such as pembrolizumab which have shown some promise in 

selected patients in the KEYNOTE 158 study (196). IL‐1A has been shown to supress tumour 

immune surveillance and T cell activation when expressed at high levels, and IL‐1B and IL‐8 

are both implicated in tumour infiltration of neutrophilic myeloid‐derived suppressor cells 

(N‐MDSC) which can promote immune escape. Elevated baseline IL‐8 has been associated 

with poor responses to immune checkpoint inhibitor therapy in other tumour groups (197).  
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In contrast IL‐24 is a tumour suppressor gene associated with promotion of a pro‐

inflammatory Th1‐type response and inhibiting angiogenesis (198). IL‐24 has been 

investigated as an adjunct to HPV E7 DNA vaccine therapy in cervical cancers to boost 

immunogenicity (199). The high level of expression of IL‐24 in the vulval tumour 

environment could be investigated as a biomarker to identify those who may benefit for 

immunotherapy (PD‐L1 status was not predictive in the KEYNOTE 158 study).  The IL‐12RB2 

is also upregulated in cervical and vulval cancers, which could potentiate Th1‐type 

inflammatory signalling via the IL‐12 cytokine, and this has not been previously reported.  

IL‐12 has been trialled therapeutically to promote anti‐tumour immunity and techniques to 

develop local administration are promising to minimise systemic effects (200). 

5.10.6 Predicted Pathway alterations in Cervical and Vulval Cancers 

The mean pathway transcription scores generated by the Nanostring nsolver advanced 

analysis software (Table 5.5) give an overview assessment of pathway transcriptional 

dysregulation but gives little information with regards to the likely functional consequences 

and the potential impact of transcriptional changes on pathway activators and inhibitors. 

Table 5.7 summaries the key differentially expressed pathway genes identified in Tables 5.3 

and 5.4 and their predicted effect on pathway status.   

Loss of PTCH1 has been previously identified in cervical and vulval squamous cancers and it 

has been recognised as an adverse prognostic feature (201‐203). Wnt pathway activation 

has previously been linked to the development of cervical cancer, a process thought to be 

related to HPV E7/E7 presence (204). Activators of PI3kinase signalling are under and over 

expressed, and this may reflect constitutive pathway activation due to PI3kinase mutations 

described in the literature for cervical can vulval tumours.  

Pathways that play a less clear role in cervical and vulval cancers based on the most 

significantly dysregulated genes are the jak‐stat pathway, MAPK pathway and TGF‐beta 

signalling. SOCS3 is a negative‐feedback loop regulator of the jak‐stat signalling pathway 

and therefore the low expression of this could potentially be a reflection of low levels of 

pathway activation, which would be consistent with the under‐expression of the CNTF and 

LIF. Such a strategy may be useful in avoiding the anti‐tumour action of jak‐stat associated 

cytokines such as IL‐24 and IL‐12, which are elevated in vulval tumours as earlier discussed. 

Follistatin (FST) an inactivator of Activin A, likely reduces Activin A activation of TGF beta 

signalling in the squamous cancers studied. However, the INHBA gene coding an inhibin 

protein is widely over‐expressed in all the tumours studied, including cervical  
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adenocarcinomas, and acts to activate TGFbeta signalling. This may counteract the 

increased presence of follistatin, and other proteins known to activate TGF beta signalling 

such as MMP9 also show high levels of transcription. Previous studies have demonstrated 

TGF‐beta signalling loss during malignant transformation from CIN to invasive cancer (205). 

More in depth analysis of these pathways would be required to gain a comprehensive 

insight into signalling in these complex cases but given the scarcity of transcriptomic 

information available on vulval cancers in particular, these findings add to the current 

knowledge of signalling pathways.  

 

Table 5.7 Summary of the most dysregulated genes belonging to oncogenic signalling 

pathways in cervical and vulval squamous cancers and predicted consequences of the 

changes in gene expression 

Pathway  Upregulated Genes  Down regulated 

Gene 

Predicted 

consequence of 

transcriptional 

dysregulation 

Hedgehog    PTCH1  Pathway 

signalling 

activation 

Wnt    DKK2, SFRP1, 

SFRP4, AXIN2 

Pathway 

signalling 

activation 

PI3kinase  SPP1/osteopontin, 

ITGA3, LAMA3, 

LAMB3, LAMC2 

IGF‐1, PDGFD, 

ITGA8, LAMC3, 

COL24A1 

Unclear 

RAS/MAPK    NR4A1, CACNA1D, 

CACNA1H, 

MAPK10, SHC3 

Pathway 

signalling 

inhibition 

JAK/STAT    CNTF, LIF, SOCS3 

receptors 

Pathway 

signalling 

inhibition 

TGF‐beta  FST, INHBA, MMP9    Unclear 
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5.10.7 Molecular sub‐classifications of cervical cancer 

The molecular profiling by the TCGA collaborative categorised cervical cancers into 3 

groups based on mRNA expression (C1, C2 and C3), and this largely correlated to the three 

molecular clusters identified by the paper (adenocarcinomas, keratin‐high and keratin‐

low)(101). The cervical cancers in this study can be divided into three groups; 

adenocarcinomas (including one HPV negative cervical cancer), ‘Group A’ (2 

adenocarcinomas and squamous carcinomas) and ‘Group B’ (exclusively squamous 

carcinomas). These three groups correlate with the histological characteristics of the TCGA 

groups C1, C2 and C3.  The TCGA C1 mRNA group contained adenocarcinomas and a group 

of squamous cancers which were termed endometrial‐like cervical cancers (UCEC), which 

included 7 out of the 9 HPV negative cervical cancers. UCEC tumours had a molecular 

profile consistent with endometrial orgin but were histologically of cervical orgin. This 

raises the possibility that sample 16/C8 is a UCEC as described by TCGA analysis. 

The TCGA C2 mRNA cluster was designated a ‘keratin high’ subgroup which consisted of 

mostly HPV positive squamous tumours characterised by high expression of members of 

the keratin family of proteins, whilst the C3 cluster was designated  ‘keratin low’ and 

contained squamous cervical cancers and a  subset of adenocarcinomas. Histologically 

these two groups correlate with Group B and Group A respectively. It appears that the 

nanostring PanCancer codeset mRNA profiles of the cervical tumours cluster cervical 

tumorus into similar histological groups as the more extensive TCGA analysis. 

To determine if these groups correlate with the TCGA subgroups on a molecular level is 

more challenging (the nanosting codeset used does not contain keratin gene probes). Due 

to the small number of samples analysed, there are no statistically significantly different 

individual probes between the two predominantly squamous cervical cancer groups once 

corrected for mulitple testing. The TCGA dataset identified multiple significantly 

differentially expressed mRNA probes between the C2 and C3 mRNA expression clusters 

including TGFB1,TGFB2, TGFBR2, PIK3CA, FGFR3, NFE2L2, EP300, MAPK1, KRAS, ARID1A 

and FBXW7 which are included in the nanostring codeset. These genes are predominantly 

involved in the TGFbeta signalling pathway (TGFB1, TGFB2 and TGFBR2), the PI3kinase 

pathway signal transduction (PIK3CA, FGFR3), RAS/MAPK pathway signal pathway (KRAS, 

MAPK1, FGFR3) and transcriptional misregulation (NFE2L2, EP300, ARID1A).  

Figure 5.4 demonstrates the mean pathway score changes between Group A and Group B 

cervical tumours highlighting the PI3kinase, MAPK and transcriptional misregulation 
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pathways as being differentially expressed between the two groups.The TGF beta pathway 

does not show a large degree of differentation in pathway scores.  

A futher anaylsis was done via the advanced analysis software to highlight transcriptional 

changes between Group A and B  overlaid onto a pathway map (Appendix C). Predominant 

features of Group A tumours are higher transcription of proteins that can activate the 

PI3Kinase pathway signalling (such as extracellular matrix proteins, growth factors, tyrosine 

kinase receptor and insulin receptor substrate 1 adaptor protein) and TGFbeta pathway 

(TGFbeta). Such growth factors could also activate the MAPK pathway, but Group A 

tumours also demonstrate relatively lower RAS expression than Group B and over 

expression of MAPK signalling down regulators the MAPK phosphotases. There is also 

greater expression of the CREB transcription factor and NR4A1 (although this is lesssened 

when only squamous cancers analysed).  

Features of Group B tumours appears to be higher expression of the mTOR pathway 

inihibitor AMPK. The regulation of these pathways is complex and regulated by many other 

means than transcription of it the extracellular regulators, but this overview suggests that 

cervical cancers display molecular heterogenity and that more insight into these could help 

to personalise therapeutic approaches. 

5.10.8 The effect of HPV on the cancer cell transcriptome 

The most striking feature of HPV positive tumours when compared to negative is the 

difference in the cell cycle and apoptosis pathway score. As expected, HPV negative 

tumours demonstrate lower expression of p16, as p16 expression is often used as a 

surrogate marker of HPV status due to the effect of the HR‐HPV E7 protein in increasing 

p16 expression via Rb loss. 

The expression of the ARF gene is also lower in HPV negative tumours, which is likely to be 

a reflection of loss of p53‐mediated transcriptional repression of ARF in HPV tumours due 

to the increased p53 degradation seen in the presence of HR‐HPV E6 gene. 

Overall, the expression of activators of cell proliferation is greater in HPV positive tumours 

(MCMs, E2F1/2/3, cycA, cdc7). The exception to this is cyclin D, whose expression is lower 

in HPV positive tumours, and this is possibly a reflection of the role of p16 in transcriptional 

inhibition of cyclin D. 
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Figure 5.10 demonstrates the trend for HPV negative tumours to have lower expression of 

DNA repair genes than their HPV positive counterparts. A more detailed assessment of the 

transcriptional features of this pathway is undertaken separately, but this data is suggestive 

that HPV presence up‐regulates DNA repair genes at a transcriptional level. Similar mRNA 

upregulation in HPV positive tumours were seen on a recent analysis by Prieske et al where 

HPV positive vulval tumours demonstrated increased transcription of HRR/BRCA/FANC 

pathway genes including BRCA2, BRIP1, FANCA and FANCC (206). 

Whilst the mean pathway scores transcription scores for the Hedgehog pathway and the 

Wnt pathway do not differ significantly between the HPV positive and negative tumours, 

the pattern of gene overexpression in HPV negative tumours (pathway activators Wnt, 

Frizzled) and genes under expressed in HPV negative tumours (pathway inhibitors such as 

PTCH1, PTCH2, DKK, FRP) give rise to the hypothesis that the Hedgehog pathway is 

potentially an important driver of non‐HPV related gynaecological squamous cancers, 

which in this cohort are predominantly vulval cancers. 

5.10.9 DNA Repair Pathway gene expression in cervical and vulval cancers 

Table 5.5 highlights the DNA repair pathway as one of the most dysregulated in cervical and 

vulval cancers. The global trend is towards an increased expression of DNA repair genes in 

tumour versus normal tissues, particularly those involved with homologous recombination 

repair. The expression of DNA repair genes is higher in HPV positive tumours (Figures 5.9 

and 5.10). The differentiating genes with regards to DNA repair between HPV negative and 

HPV positive tumours are also in genes related to HRR, in particular the FANC pathway 

(Figure 5.10). 

One aim of this study was to determine if there was evidence on a transcriptional level that 

double‐strand DNA repair was inhibited in HPV positive tumours, and thus potentially 

accounting for their increased radiosensitivity. Figure 5.10 shows that there are some 

tumours demonstrating loss of expression of FANC core complex genes in relation to 

normal tissue (FANCG, FANCE, FANCF, FANCC, FANCL, c19orf40/FAAP24). This 

predominantly, but not exclusively, occurs in HPV negative tumours, in keeping with the 

lower expression of FANC proteins seen in Figure 5.10. Low expression levels of FANCG, 

FANC E, FANC C and FANC L predominantly occur in more advanced disease, demonstrating 

that perhaps downregulation of these genes could be a late event in cancer progression. 
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There are some interesting features in selected HPV positive tumours that may indicate 

that may indicate loss of FA core complex components. The most under‐expressed proteins 

in tumours relative to normal tissues in Figure 5.10 are c19orf40/FAAP24 in 5023T (HPV 

positive adenocarcinoma) and FANCF in 5011T (HPV positive squamous carcinoma). FANCF 

hypermethylation in cervical cancer samples has been previously shown (105) and 

therefore this may be a mechanism for low FANCF expression in 5011T.  

Despite the increased levels of phosphorylated ATM in cervical cancers already 

demonstrated, there is no upregulation of ATM transcripts in cervical cancers, with a trend 

to reduced expression in the cancers studied. This supports the finding from previous 

studies in cervical cancer (126), demonstrating a significant reduction overall of ATM mRNA 

expression when compared to normal controls, and this has also been mirrored in this 

study’s findings in vulval squamous cancers. 

Figure 5.11 demonstrates a trend towards a negative correlation between ATM probe 

count and levels of cellular pATM – suggesting that high levels of pATM activation are 

found in cellular environments where ATM transcription is supressed. This could potentially 

be via negative feedback on transcriptional activity due to longevity or low turnover of 

pATM. Another possibility is that in untreated tissues, increased levels of pATM is a 

surrogate for increased double strand DNA damage as a result of a partial loss of ATM 

transcription due to methylation/deletion/mutation.  

5.11 Discussion 

This study has shown increased transcriptional activity in HPV‐mediated cancers in many 

key genes related to DNA repair. This analysis has demonstrated that in selected cases 

there is a down‐regulation of components of the FA core complex, but the functional 

consequences of this are unknown. 

The lack of direct association shown between ATM expression and cellular activated 

(pATM) levels highlights the limitations of using transcriptional activation as a surrogate for 

DNA repair activity. A multitude of factors influence the proficiency of DNA repair, and 

regulation of this process is influenced by gene mutations, mRNA stability, post‐

translational modifications, subcellular protein localisation and protein degradation. 

Whilst the studies performed utilising immunohistochemistry and Nanostring technology 

have been informative, in order to fully ascertain the functional status of double strand 

DNA repair in the context of HPV‐related disease, functional studies are desirable. Such 
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studies can measure the kinetics and proficiency of DNA repair in vitro following DNA 

damage, which is more likely to inform regarding response to DNA‐damaging treatment 

than in untreated tissues. The next step was to generate a novel tissue resource of primary 

cell lines to facilitate the study of DNA repair dynamics. 
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Chapter 6 – Protocol development for DNA repair assays in 
cervical and vulval primary cells 

6.1 – Background 

Double strand DNA repair is a complex and dynamic process requiring the sequential 

recruitment of multiple proteins to a site of damage. There has been great progress in the 

understanding of these processes and their impact on cancer therapies in recent years, 

predominantly using in vitro studies in immortalised secondary cell lines (207). Secondary 

cell lines have the advantage that they are generally robust on multiple passaging and grow 

in a predictable fashion, making them easier to manipulate and facilitate in‐vitro assays.  

There are multiple common commercially available cervical and vulval cancer cell lines 

(Table 6.1), but due to extensive use over many years in the in vitro environment it is likely 

that cellular phenotypes are no longer be representative of the tissue from which they 

were derived due to the selective pressures and acquired mutations during multiple 

passaging. Genetic drift within a cell line can lead to rapid genetic diversification, with 

different strains from the same cell line giving differential responses to in vitro treatments 

(208). Studies of commonly used ovarian cancer secondary cell lines have demonstrated 

significant changes in copy‐number, mutations and pronounced differences in mRNA 

expression profiles between the cell lines and ovarian cancer tumour samples (209).  

It was therefore a priority to produce better in vitro models to evaluate the kinetics of DNA 

DSBs in the context of gynaecological HPV‐mediated cancers. Primary cells explanted from 

fresh tumour tissue at early passages are potentially more likely to demonstrate similar 

biological characteristics as the tissue of origin, including DNA repair. The aim of the work 

contained in this chapter was to develop primary cell resources from cervical and vulval 

tissue, characterise them and determine their utility in assays of DNA DSB repair 

proficiency. A comparative analysis of the RNA transcriptome of the primary cells and 

donor tumour was also planned to determine how the in vitro environment altered 

transcriptional signatures of common cancer‐associated pathways in the PanCancer 

codeset. Whilst many of these aims were accomplished, I was unable complete a planned 

series of experiments to analyse the functional status of DNA repair in HPV positive and 

HPV negative primary cells due to COVID‐19 pandemic disruptions. This work has been 

successful in providing a model for future studies. 
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Table 6.1 Common commercially available cell lines for the study of cervical and vulval 

cancer  

  Tumour of origin  Site of 

origin 

HPV 

Status 

Year 

Established 

Hela  Cervical 

adenocarcinoma 

Cervix  HPV 18  1951 

Caski  Cervical squamous 

cancer 

Small 

Intestine 

HPV 16  1977 

Siha  Cervical squamous 

cancer 

Cervix  HPV 16  1970 

C33a  Cervical squamous 

cancer 

Cervix  Negative  1964 

A431  Vulval squamous 

cancer 

Vulva  Negative  1973 

 

6.2 Recruitment and Tissue for Primary Cell Line Development 

Fresh tissue samples were obtained from individuals undergoing planned procedures under 

general aneasthesia for management of histologically confirmed vulval and cervical cancers 

at Liverpool Women’s Hospital and Clatterbridge Cancer Centre (REC 15/NW/0425) 

(Appendix A). An overview of the study protocol is outlined in Figure 6.1 and the 

clinicopathological data of the study participants recruited for fresh tissue collection is 

shown in Table 6.2. 

6.3 Optimisation of cell culture protocols 

Previous work performed within the group had developed a protocol (Protocol 1, Figure 

6.2) to develop squamous cell cancer primary cells from HPV positive oropharyngeal 

cancers utilising mechanical dissociation of primary tissue followed by adherence to 

CellBind wells and incubation in selective media (135). However, this protocol had failed to 

generate cultures expressing HPV proteins from HPV positive oropharyngeal primary 

tumours, and therefore a second protocol was also used  (Protocol 2, Figure 6.2), 

developed by a collaborator, Dr N Powell (Cardiff), who had successfully generated HPV 

expressing cultures from vulval and vaginal dysplastic lesions utilising a feeder layer of 3T3 

fibroblasts (210) . Protocol 2 utilised GMEM media (with epidermal growth factor (EGF) 
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supplementation from day 4). Both of these approaches were utilised in parallel within the 

study (full protocols are found in Appendix A). 

Each study participant was given a unique study number 50XX and the cell lines were 

named after this study number with the annotation ‘T’ for tumour tissue culture ‘N’ for 

adjacent normal tissue culture. When sizeable explants formed, they were removed by 

trypsinisation and transferred to a tissue culture flask labelled passage 1. The well from 

which they originated on the CellBind plate was added to the primary cell name. In the case 

of culture dishes with feeder cells the fibroblasts were removed mechanically by pipetting 

with PBS or via differential trypsinisation. 
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Table 6.2 Clinicopathological data of study participants for primary cell development 

CR – complete response, PR – partial response 

Study 

number 

Tissue origin  Age  Stage  Primary Treatment  Treatment 

response 

Disease 

Recurrence 

5001  Squamous 

cancer cervix 

29  2B  Surgery + pelvic 

EBRT with 

brachytherapy 

CR  No 

5002  Squamous 

cancer cervix 

77  1B1  Surgery  CR  No 

5003  Squamous 

cancer vulva 

75  3A1  Surgery + EBRT  CR  No 

5004  Squamous 

cancer cervix 

71  2B1  Chemoradiation  CR  No 

5005  Squamous 

cancer cervix 

29  1  Surgery  CR  No 

5006  Squamous 

cancer vulva 

71  1  Surgery  CR  No 

5007  Squamous 

cancer vulva 

74  3  Surgery + EBRT  PD  Yes 

5008  Squamous 

cancer vulva 

80  recurr

ent 

Surgery  PD  Yes 

5009  Squamous 

cancer vulva 

73  2  Surgery  CR  No 

5010  Squamous 

cancer cervix 

53  3B  Chemoradiation  PR  Yes 

5011  Squamous 

cancer cervix 

42  2B1  Chemoradiation + 

brachytherapy 

PR  Yes 

5012  Squamous 

cancer cervix 

36  1  Surgery  CR  No 

5013  Squamous 

cancer cervix 

62  1B1  Surgery + EBRT  CR  No 

5014  Squamous 

cancer cervix 

70  1B1  Surgery  CR  No 
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Figure 6.1 Study Protocol ‐ Tumour tissue procurement to allow establishment of primary 

cell cultures for use in Human papillomavirus‐mediated cancer research 
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Figure 6.2 Protocols to generate Primary Cells  

A. Tissue washed in transport medium (DMEM with 10% fetal bovine serum (FBS), 1% L‐

Glutamine and 2% penicillin/streptomycin) for 60 minutes (with media change every 20 

minutes) B. Explanted tissue dissected into small pieces (1‐2mm3) in a few drops of 

transport media, divided between six wells of a CellBind plate and incubated for 1hour at 

37oC with 5% CO2. Media then added dropwise to each well as annotated (R=RPMI, 

S=SFKM, D=DMEM) until tissue covered. Media topped up to 3mls after 36‐48hours. C. 

Explanted tissue rinsed with FBS, and tissue dissected into small pieces (1‐2mm3) in a few 

drops of FBS and dish inverted for 1hour at 37oC with 5% CO2. 3mls of GMEM media then 

added (without EGF) with 5 x 105 irradiated 3T3 cells. D. Cells incubated at 37oC with 5% 

CO2 for 4 days. 
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6.3.1 Initial observations on cell development protocols 

The first three tissue sample collections (5001‐5003) were processed for primary cell 

culture as shown in Figure 6.2. These cases demonstrated some areas where protocol 

modifications were to be made to improve the process of primary cell production. 

a. Fungal contamination ‐ several wells and flasks were discarded due to this issue, 

which seems particularly prevalent when small tissue culture dishes were used in 

protocol 2, perhaps due to difficulties in handling these without disturbing the lid. 

It is likely that some of the contamination was due to colonisation of the primary 

tissue samples, which were washed with antibiotics (penicillin and streptomycin in 

the transport media) but were not exposed to anti‐fungal agents such as 

Amphotericin as previously published data suggests that Amphotericin exposure 

may influence HPV expression (210). To overcome some of these issues, NUNC 

coated 6 well plates (Fisher scientific) were adopted instead of small TC dishes. 

b. Cell senescence ‐ following initial adherence and growth of keratinocyte 

populations in CellBind wells with SFKM the cells would become senescent 

following prolonged incubations. In such circumstances it was decided to trial the 

addition of a feeder layer to the well to stimulate keratinocyte explant growth. 

c. Mixed cell type populations – once keratinocytes and fibroblasts coexisted in RPMI 

media and DMEM:F12 media in cell bind plates they were very difficult to 

effectively separate. Differential trypsinisation and cell scraping were utilised to 

separate fibroblasts from keratinocytes, but the fibroblasts were difficult to 

completely clear and could quickly overgrow keratinocyte populations. As the 

interest of this project lay in the primary keratinocytes populations it was decided 

to only use SFKM and GMEM media (with EGF supplementation after 4 days) to 

encourage the preferential growth of keratinocytes. 

d. The irradiated 3T3 feeder cells used for protocol 2 would detach after short periods 

of time and need replenishing regularly. A robust, primary, human fibroblast cell 

line was developed from the 5001 explants, and this was trialled to see if these 

early passage cells may provide a better feeder layer once irradiated, with the 

additional benefit of being more representative of cervical stromal tissue.  
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6.3.2 Protocol optimisation 

Two new protocols were devised for tissue collections from 5004 onwards to incorporate 

these changes (Protocol 3 and 4, Figure 6.3). If there was poor growth of keratinocytes in a 

CellBind well with SFKM, 5001T irradiated fibroblasts were added as a feeder layer.  

The trial of irradiated 5001T primary fibroblasts as a feeder layer was successful, and it was 

superior to the irradiated 3T3s cells in maintaining adherence, only needing to be 

replenished after several weeks of culture. When a series of fresh tissue samples were 

grown on 5001T irradiated fibroblasts in SFKM, keratinocyte explants were seen (Figure 

6.4). When the GMEM media was utilised, both primary keratinocyte and fibroblasts were 

seen (Figure 6.4). As the process of separation of explanted fibroblasts/irradiated fibroblast 

feeder cells from tumour explants was time consuming the preference, if possible, was to 

grow explant keratinocyte cultures without feeder cells in SFKM if the cells continued to 

proliferate and maintained HPV positivity during multiple passage. The 5005T sample 

collection demonstrated that both normal and tumour keratinocyte cultures could be 

grown in these circumstances (Figure 6.5). Protocol 3 became the protocol of choice for 

generating cell lines for subsequent tissue collections. 

6.4 Non‐Adherent Primary Culture 

All tissue samples collected led to the generation of adherent cell cultures except tissue 

from patient 5011, which formed a mixed population of adherent fibroblastic cells and cells 

dividing in suspension as demonstrated in Figure 6.6. The cells in suspension loosely 

attached to the adherent fibroblasts where mixed populations existed but also continued 

to grow in suspension, even if an irradiated 5001T feeder layer was introduced. As such 

these cells would be difficult to analyse in assays such as immunofluorescence, and an 

attempt to culture them as spheroids was undertaken to provide a model that could 

undergo formalin fixation and paraffin embedding. Unfortunately attempts at growing 

5011T spheroids in ultra‐low attachment (ULA) wells were not successful. 5005T early 

passage cells formed small spheroids (Figure 6.6) but this mode of culture was not pursued 

further due to difficulties keeping the small spheroids intact during fixation and 

embedding. 
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Figure 6.3 Optimised Protocols to generate Primary Cell Lines  

A. Tissue washed in transport medium for 60 minutes (with media change every 20 

minutes) B. Explanted tissue dissected into small pieces (1‐2mm) in a few drops of 

transport media, divided between six wells of CellBind plate and incubated for 1hour at 

37oC with 5% CO2. SFKM was then added dropwise to each well until tissue covered. Media 

topped up to 3mls after 36‐48hours. C. Explanted tissue rinsed with FBS, tissue dissected 

into small pieces (1‐2mm3) in a few drops of FBS and placed in six wells of NUNC coated 

plate for 1hour at 37oC with 5% CO2. 3mls of GMEM media (without EGF) was then added 

with 5 x 105 of irradiated 5001T fibroblast cells. D. Cells incubated at 37oC with 5% CO2 for 4 

days. 
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Table 6.3 Summary of Primary Cell Line development 

 

 

     

 

uk=unknown (insufficient tissue/RNA yield for reliable PCR)       P = passage 

Study 

number 

Tumour Type  Tissue HPV 

status 

Cells developed   Highest passage 

number to date 

5001  Squamous 

cervix 

uk  Tumour fibroblasts   P12 

5002  Squamous 

cervix  

+  n/a  n/a 

5003  Squamous 

vulval 

‐  n/a  n/a 

5004  Squamous 

cervix 

+  Tumour 

keratinocytes  

P4 (senescent) 

5005  Squamous 

cervix 

+  Tumour 

keratinocytes  

P15 

‐  Normal 

keratinocytes 

P6 

5006  Squamous 

vulval 

uk  n/a  n/a 

5007  Squamous 

vulval 

‐  Normal 

keratinocytes 

P3 

5008  Squamous 

vulval 

‐  Tumour fibroblasts   P3 

5009  Squamous 

vulval 

‐  Tumour 

keratinocytes  

P9 

5010  Squamous 

cervix 

uk  n/a  n/a 

5011  Squamous 

cervix 

+  Tumour 

keratinocytes  

P2 

5012  Squamous 

cervix 

uk  n/a  n/a 

5013  Squamous 

cervix 

‐  Tumour 

keratinocytes  

P3 (senescent) 

5014  Squamous 

cervix 

uk  Tumour 

keratinocytes  

P5 
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Figure 6.4 Examples of cell growth on 5001T irradiated feeder cells 

A.5004N keratinocyte colony passage1 grown with 5001T irradiated fibroblasts (SFKM). 

B. 5007N keratinocyte explant on 5001T irradiated fibroblasts grown (SFKM).  

C. 5009T keratinocyte explant on 5001T irradiated fibroblasts grown (GMEM).  

D.5007N primary fibroblast explant on 5001T irradiated fibroblasts grown (GMEM).      
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Figure 6.5 Examples of cell growth in the absence of a feeder layer 

A. 5005N keratinocyte explant on day 7 (SFKM) 

B. 5005N primary keratinocytes passage 1 (SFKM). 

C. 5005T primary keratinocyte explant on day 7 (SFKM).  

D. 5005T primary keratinocytes passage 1 (SFKM). 
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Figure 6.6 Primary cells growing in suspension 

A. 5011T passage 1 (smaller colonies)  

B. 5011T passage 1 once colony reached maximum size.      

C. and D. 5005T Day 3 spheroid culture.  
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6.5 Cell Characterisation  

6.5.1 Cell morphology and pancytokeratin expression  

After completion of 14 tissue collections, there were 3 cell lines which emerged which 

withstood multiple passaging and were selected as the most robust for use in‐vitro assays: 

5005N, 5005T, 5009T (Table 6.3). They were morphologically in keeping with keratinocytes 

(Figure 6.4, Figure 6.5), and pancytokeratin expression was confirmed by 

immunofluorescence (Figure 6.7).  

 

Figure 6.7 Primary Cell Immunofluorescence staining with Pancytokeratin antibody  

A. 5005T  

B. 5009T  

C. Normal oral keratinocyte (NOK) control  

 

6.5.2 Mycoplasma Testing 

All cell Lines underwent PCR for mycoplasma testing and were negative (performed by 

Institute of Translational Medicine, Mycoplasma Screening Service).  

6.5.3 STR profiling  

To confirm that the cells grown through multiple passages originated from the source 

tumour sample, Short Tandem Repeat profiling was undertaken on DNA extracted from the 

original tissue sample (fresh frozen at time of collection) and the primary cells during 

passage. The STR profiling was performed by The Institute of Translational Medicine STR 

profiling service with the Promega GenePrint 10 system. All primary cells demonstrated 

identical STR profiles to the tissue of origin (Table 6.4). 
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Table 6.4 Short Tandem Repeat Data on Primary Cells and Corresponding Tissue Sample 

 
5005N  5005T S5P4 

 
5005N S2P3  5009T  5009T S2P11 

THO1  7  7  7  7  7  7  8  9.3  9.3  9.3 

D21S11  31  32  31  32  31  32  30  32.2  30.2  30.2 

D5S818  11  12  11  12  11  12  11  13  11  13 

D13S317  11  12  11  12    12  11  11  11  11 

D7S820  11  12  11  12  11  12  10  10  10  10 

D16S539  11  12  11  12  11  12  11  12  11  12 

CSF1PO  10  13  10  13  10  13  10  10  10  10 

AMEL  X    X 
 

X    X    X   

vWA  17  18  17  18  17  18  14  19  19  19 

TPOX  8  9  8  9  8  9  8  9  8  9 

 

6.5.4 – HPV Testing 

RT qPCR was used to test for HPV 16/18 positivity. This analysis demonstrated HPV 18 

positivity of the 5005T donor tissue with similar levels of expression to the Hela control 

(2−ΔΔCT 0.6). Analysis of subsequently passaged cell lines (5005TS5 passages 6, 9 and 13) 

demonstrated ongoing HPV 18 expression, with a comparable expression of HPV 18 E6. 

Tissues 5005N, 5009T and 5009T primary cell did not express HPV 18 E6 or HPV 16. To 

confirm whether the 5009T tissue or cells exhibited infection with less common subtype of 

HR‐HPV (31, 33, 45), formalin fixed tumour and primary cell pellets were analysed by HPV 

RNA ISH (M. Robinson, Newcastle). This demonstrated the absence of HR‐HPV transcripts in 

5009T tumour tissue, 5009TS2 and 5009TS5 primary cells. 

6.5.5 Transcriptomic profiling of primary cells compared to tissue of origin 

RNA extracted from primary cell cultures 5005T, 5005N and 5009T was analysed on the 

Nanostring platform using the PanCancer codeset as previously described in Chapter 5. A 

summary of pathway scores for the samples is demonstrated in Figure 6.8. This 

demonstrates clustering of signatures between primary cells and their tissue of origin, 

suggesting that characteristics are retained. The adjacent normal cells from 5005 tissue 

collection demonstrate separation from tumour tissue and tumour derived primary cells. 

There is a pattern of high DNA repair protein expression in HPV positive tumour tissue 
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(5005T) and primary cells originating from this in contrast with 5005 cells derived from 

normal tissue and from HPV negative vulval tumour cells derived from 5009T tissue. 

                                                                                                

                          

 

Figure 6.8 Heatmap of cancer pathway scores by cell type 
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6.6 – Functional studies of DNA DSB repair in primary cells 

6.6.1 Clonogenic survival studies 

Clonogenic survival studies were performed on the primary cells from the 5005T explanted 

tissue and compared to a secondary cervical cell line (siha). These studies reflect the ability 

of cells to withstand ionising radiation and retain the potential to replicate (as a surrogate 

marker of treatment response to radiation treatment).  Example images and the cell 

survival curves from triplicate experiments are shown in Figures 6.9 and 6.10. The results 

indicate that 5005T is potentially more radiosensitive than siha, although the confidence 

intervals are overlapping. There were significant challenges when performing these assays 

with primary cells due to very low plating efficiencies seen with the primary cells. The 

average plating efficiency (proportion of untreated cells that grew into a colony) for 5005T 

was 0.05, compared to 0.39 for siha, requiring very large numbers of cells to be available 

for each assay in the primary cell population. This was not possible with the other primary 

cells developed and attempts at plating with lower numbers resulted in very low plating 

efficiencies, highlighting the lower capacity of primary cells to develop colonies from single 

cells populations over a 2 week period of incubation when compared to transformed 

secondary cell lines. 
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A.  B. 

C.  D. 

 

Figure 6.9 Clonogenic Assay plates for 5005T primary cells 

A. 0Gy irradiation 1000 cells plated/well (top row) and 2000 cells plated/well (bottom 

row)  

B. 1Gy irradiation 1500 cells plated/well (top row) and 3000 cells plated/well (bottom row)  

C. 2Gy irradiation 2000 cells plated/well (top row) and 4000 cells plated/well (bottom row)  

D. 4Gy irradiation 4000 cells plated/well (top row) and 8000 cells plated/well (bottom row) 
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Figure 6.10 Clonogenic Assay survival curve. X axis amount of radiation (Gy). Y axis 
demonstrates relative colony formation (surviving fraction) expressed as colonies per 
treatment level versus colonies that appeared in the untreated control.  

 

6.6.2 Immunofluorescence studies 

A different type of assay to determine radiosensitivity was therefore desirable which could 

take place over a shorter time frame and was less reliant on the sustained proliferative 

capacity of the primary cells in vitro. Immunofluorescence studies of primary cells at fixed 

timepoints post irradiation were planned with two aims. Firstly, to evaluate the relative 

expression of RAD51 foci in cells treated with DNA damaging therapy versus untreated 

cells, which has previously been described as a surrogate marker of HRR proficiency in the 

primary cells (211). Secondly to assess the kinetics of pATM foci formation and resolution 

following ionising radiation in vitro, as data in Chapter 4 is suggestive of potentially lower 

expression of pATM activity in some tumours compared to normal tissues.  

A protocol was adopted from M Price (Manchester) to assess RAD51 foci at baseline and 2 

hours following ionising radiation. A fold change of 2 or above for average number of 

RAD51 foci/cell 2 hours post irradiation versus untreated cells was adopted as a marker of 

HRR proficiency. This assay was performed on 5005T cell lines, with at least 100 cells 

analysed per chamber and an average taken of the duplicate chambers per experiment 

(Figure 6.11). γH2AX co‐staining was performed in one chamber/slide as a marker of DNA 

DSB. Average fold change after 4Gy post irradiation was over 2, indicating proficiency of 

HRR response to DNS DSBs (Table 6.5). A run performed with 2Gy irradiation versus 4Gy 

appeared to demonstrate similar levels of DNA DSBs as indicated by γH2AX foci, but a 
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lower fold change of RAD51. This was likely due to the high baseline levels of RAD51 

counted in untreated cells in this run, which was approximately 2 to 3‐fold that seen in the 

untreated cells in the 4Gy experiments. The reason for this is not clear and further work 

would be desirable in this and other cell lines to determine homologous recombination 

repair status. 

 

Table 6.5 Immunofluorescence data for RAD51/ γH2AX staining in untreated cells and 

those 2 hours post irradiation with 2Gy and 4Gy 

  RAD51      γH2AX     

  Untreated  2 hours 

post 

irradiation 

  Untreated  2 hours post 

after 

irradiation 

 

  Average 

foci/nucleus 

Average 

foci/nucleus 

Fold 

change 

Foci/nucleus  Foci/nucleus  Fold 

change 

4Gy             

Run 1  1.63  3.77  2.31  1.64  5.98  3.64 

Run 2  1.03  2.92  2.83  0.66  2.19  3.31 

2Gy             

Run 1  3.02  2.45  0.81  1.21  5.12  4.23 
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Figure 6.11 RAD51 cell immunofluorescence in untreated 5005T cells (0Gy) and 5005T cells 
2 hours post 4Gy irradiation with corresponding DAPI stain showing cell nuclei  

 

Immunofluorescence for pATM was also performed with 5005T cells to determine if pATM 

foci were appropriately formed on the induction of DNA damage. Previous work in the 

study had characterised 5005T tumour as expressing high levels of nuclear pATM (score 5) 

and low levels of cytoplasmic pATM (score 3) while ATM RNA probe counts in 5005T 

baseline tumour are lower than normal cervical controls (Figure 5.10). 

An assessment of pATM foci formation was made at baseline and then at 1, 2, 4, and 8hrs 

after 2Gy‐4Gy ionizing radiation to determine if pATM foci were appropriately induced post 

treatment, and if there was any evidence of prolonged pATM foci persistence following 

treatment. 
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Figure 6.12 Images of pATM immunofluorescence in untreated cells (0Gy) and at 1, 2, 4 and 
8hrs following 4Gy ionising radiation  

 

These data demonstrate early foci formation of pATM and resolution of pATM foci in line 

with γH2AX resolution (Figure 6. 13). This is indicative of proficient ATM activity in the 

5005T cell line, reflective of the high pATM activation seem on immunohistochemistry. It 

supports earlier findings of a poor correlation between ATM RNA levels and levels of 

nuclear ATM activation by phosphorylation.  
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Figure 6.13 Average fold change in pATM nuclear foci/cells in untreated cells and following 
4Gy at 1, 2, 4, 8 hours 

 

6.6.3 Immunofluorescence on FFPE tumour tissue 

Whilst the development of primary cells is good model for exploring homologous 

recombination proficiency in vitro, the logistical constraints, time required and potential 

failure of explants to yield proliferating cells makes it challenging to use primary cell 

functional assays as a predictive therapeutic marker to predict response to radiation in 

clinical practice. Several studies have demonstrated the predictive therapeutic value of 

assessment of RAD51 foci on pre‐treatment and post treatment (24hr‐36hr) biopsies in 

breast and head and neck cancers treated with DNA damaging chemotherapy (133, 212). In 

these studies, biopsies retaining RAD51 foci levels >10% from baseline at 24‐36 hours post‐

treatment were assigned to have delayed DNA DSB kinetics and were associated with 

improved treatment outcomes.  

More recent studies have investigated if an assessment of RAD51 foci in untreated 

diagnostic biopsies alone can be a surrogate marker of HRR deficiency and/or predictive for 

treatment response to DNA damaging agents. Such an approach has clear advantages in 

terms of ease of clinical use but lacks the use of exogenous DNA damage delivered in 

previous studies that perform RAD51 assessment. A study in ovarian cancer has 

demonstrated that tumour with lower baseline RAD51 foci in replicating cells (staining 

positive for geminin) in FFPE tissue may be indicative of HRR deficiency and improved 
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response DNA damaging therapy (213). It is possible that the higher levels of DNA damage 

seen in the presence of HR‐HPV infection may provide sufficient genomic instability to 

make a discrimination between cells that appropriately form RAD51 foci and those who do 

not. Figure 5.10 demonstrates the globally increased expression of RAD51 in cervical and 

vulval tumours compared to normal tissues, but to form RAD51 foci at sites of DNA repair 

requires upstream HRR pathway functionality and can act as a marker for the proficiency of 

the pathway. As a pilot study, FFPE sections from cervical cancers were co‐stained for 

RAD51 and geminin immunofluorescence and the percentage of geminin positive tumour 

cells which displayed 1 or more RAD51 foci were evaluated in a minimum of 350 cells. 

Example images are seen in Figure 6.14.  

 

 

Figure 6.14 Immunofluorescence staining on cervical tumour tissue 

Case 1 (A‐C). 60% of geminin positive cells demonstrated RAD51 foci 

Case 2 (D‐F).   30% of geminin positive cells demonstrated RAD51 foci 
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6.7 Discussion 

This study has refined a technique for growing primary cells from explanted cervical and 

vulval tissue and has demonstrated that these cells retain expression of HR‐HPV 

oncoproteins during in vitro culture and display transcriptomic profiles similar to the parent 

tissue with regards to key cancer‐associated pathways. They therefore represent a valuable 

and representative model of tumour behaviour under the right conditions. Challenges were 

experienced in the use of primary cells in in vitro assays, as many that grew initially did not 

retain proliferative capacity over multiple passages which resulted in difficulties when 

performing functional assays such as clonogenic survival studies. This problem was 

exacerbated by performing much of the tissue collection in advance of the planned 

experiments and, when frozen cells were resurrected after a period in liquid nitrogen, the 

fraction of proliferative cells was further reduced in some cases. This highlights the 

advantages of prospective collection for immediate use of early passage cells in assays 

whilst they retain good levels of replication. 

Limited studies of the HPV 18 positive 5005T cell line demonstrates probable HRR 

proficiency based on RAD51 assay after 4Gy radiation. Further studies would be desirable 

to confirm this due to inter‐experimental variability. To further assess the utility of this 

assay as a predictive tool for response to DNA damaging therapies, a prospective collection 

of explanted tissue for immediate evaluation of early passage primary cells by 

immunofluorescence was planned, focussing on locally advanced tumours undergoing 

chemoradiation so that corresponding response data was available. Such a series of 

experiments was prohibited by the COVID‐19 pandemic occurring at the time assigned for 

further cell assays. Comparative studies between HPV positive and HPV negative vulval 

tumours would also be desirable to further knowledge about a hypothesised differential 

response in DNA repair between the two subgroups. 

Work in this thesis has demonstrated that low nuclear pATM confers a survival advantage 

in OPSCC treated with DNA damaging therapies as part of their treatment plan, and that a 

proportion of cervical cancers exhibit lower pATM via immunohistochemistry than adjacent 

normal tissue. It has also shown that ATM is not upregulated in cervical cancers, unlike 

many other HRR genes and, as a key sensor of DNA DSB, a greater understanding of the 

status of ATM functionality in squamous gynaecological cancers is desirable. 

Immunofluorescence studies in the 5005T derived primary cells is indicative of prompt 

formation of pATM foci on induction of DNA DSBs and appropriate resolution of the foci 
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over an 8 hour time course. This is in keeping with the high nuclear pATM expression seen 

on the FFPE diagnostic biopsy included on the tissue microarray studied in Chapter 4. It 

would be interesting to perform similar studies in cells derived from tumours with low 

nuclear pATM expression to see if this confers impaired pATM foci formation and/or 

resolution. This work highlights the potential feasibility of such a study. 

The evaluation of baseline diagnostic FFPE biopsies for RAD51 foci in geminin positive cells 

is an intriguing possibility due to the comparative ease of the technique compared to 

primary cell culture or serial biopsies. This study demonstrates that cervical tissues at 

baseline demonstrate RAD51 foci in the absence of exogenous agents, and that there was a 

2 fold difference in the percentage of geminin positive cells with RAD51 foci in two cervical 

squamous cancers studied, highlighting potential differential levels of activation. To 

determine if baseline RAD51 foci could act as a surrogate marker for HRR proficiency 

and/or predictive of treatment response, further studies would be desirable which could 

potentially be performed by assembly of a tissue microarray of diagnostic biopsies from 

patients undergoing treatments such as chemotherapy and radiotherapy. 
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Chapter 7 Final discussion and future work  

Cervical and vulval cancer remain significant health burdens in the UK, and treatments for 

locally advanced and metastatic tumours can be associated with high morbidity and 

treatment failure. The mainstay of treatment for these diseases are DNA damaging agents 

(platinum chemotherapy and radiotherapy) which rely on the creation of overwhelming 

levels of DNA damage to trigger cell death via apoptosis, whilst at the same time 

attempting to minimise damage in surrounding tissues to prevent excessive toxicity. It is 

well recognised that sensitivity to DNA damaging agents is influenced by proficiency of the 

DNA damage response pathways, as evidenced by the increased sensitivity of BRCA 

mutation associated cancers to DNA damaging therapies such as platinum chemotherapy 

(214).  

HPV positive tumours have superior treatment outcomes to chemoradiotherapy when 

compared to HPV negative tumours at sites such as the oropharynx, cervix, and vulva. 

Currently this phenotype is not well understood, and routine clinical testing of 

gynaecological cancer HPV status does not take place as it does not currently alter clinical 

treatment pathways. Evidence from OPSCC cell lines demonstrate impaired repair of DNA 

DSBs in HPV positive cells compared HPV negative ones in vitro and introducing HPV E7 into 

HPV negative cells delays DNA repair kinetics (82, 129). These findings occur in a context of 

generalised upregulation of DDR proteins in the presence of HPV or HR‐HPV E6 and E7. The 

upregulation of DDR genes is thought to benefit the viral amplification phase by the 

recruitment of DDR proteins to viral replication centres, possibly to facilitate viral 

replication outside of S phase of the cell cycle (108, 113). 

The interaction between HPV and the DDR in gynaecological tumour tissue is not well 

studied, and the HRR/BRCA/Fanconi anaemia pathway was considered the most promising 

line of investigation, particularly as this pathway represents the predominant form of DNA 

DSB repair in replicating cells and is known to be manipulated by HPV oncoproteins and 

viral DNA replication.  Pre‐clinical work in mouse models suggests loss of FA pathway 

activity can accelerate gynaecological malignancies (94) and therefore acquired dysfunction 

of the FA pathway was hypothesised to play a role in HPV mediated oncogenesis.  

This study was successful in developing a bioresource of fixed and fresh tissue for 

investigations into the HRR/BRCA/FA pathways in cervical and vulval cancers and optimised 

a protocol for the development of primary cells from these tumours to produce HPV 

positive early passage cells as a model of HPV mediated oncogenesis. 
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7.1 ATM in cervical and vulval tumours 

This study found that whilst almost all HRR genes studied demonstrated significantly 

elevated transcription in cervical and vulval tumours compared to cervical normal controls, 

ATM transcription was not elevated with a trend towards decreased ATM mRNA levels. This 

is consistent with prior description of ATM gene methylation and deletion (126). The 

number of ATM mRNA transcripts in tumour samples was not well correlated with levels of 

activated pATM seen on immunohistochemistry in matched samples, highlighting the 

difficulties of a transcriptomic approach to infer the activation status of a pathway that is 

modulated by post‐translational modifications in response to DNA damage.  

Immunohistochemistry studies demonstrated that HPV mediated cancers express 

increased nuclear activated ATM, which could represent increased nuclear shuttling of 

activated ATM to sites of viral replication or genomic damage. One third of cervical 

tumours with matched adjacent normal tissue, and approximately one fifth of vulval 

cancers, demonstrated lower overall pATM expression in tumours compared to tissue of 

origin. This could be due to lower ATM transcription, but this is perhaps less likely given the 

poor correlation seen between the number of ATM transcripts and pATM staining scores. It 

is possible that these tumours exhibit impairment of ATM activation, as it is unlikely that 

tumour cells have less endogenous DNA damage/DDR activation than normal tissues 

(although this was not assessed in the tissue samples). It would be of interest to study this 

possibility further, potentially with immunofluorescence approaches in fixed tissue from 

these tumours. Tumour pATM levels could be correlated with γH2AX foci as a marker of 

endogenous DNA damage (γH2AX is phosphorylated by ATR and DNA PK as well as ATM in 

response to DNA damage).  

Further work to prospectively evaluate pATM as a biomarker for treatment response in 

HPV positive oropharyngeal and gynaecological cancers receiving DNA damaging therapies 

would also be desirable in view of the findings of this study demonstrating low pATM as an 

independent predictive factor for improved survival in OPSCC, and similar results have been 

published in cervical cancer previously (127).  

In conclusion, ATM remains a gene of considerable interest in the field of HPV‐mediated 

cancers and this study adds to the current knowledge of the status of this key DDR protein 

in HPV mediated cancers. This work has not shown evidence impaired activation of ATM in 

the context of HPV mediated malignancy versus HPV negative disease, but I feel there is 

scope for further investigation of this with functional studies of pATM foci 
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formation/resolution in primary cells. It would be interesting to evaluate if cells with lower 

baseline pATM foci show an appropriate increase in nuclear foci at sites of DNA damage 

(represented by γH2AX foci) in response to ionising radiation in HPV positive and negative 

cells.  

7.2 FANCD2 in cervical and vulval tumours 

This study found that levels of FANCD2 in vulval cancer reflect those in OPSCC cancer, with 

loss of FANCD2 expression on malignant transformation. Cervical cancer demonstrated the 

opposite, with a significant increase in nuclear FANCD2, but this does not appear to be 

related to the increased proportion of HPV positive cancers in the cervical cancer cohort as 

there was no association found between HPV status and FANCD2 protein expression. It is 

possible that overall levels of FANCD2 are supressed in vulval and OPSCC cancers via low 

FANCD2 transcription, but previous studies did not demonstrate evidence of transcriptional 

repression in VIN or oral cancer, in fact the opposite with higher FANCD2 expression (106, 

155). Unfortunately, a FANCD2 gene probe was not included in the PanCancer codeset and 

therefore data in cervical and vulval tumours is not available. It is possible that loss of 

protein stability and increased rates of FANCD2 degradation could explain the findings of 

loss of FANCD2 expression in vulval and OPSCC and this would merit further investigation 

as it could have significant functional consequences of the cellular response to DNA repair.  

Unlike studies of ATM where a reliable antibody was available for the activated form of 

ATM, this study used a FANCD2 antibody which detected FANCD2 in its native, 

phosphorylated and ubiquitinated state and is therefore perhaps a less reliable surrogate 

of FA pathway activation. I suggest that further studies to assess FA pathway status in 

gynaecological tumours would be desirable, and these should evaluate FANCD2 foci 

formation as a marker of pathway activation. A recent study by Kono et al has performed IF 

for FANCD2 foci in OPSCC tissue samples and has shown a significant increase in FANCD2 

foci in HPV positive but not HPV negative tumours (166), which when compared to the 

results of this study highlights the potential for discrepancies between total levels of 

protein and levels of activated protein. A study by Khanal et al using a cell model 

transfected with HR‐HPV E6 and E7 demonstrated increased FANCD2 foci in these 

circumstances but interestingly these cells also demonstrated increased sensitivity to 

cisplatin treatment which was not enhanced by FANCD2 knockdown, and therefore 

postulated to be due to E6/E7 mediated impairment the FA pathway (168). The study 

showed evidence for two potential mechanisms of FA pathway impairment by HR‐HPV E6 
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and E7. Firstly, evidence of mis‐localisation of FANDC2 from areas of DNA DSB (γH2AX foci) 

in the presence of E6/E7. This is intriguing as raises the possibility that FANCD2 mis‐

localisation could occur in cells in the presence of E6/E7 in the absence of replicating viral 

episomes. The second mechanism was that HR‐HPV E6 causing prolonged chromatin 

retention of FANCD2 and impaired FANCD2 deactivation by de‐ubiquitination by USP1‐

UAF1, which is necessary for an ongoing FA pathway DNA repair response (168). Both of 

these findings could account for impaired FA pathway functionality despite high levels of 

apparent FANCD2 foci in the presence of in HPV positive tumours. It would be desirable to 

test these hypotheses in the developed primary cell models by assessing dynamic changes 

in FANCD2 and γH2AX foci post irradiation. This would allow for determination of 

appropriate recruitment of FANCD2 to sites of DNA damage, and also to determine if there 

is impaired resolution of FANCD2 foci suggestive of impaired deactivation. 

The FA pathway RNA transcripts evaluated in this study were predominantly upregulated. 

Closer evaluation demonstrated low levels of transcription of individual FA gene probes 

(FANC C, c19orf40, FANCF, FANCG and FANCE) in a small number of tumours which may 

represent gene hypermethylation as previously reported in FANCF (105). Two cervical 

cancers samples (5026T, 5023T) demonstrated more than one of these genes with low 

expression. The functional impact of these findings on DNA repair is not known, but this 

study highlights a group of genes whose protein expression levels could potentially be 

evaluated in a larger sample set such as the gynaecological TMAs to determine if low levels 

occur in a subset of cervical and vulval tumours and if this has any impact on treatment 

response.  

7.3 Cervical and Vulval Transcriptome Analysis 

Analysis of DNA repair gene transcription in cervical and vulval tumours demonstrated 

significant upregulation of genes involved in the DNA repair pathway in tumours when 

compared to normal tissues, in particular the HRR pathway. It does not appear that HPV 

mediated oncogenesis exerts transcriptional repression of DDR genes, in fact there appears 

to be trend towards higher HRR gene expression in HPV positive cancers. Very recently 

another analysis of the vulval transcriptome analysed with the same PanCancer codeset 

was published (206), which also demonstrated that HPV positive disease is associated 

greater levels of expression of DDR genes. 

The analysis of RNA expression levels provided novel data in cervical cancer and vulval 

cancer demonstrating some features that give new insights into therapeutic approaches. 
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This study identified significantly reduced levels of the NR4A1 expression in cervical and 

vulval squamous cancers and it would be interesting to test the hypothesis that this could 

impair therapy‐induced apoptosis and treatment response. I would suggest future 

immunohistochemical studies would be the best approach to this to determine levels of 

expression in the separate subcellular compartments within tumours, as it is the 

cytoplasmic form of the protein that can contribute to stress induced apoptosis.  

This analysis demonstrated the dysregulation of cytokines in vulval cancer, specifically with 

reference IL1A, IL1B and IL8 upregulation which promote immune escape and may limit 

responses to immunotherapy. Conversely the pro‐inflammatory IL24 tumour suppressor 

gene and the IL‐12RB2 receptor gene were also upregulated in vulval tumours. It would be 

interesting to characterise individual tumour cytokine signatures in vulval cancers treated 

with immunotherapies in the future in the context of clinical trials to see if they are 

predictive of response. 

In HPV negative disease, the transcriptomic profile of the Hedgehog pathway was indicative 

of activation compared to HPV positive tumours. This corroborates a recent publication by 

Yap et al demonstrating aberrant activation of Hedgehog signalling in vulval squamous 

cancers (215). This can be considered a potential therapeutic target for vulval cancers, and 

there is the potential for trials of hedgehog inhibitors that are in clinical development 

(216).  

7.4 COMICE clinical trial  

A multi‐centre randomised controlled phase II trial is underway in the UK recruiting 

patients with advanced or recurrent cervical cancer following an initial response to 

platinum chemotherapy. Patients are randomised in a 1:1 fashion between placebo 

maintenance treatment (standard of care arm) and oral maintenance therapy with 

cediranib (a tyrosine kinase inhibitor of VEGFR1‐3) and olaparib (a PARP inhibitor). The 

study protocol is outlined in a submitted publication (Appendix D). 

Cervical cancers are responsive to anti‐angiogenic therapy as evaluated in the GOG 240 

study demonstrating overall survival benefit with bevacizumab with first line 

chemotherapy. At present bevacizumab is administered for up to 6 cycles with 

chemotherapy and there is no maintenance therapy in this disease group in the UK. 

Cediranib was previously investigated in the CIRCCa study (217) alongside first line 

chemotherapy in advanced and recurrent cervical cancer and then continued in a 



129 
 

maintenance fashion until disease progression or unacceptable toxicity. This demonstrated 

PFS improvement of 1.4 months, but no OS data has been published and the superior 

outcomes with bevacizumab including 3.7 OS benefit have led to this becoming the UK 

standard of care alongside chemotherapy.  

The COMICE study aims to determine if further improvement in clinical outcomes can be 

achieved with oral maintenance anti‐angiogenic therapy following chemotherapy with 

bevacizumab in advanced cervical cancer. The addition of olaparib to the maintenance 

regime is intended to give enhanced therapeutic efficacy due to synergistic activity 

between the two agents in a combination that is also under investigation in ovarian (ICON 9 

trial) and endometrial cancer (COPELIA trial).  

PARP inhibitors trap PARP1 and PARP2 at sites of single strand DNA breaks, inhibiting repair 

of SSBs and causing replication fork collapse and DNA DSBs in replicating cells (218). This 

can be catastrophic for tumour cells less able to effectively repair DNA DSBs and this class 

of drug is now widely used in tumours with exhibiting homologous recombination repair 

deficiency (HRD).  In ovarian cancers PARP inhibitors are used as a first line maintenance 

monotherapy treatment (219, 220) or in combination with maintenance angiogenic 

therapy (bevacizumab) (221) after response to platinum chemotherapy. The most benefit is 

seen in tumours exhibiting BRCA mutations or high HRD scores based on companion 

diagnostic tests such as myriad MyChoice®. However, there is still benefit in patients 

without these biomarkers in terms of PFS, and to some degree this probably reflects the 

imperfect nature of interpreting DDR proficiency in fixed tissue (220).  

Given the increasing body of evidence to suggest that HPV mediated cancers have impaired 

DNA DSB kinetics, there is rationale for assessing the efficacy of PARP inhibition in this 

group of tumours. The use of a rational combination with an anti‐angiogenic agent in this 

tumour groups is desirable given the already known activity of anti‐angiogenic agents in 

cervical cancers. The combination of olaparib and cediranib gave improved response rates 

and progression free survival compared to olaparib alone in a phase II study of 

maintenance treatment in ovarian cancer (222). There is evidence that cediranib therapy 

sensitises tumours cells to PARP inhibition by the down regulation of BRCA 1, BRCA 2 and 

RAD51 and hypoxia has also been shown to down regulate FA protein expression (223‐

226). 
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During the COMICE clinical trial development process I designed a translational research 

program to evaluate baseline diagnostic FFPE cervical cancer samples (and any subsequent 

biopsy specimens sampled during routine clinical care) for biomarkers relevant to response 

to olaparib and cediranib.  Serial plasma samples taken at key timepoints during treatment 

have also been collected to monitor potential circulating factors predictive of anti‐

angiogenic response. The preliminary protocol is found in Appendix D. It was anticipated 

that the work contained in this thesis would inform those future studies.  

The findings of this thesis are useful in prioritising the translational research program for 

COMICE. On the basis of the findings from the Nanostring analysis, I don’t feel that 

extensive transcriptomic profiling is likely to give a good representation of DDR 

functionality in cervical cancers as a predictive biomarker for PARP inhibitor response. The 

PanCancer codeset was selected for the inclusion of key angiogenic factors (VEGFA, VEGFC, 

VEGFD, VEGFR1, HIF1), but I feel a better approach would be targeted RT‐PCR analysis of 

transcriptional activity of selected angiogenic factors, or indeed evaluation of expression of 

angiogenic factors in tumour tissue by IHC on a TMA. 

HRD assays are now used in routine use to evaluate tumour HRR status in ovarian cancers 

and use of this (or a similar assay as initially proposed to evaluate genomic scarring by loss 

of heterozygosity) may give some insight into the level of HRD in tumour samples. As the 

level of HRD in HPV mediated cancer is perhaps not anticipated to be so profound as in 

patients with DNA repair gene mutations, such assays may not be predictive of response as 

demonstrated in the subset of ovarian cancer patients without BRCA mutations and with 

low MyChoice® HRD scores, who still respond in a more modest  fashion to niraparib 

therapy (220).  

I would therefore suggest that the main focus a translational research program for the 

COMICE study would be utilising fixed tissue (potentially on a tissue microarray) to analyse 

the activation status of the HRR/BRCA/FA pathway by immunofluorescence studies using 

the same technique as the pilot studies in 6.6.3. The clinical study will also give a large 

resource of fixed tissue to further explore the status of NR4A1 in cervical cancer. To 

accompany these studies, I think utilisation of the developed primary cell resources to 

evaluate the effect of hypoxia on the DDR would be of interest by growing cell in hypoxic 

conditions, with or without olaparib treatment to further understand potential synergistic 

mechanisms between the two agents in tumour cells. 



131 
 

Chapter 8. References 

1.  Forman D, de Martel C, Lacey CJ, Soerjomataram I, Lortet‐Tieulent J, Bruni L, et al. 
Global burden of human papillomavirus and related diseases. Vaccine. 2012;30 Suppl 
5:F12‐23. 
2.  Gillison ML, Castellsague X, Chaturvedi A, Goodman MT, Snijders P, Tommasino M, 
et al. Eurogin Roadmap: comparative epidemiology of HPV infection and associated cancers 
of the head and neck and cervix. International journal of cancer Journal international du 
cancer. 2014;134(3):497‐507. 
3.  Arbyn M, Weiderpass E, Bruni L, de Sanjosé S, Saraiya M, Ferlay J, et al. Estimates 
of incidence and mortality of cervical cancer in 2018: a worldwide analysis. Lancet Glob 
Health. 2020;8(2):e191‐e203. 
4.  Canfell K. Towards the global elimination of cervical cancer. Papillomavirus Res. 
2019;8:100170. 
5.  Rose PG, Java J, Whitney CW, Stehman FB, Lanciano R, Thomas GM, et al. 
Nomograms Predicting Progression‐Free Survival, Overall Survival, and Pelvic Recurrence in 
Locally Advanced Cervical Cancer Developed From an Analysis of Identifiable Prognostic 
Factors in Patients From NRG Oncology/Gynecologic Oncology Group Randomized Trials of 
Chemoradiotherapy. Journal of clinical oncology : official journal of the American Society of 
Clinical Oncology. 2015;33(19):2136‐42. 
6.  Monk BJ, Sill MW, McMeekin DS, Cohn DE, Ramondetta LM, Boardman CH, et al. 
Phase III trial of four cisplatin‐containing doublet combinations in stage IVB, recurrent, or 
persistent cervical carcinoma: a Gynecologic Oncology Group study. Journal of clinical 
oncology : official journal of the American Society of Clinical Oncology. 2009;27(28):4649‐
55. 
7.  Tewari KS, Sill MW, Long HJ, 3rd, Penson RT, Huang H, Ramondetta LM, et al. 
Improved survival with bevacizumab in advanced cervical cancer. The New England journal 
of medicine. 2014;370(8):734‐43. 
8.  Colombo N, Dubot C, Lorusso D, Caceres MV, Hasegawa K, Shapira‐Frommer R, et 
al. Pembrolizumab for Persistent, Recurrent, or Metastatic Cervical Cancer. N Engl J Med. 
2021;385(20):1856‐67. 
9.  Boussios S, Seraj E, Zarkavelis G, Petrakis D, Kollas A, Kafantari A, et al. 
Management of patients with recurrent/advanced cervical cancer beyond first line 
platinum regimens: Where do we stand? A literature review. Crit Rev Oncol Hematol. 
2016;108:164‐74. 
10.  Tew WP, Lacchetti C, Ellis A, Maxian K, Banerjee S, Bookman M, et al. PARP 
Inhibitors in the Management of Ovarian Cancer: ASCO Guideline. J Clin Oncol. 
2020;38(30):3468‐93. 
11.  Bianchi A, Lopez S, Altwerger G, Bellone S, Bonazzoli E, Zammataro L, et al. PARP‐1 
activity (PAR) determines the sensitivity of cervical cancer to olaparib. Gynecol Oncol. 
2019;155(1):144‐50. 
12.  Prasad CB, Prasad SB, Yadav SS, Pandey LK, Singh S, Pradhan S, et al. Olaparib 
modulates DNA repair efficiency, sensitizes cervical cancer cells to cisplatin and exhibits 
anti‐metastatic property. Sci Rep. 2017;7(1):12876. 
13.  IJff M, van Bochove GGW, Whitton D, Winiarczyk R, Honhoff C, Rodermond H, et al. 
PARP1‐Inhibition Sensitizes Cervical Cancer Cell Lines for Chemoradiation and 
Thermoradiation. Cancers (Basel). 2021;13(9). 
14.  Matt S, Hofmann TG. The DNA damage‐induced cell death response: a roadmap to 
kill cancer cells. Cell Mol Life Sci. 2016. 
15.  Lindel K, Burri P, Studer HU, Altermatt HJ, Greiner RH, Gruber G. Human 
papillomavirus status in advanced cervical cancer: predictive and prognostic significance for 



132 
 

curative radiation treatment. International journal of gynecological cancer : official journal 
of the International Gynecological Cancer Society. 2005;15(2):278‐84. 
16.  Fakhry C, Westra WH, Li S, Cmelak A, Ridge JA, Pinto H, et al. Improved survival of 
patients with human papillomavirus‐positive head and neck squamous cell carcinoma in a 
prospective clinical trial. J Natl Cancer Inst. 2008;100(4):261‐9. 
17.  Balacescu O, Balacescu L, Tudoran O, Todor N, Rus M, Buiga R, et al. Gene 
expression profiling reveals activation of the FA/BRCA pathway in advanced squamous 
cervical cancer with intrinsic resistance and therapy failure. BMC Cancer. 2014;14:246. 
18.  Torgovnick A, Schumacher B. DNA repair mechanisms in cancer development and 
therapy. Front Genet. 2015;6:157. 
19.  Moynahan ME, Jasin M. Mitotic homologous recombination maintains genomic 
stability and suppresses tumorigenesis. Nature reviews Molecular cell biology. 
2010;11(3):196‐207. 
20.  Thorslund T, West SC. BRCA2: a universal recombinase regulator. Oncogene. 
2007;26(56):7720‐30. 
21.  Chen L, Nievera CJ, Lee AY, Wu X. Cell cycle‐dependent complex formation of 
BRCA1.CtIP.MRN is important for DNA double‐strand break repair. J Biol Chem. 
2008;283(12):7713‐20. 
22.  Lamarche BJ, Orazio NI, Weitzman MD. The MRN complex in double‐strand break 
repair and telomere maintenance. FEBS letters. 2010;584(17):3682‐95. 
23.  Lavin MF. ATM and the Mre11 complex combine to recognize and signal DNA 
double‐strand breaks. Oncogene. 2007;26(56):7749‐58. 
24.  Smith J, Tho LM, Xu N, Gillespie DA. The ATM‐Chk2 and ATR‐Chk1 pathways in DNA 
damage signaling and cancer. Advances in cancer research. 2010;108:73‐112. 
25.  Liu Y, Tarsounas M, O'Regan P, West SC. Role of RAD51C and XRCC3 in genetic 
recombination and DNA repair. The Journal of biological chemistry. 2007;282(3):1973‐9. 
26.  Matos J, West SC. Holliday junction resolution: regulation in space and time. DNA 
repair. 2014;19:176‐81. 
27.  Lieber MR. The mechanism of double‐strand DNA break repair by the 
nonhomologous DNA end‐joining pathway. Annual review of biochemistry. 2010;79:181‐
211. 
28.  Chapman JR, Taylor MR, Boulton SJ. Playing the end game: DNA double‐strand 
break repair pathway choice. Mol Cell. 2012;47(4):497‐510. 
29.  van Gent DC, van der Burg M. Non‐homologous end‐joining, a sticky affair. 
Oncogene. 2007;26(56):7731‐40. 
30.  Kurosawa A, Adachi N. Functions and regulation of Artemis: a goddess in the 
maintenance of genome integrity. J Radiat Res. 2010;51(5):503‐9. 
31.  Ceccaldi R, Sarangi P, D'Andrea AD. The Fanconi anaemia pathway: new players and 
new functions. Nat Rev Mol Cell Biol. 2016;17(6):337‐49. 
32.  Whitby MC. The FANCM family of DNA helicases/translocases. DNA Repair (Amst). 
2010;9(3):224‐36. 
33.  Long DT, Joukov V, Budzowska M, Walter JC. BRCA1 promotes unloading of the 
CMG helicase from a stalled DNA replication fork. Mol Cell. 2014;56(1):174‐85. 
34.  Shakeel S, Rajendra E, Alcón P, O'Reilly F, Chorev DS, Maslen S, et al. Structure of 
the Fanconi anaemia monoubiquitin ligase complex. Nature. 2019;575(7781):234‐7. 
35.  Rickman KA, Lach FP, Abhyankar A, Donovan FX, Sanborn EM, Kennedy JA, et al. 
Deficiency of UBE2T, the E2 Ubiquitin Ligase Necessary for FANCD2 and FANCI 
Ubiquitination, Causes FA‐T Subtype of Fanconi Anemia. Cell Rep. 2015;12(1):35‐41. 
36.  Williams SA, Longerich S, Sung P, Vaziri C, Kupfer GM. The E3 ubiquitin ligase 
RAD18 regulates ubiquitylation and chromatin loading of FANCD2 and FANCI. Blood. 
2011;117(19):5078‐87. 



133 
 

37.  Ishiai M, Kitao H, Smogorzewska A, Tomida J, Kinomura A, Uchida E, et al. FANCI 
phosphorylation functions as a molecular switch to turn on the Fanconi anemia pathway. 
Nat Struct Mol Biol. 2008;15(11):1138‐46. 
38.  Lopez‐Martinez D, Kupculak M, Yang D, Yoshikawa Y, Liang CC, Wu R, et al. 
Phosphorylation of FANCD2 Inhibits the FANCD2/FANCI Complex and Suppresses the 
Fanconi Anemia Pathway in the Absence of DNA Damage. Cell Rep. 2019;27(10):2990‐
3005.e5. 
39.  Andreassen PR, D'Andrea AD, Taniguchi T. ATR couples FANCD2 
monoubiquitination to the DNA‐damage response. Genes Dev. 2004;18(16):1958‐63. 
40.  Huang M, D'Andrea AD. A new nuclease member of the FAN club. Nat Struct Mol 
Biol. 2010;17(8):926‐8. 
41.  Wilson JB, Yamamoto K, Marriott AS, Hussain S, Sung P, Hoatlin ME, et al. FANCG 
promotes formation of a newly identified protein complex containing BRCA2, FANCD2 and 
XRCC3. Oncogene. 2008;27(26):3641‐52. 
42.  Kubbutat MH, Jones SN, Vousden KH. Regulation of p53 stability by Mdm2. Nature. 
1997;387(6630):299‐303. 
43.  Brooks CL, Gu W. New insights into p53 activation. Cell Res. 2010;20(6):614‐21. 
44.  Tsai YY, Su CH, Tarn WY. p53 Activation in Genetic Disorders: Different Routes to 
the Same Destination. Int J Mol Sci. 2021;22(17). 
45.  Hafner A, Bulyk ML, Jambhekar A, Lahav G. The multiple mechanisms that regulate 
p53 activity and cell fate. Nat Rev Mol Cell Biol. 2019;20(4):199‐210. 
46.  Wu M, Ye H, Tang Z, Shao C, Lu G, Chen B, et al. p53 dynamics orchestrates with 
binding affinity to target genes for cell fate decision. Cell Death Dis. 2017;8(10):e3130. 
47.  Chen J. The Cell‐Cycle Arrest and Apoptotic Functions of p53 in Tumor Initiation 
and Progression. Cold Spring Harb Perspect Med. 2016;6(3):a026104. 
48.  Karimian A, Ahmadi Y, Yousefi B. Multiple functions of p21 in cell cycle, apoptosis 
and transcriptional regulation after DNA damage. DNA Repair (Amst). 2016;42:63‐71. 
49.  Yu L, Majerciak V, Zheng ZM. HPV16 and HPV18 Genome Structure, Expression, and 
Post‐Transcriptional Regulation. Int J Mol Sci. 2022;23(9). 
50.  Doorbar J. The E4 protein; structure, function and patterns of expression. Virology. 
2013;445(1‐2):80‐98. 
51.  Wallace NA, Galloway DA. Manipulation of cellular DNA damage repair machinery 
facilitates propagation of human papillomaviruses. Seminars in cancer biology. 2014;26:30‐
42. 
52.  Doorbar J, Quint W, Banks L, Bravo IG, Stoler M, Broker TR, et al. The biology and 
life‐cycle of human papillomaviruses. Vaccine. 2012;30 Suppl 5:F55‐70. 
53.  Munger K, Baldwin A, Edwards KM, Hayakawa H, Nguyen CL, Owens M, et al. 
Mechanisms of human papillomavirus‐induced oncogenesis. Journal of virology. 
2004;78(21):11451‐60. 
54.  Song S, Gulliver GA, Lambert PF. Human papillomavirus type 16 E6 and E7 
oncogenes abrogate radiation‐induced DNA damage responses in vivo through p53‐
dependent and p53‐independent pathways. Proceedings of the National Academy of 
Sciences of the United States of America. 1998;95(5):2290‐5. 
55.  Wasson CW, Morgan EL, Müller M, Ross RL, Hartley M, Roberts S, et al. Human 
papillomavirus type 18 E5 oncogene supports cell cycle progression and impairs epithelial 
differentiation by modulating growth factor receptor signalling during the virus life cycle. 
Oncotarget. 2017;8(61):103581‐600. 
56.  Cid‐Arregui A. Therapeutic vaccines against human papillomavirus and cervical 
cancer. Open Virol J. 2009;3:67‐83. 
57.  Turnell AS, Grand RJ. DNA viruses and the cellular DNA‐damage response. J Gen 
Virol. 2012;93(Pt 10):2076‐97. 



134 
 

58.  Fradet‐Turcotte A, Moody C, Laimins LA, Archambault J. Nuclear export of human 
papillomavirus type 31 E1 is regulated by Cdk2 phosphorylation and required for viral 
genome maintenance. J Virol. 2010;84(22):11747‐60. 
59.  Abbate EA, Voitenleitner C, Botchan MR. Structure of the papillomavirus DNA‐
tethering complex E2:Brd4 and a peptide that ablates HPV chromosomal association. Mol 
Cell. 2006;24(6):877‐89. 
60.  Xue Y, Toh SY, He P, Lim T, Lim D, Pang CL, et al. HPV16‐E2 induces prophase arrest 
and activates the cellular DNA damage response in vitro and in precursor lesions of cervical 
carcinoma. Oncotarget. 2015;6(33):34979‐91. 
61.  McKinney CC, Hussmann KL, McBride AA. The Role of the DNA Damage Response 
throughout the Papillomavirus Life Cycle. Viruses. 2015;7(5):2450‐69. 
62.  Allison SJ, Jiang M, Milner J. Oncogenic viral protein HPV E7 up‐regulates the SIRT1 
longevity protein in human cervical cancer cells. Aging (Albany NY). 2009;1(3):316‐27. 
63.  McCredie MR, Sharples KJ, Paul C, Baranyai J, Medley G, Jones RW, et al. Natural 
history of cervical neoplasia and risk of invasive cancer in women with cervical 
intraepithelial neoplasia 3: a retrospective cohort study. Lancet Oncol. 2008;9(5):425‐34. 
64.  Duensing S, Munger K. The human papillomavirus type 16 E6 and E7 oncoproteins 
independently induce numerical and structural chromosome instability. Cancer research. 
2002;62(23):7075‐82. 
65.  Kadaja M, Isok‐Paas H, Laos T, Ustav E, Ustav M. Mechanism of genomic instability 
in cells infected with the high‐risk human papillomaviruses. PLoS pathogens. 
2009;5(4):e1000397. 
66.  Jeggo PA, Löbrich M. DNA double‐strand breaks: their cellular and clinical impact? 
Oncogene. 2007;26(56):7717‐9. 
67.  Cullen AP, Reid R, Campion M, Lorincz AT. Analysis of the physical state of different 
human papillomavirus DNAs in intraepithelial and invasive cervical neoplasm. Journal of 
virology. 1991;65(2):606‐12. 
68.  Pett M, Coleman N. Integration of high‐risk human papillomavirus: a key event in 
cervical carcinogenesis? The Journal of pathology. 2007;212(4):356‐67. 
69.  Thorland EC, Myers SL, Persing DH, Sarkar G, McGovern RM, Gostout BS, et al. 
Human papillomavirus type 16 integrations in cervical tumors frequently occur in common 
fragile sites. Cancer research. 2000;60(21):5916‐21. 
70.  Wentzensen N, Vinokurova S, von Knebel Doeberitz M. Systematic review of 
genomic integration sites of human papillomavirus genomes in epithelial dysplasia and 
invasive cancer of the female lower genital tract. Cancer research. 2004;64(11):3878‐84. 
71.  Dall KL, Scarpini CG, Roberts I, Winder DM, Stanley MA, Muralidhar B, et al. 
Characterization of naturally occurring HPV16 integration sites isolated from cervical 
keratinocytes under noncompetitive conditions. Cancer research. 2008;68(20):8249‐59. 
72.  Kessis TD, Connolly DC, Hedrick L, Cho KR. Expression of HPV16 E6 or E7 increases 
integration of foreign DNA. Oncogene. 1996;13(2):427‐31. 
73.  Ferber MJ, Thorland EC, Brink AA, Rapp AK, Phillips LA, McGovern R, et al. 
Preferential integration of human papillomavirus type 18 near the c‐myc locus in cervical 
carcinoma. Oncogene. 2003;22(46):7233‐42. 
74.  Ziegert C, Wentzensen N, Vinokurova S, Kisseljov F, Einenkel J, Hoeckel M, et al. A 
comprehensive analysis of HPV integration loci in anogenital lesions combining transcript 
and genome‐based amplification techniques. Oncogene. 2003;22(25):3977‐84. 
75.  Akagi K, Li J, Broutian TR, Padilla‐Nash H, Xiao W, Jiang B, et al. Genome‐wide 
analysis of HPV integration in human cancers reveals recurrent, focal genomic instability. 
Genome research. 2014;24(2):185‐99. 
76.  Cohen PA, Jhingran A, Oaknin A, Denny L. Cervical cancer. Lancet. 
2019;393(10167):169‐82. 



135 
 

77.  Xue Y, Lim D, Zhi L, He P, Abastado JP, Thierry F. Loss of HPV16 E2 Protein 
Expression Without Disruption of the E2 ORF Correlates with Carcinogenic Progression. 
Open Virol J. 2012;6:163‐72. 
78.  Jeon S, Lambert PF. Integration of human papillomavirus type 16 DNA into the 
human genome leads to increased stability of E6 and E7 mRNAs: implications for cervical 
carcinogenesis. Proceedings of the National Academy of Sciences of the United States of 
America. 1995;92(5):1654‐8. 
79.  Jeon S, Allen‐Hoffmann BL, Lambert PF. Integration of human papillomavirus type 
16 into the human genome correlates with a selective growth advantage of cells. Journal of 
virology. 1995;69(5):2989‐97. 
80.  Pett MR, Alazawi WO, Roberts I, Dowen S, Smith DI, Stanley MA, et al. Acquisition 
of high‐level chromosomal instability is associated with integration of human 
papillomavirus type 16 in cervical keratinocytes. Cancer research. 2004;64(4):1359‐68. 
81.  Bodily J, Laimins LA. Persistence of human papillomavirus infection: keys to 
malignant progression. Trends in microbiology. 2011;19(1):33‐9. 
82.  Park JW, Nickel KP, Torres AD, Lee D, Lambert PF, Kimple RJ. Human papillomavirus 
type 16 E7 oncoprotein causes a delay in repair of DNA damage. Radiotherapy and 
oncology : journal of the European Society for Therapeutic Radiology and Oncology. 
2014;113(3):337‐44. 
83.  Dok R, Kalev P, Van Limbergen EJ, Asbagh LA, Vazquez I, Hauben E, et al. p16INK4a 
impairs homologous recombination‐mediated DNA repair in human papillomavirus‐positive 
head and neck tumors. Cancer research. 2014;74(6):1739‐51. 
84.  Spardy N, Covella K, Cha E, Hoskins EE, Wells SI, Duensing A, et al. Human 
papillomavirus 16 E7 oncoprotein attenuates DNA damage checkpoint control by increasing 
the proteolytic turnover of claspin. Cancer Res. 2009;69(17):7022‐9. 
85.  Adamo A, Collis SJ, Adelman CA, Silva N, Horejsi Z, Ward JD, et al. Preventing 
nonhomologous end joining suppresses DNA repair defects of Fanconi anemia. Mol Cell. 
2010;39(1):25‐35. 
86.  Bunting SF, Nussenzweig A. Dangerous liaisons: Fanconi anemia and toxic 
nonhomologous end joining in DNA crosslink repair. Mol Cell. 2010;39(2):164‐6. 
87.  Kutler DI. Human Papillomavirus DNA and p53 Polymorphisms in Squamous Cell 
Carcinomas From Fanconi Anemia Patients. CancerSpectrum Knowledge Environment. 
2003;95(22):1718‐21. 
88.  van Zeeburg HJ, Snijders PJ, Wu T, Gluckman E, Soulier J, Surralles J, et al. Clinical 
and molecular characteristics of squamous cell carcinomas from Fanconi anemia patients. J 
Natl Cancer Inst. 2008;100(22):1649‐53. 
89.  Alter BP, Giri N, Savage SA, Quint WG, de Koning MN, Schiffman M. Squamous cell 
carcinomas in patients with Fanconi anemia and dyskeratosis congenita: a search for 
human papillomavirus. Int J Cancer. 2013;133(6):1513‐5. 
90.  Park S, Park JW, Pitot HC, Lambert PF. Loss of Dependence on Continued 
Expression of the Human Papillomavirus 16 E7 Oncogene in Cervical Cancers and 
Precancerous Lesions Arising in Fanconi Anemia Pathway‐Deficient Mice. mBio. 2016;7(3). 
91.  Wang SS, Bratti MC, Rodriguez AC, Herrero R, Burk RD, Porras C, et al. Common 
variants in immune and DNA repair genes and risk for human papillomavirus persistence 
and progression to cervical cancer. J Infect Dis. 2009;199(1):20‐30. 
92.  Howlett NG, Taniguchi T, Durkin SG, D'Andrea AD, Glover TW. The Fanconi anemia 
pathway is required for the DNA replication stress response and for the regulation of 
common fragile site stability. Human molecular genetics. 2005;14(5):693‐701. 
93.  Hoskins EE, Morris TA, Higginbotham JM, Spardy N, Cha E, Kelly P, et al. Fanconi 
anemia deficiency stimulates HPV‐associated hyperplastic growth in organotypic epithelial 
raft culture. Oncogene. 2009;28(5):674‐85. 



136 
 

94.  Park JW, Shin MK, Lambert PF. High incidence of female reproductive tract cancers 
in FA‐deficient HPV16‐transgenic mice correlates with E7's induction of DNA damage 
response, an activity mediated by E7's inactivation of pocket proteins. Oncogene. 
2014;33(26):3383‐91. 
95.  Spardy N, Duensing A, Charles D, Haines N, Nakahara T, Lambert PF, et al. The 
human papillomavirus type 16 E7 oncoprotein activates the Fanconi anemia (FA) pathway 
and causes accelerated chromosomal instability in FA cells. J Virol. 2007;81(23):13265‐70. 
96.  Hoskins EE, Morreale RJ, Werner SP, Higginbotham JM, Laimins LA, Lambert PF, et 
al. The fanconi anemia pathway limits human papillomavirus replication. J Virol. 
2012;86(15):8131‐8. 
97.  Zhang X, Fisher R, Shields D, Hou W, Franicola D, Wang H, et al. Malignant 
Transformation of Fanconi Anemia Complementation Group D2‐deficient (In Vivo. 
2019;33(2):303‐11. 
98.  Juko‐Pecirep I, Ivansson EL, Gyllensten UB. Evaluation of Fanconi anaemia genes 
FANCA, FANCC and FANCL in cervical cancer susceptibility. Gynecologic oncology. 
2011;122(2):377‐81. 
99.  Johannsson O, Loman N, Moller T, Kristoffersson U, Borg A, Olsson H. Incidence of 
malignant tumours in relatives of BRCA1 and BRCA2 germline mutation carriers. European 
journal of cancer. 1999;35(8):1248‐57. 
100.  Ma XD, Cai GQ, Zou W, Huang YH, Zhang JR, Wang DT, et al. First evidence for the 
contribution of the genetic variations of BRCA1‐interacting protein 1 (BRIP1) to the genetic 
susceptibility of cervical cancer. Gene. 2013;524(2):208‐13. 
101.  Network CGAR, Medicine AECo, Services AB, Hospital BC, Medicine BCo, Hope 
BRIoCo, et al. Integrated genomic and molecular characterization of cervical cancer. 
Nature. 2017;543(7645):378‐84. 
102.  Han MR, Shin S, Park HC, Kim MS, Lee SH, Jung SH, et al. Mutational signatures and 
chromosome alteration profiles of squamous cell carcinomas of the vulva. Exp Mol Med. 
2018;50(2):e442. 
103.  Tischkowitz MD, Hodgson SV. Fanconi anaemia. J Med Genet. 2003;40(1):1‐10. 
104.  Thompson D, Easton DF, Breast Cancer Linkage C. Cancer Incidence in BRCA1 
mutation carriers. Journal of the National Cancer Institute. 2002;94(18):1358‐65. 
105.  Narayan G, Arias‐Pulido H, Nandula SV, Basso K, Sugirtharaj DD, Vargas H, et al. 
Promoter hypermethylation of FANCF: disruption of Fanconi Anemia‐BRCA pathway in 
cervical cancer. Cancer Res. 2004;64(9):2994‐7. 
106.  Santegoets LA, van Baars R, Terlou A, Heijmans‐Antonissen C, Swagemakers SM, 
van der Spek PJ, et al. Different DNA damage and cell cycle checkpoint control in low‐ and 
high‐risk human papillomavirus infections of the vulva. Int J Cancer. 2012;130(12):2874‐85. 
107.  Reinson T, Toots M, Kadaja M, Pipitch R, Allik M, Ustav E, et al. Engagement of the 
ATR‐dependent DNA damage response at the human papillomavirus 18 replication centers 
during the initial amplification. J Virol. 2013;87(2):951‐64. 
108.  Moody CA, Laimins LA. Human papillomaviruses activate the ATM DNA damage 
pathway for viral genome amplification upon differentiation. PLoS Pathog. 
2009;5(10):e1000605. 
109.  Fradet‐Turcotte A, Bergeron‐Labrecque F, Moody CA, Lehoux M, Laimins LA, 
Archambault J. Nuclear accumulation of the papillomavirus E1 helicase blocks S‐phase 
progression and triggers an ATM‐dependent DNA damage response. J Virol. 
2011;85(17):8996‐9012. 
110.  Sakakibara N, Mitra R, McBride AA. The papillomavirus E1 helicase activates a 
cellular DNA damage response in viral replication foci. J Virol. 2011;85(17):8981‐95. 
111.  Dong C, Zhang F, Luo Y, Wang H, Zhao X, Guo G, et al. p53 suppresses hyper‐
recombination by modulating BRCA1 function. DNA repair. 2015;33:60‐9. 



137 
 

112.  Linke SP, Sengupta S, Khabie N, Jeffries BA, Buchhop S, Miska S, et al. p53 interacts 
with hRAD51 and hRAD54, and directly modulates homologous recombination. Cancer 
research. 2003;63(10):2596‐605. 
113.  Gillespie KA, Mehta KP, Laimins LA, Moody CA. Human papillomaviruses recruit 
cellular DNA repair and homologous recombination factors to viral replication centers. J 
Virol. 2012;86(17):9520‐6. 
114.  Anacker DC, Gautam D, Gillespie KA, Chappell WH, Moody CA. Productive 
replication of human papillomavirus 31 requires DNA repair factor Nbs1. J Virol. 
2014;88(15):8528‐44. 
115.  Chappell WH, Gautam D, Ok ST, Johnson BA, Anacker DC, Moody CA. Homologous 
Recombination Repair Factors Rad51 and BRCA1 Are Necessary for Productive Replication 
of Human Papillomavirus 31. J Virol. 2015;90(5):2639‐52. 
116.  Wang HK, Duffy AA, Broker TR, Chow LT. Robust production and passaging of 
infectious HPV in squamous epithelium of primary human keratinocytes. Genes Dev. 
2009;23(2):181‐94. 
117.  Rasmussen CL, Sand FL, Hoffmann Frederiksen M, Kaae Andersen K, Kjaer SK. Does 
HPV status influence survival after vulvar cancer? Int J Cancer. 2018;142(6):1158‐65. 
118.  Kortekaas KE, Bastiaannet E, van Doorn HC, de Vos van Steenwijk PJ, Ewing‐Graham 
PC, Creutzberg CL, et al. Vulvar cancer subclassification by HPV and p53 status results in 
three clinically distinct subtypes. Gynecol Oncol. 2020;159(3):649‐56. 
119.  Rieckmann T, Tribius S, Grob TJ, Meyer F, Busch CJ, Petersen C, et al. HNSCC cell 
lines positive for HPV and p16 possess higher cellular radiosensitivity due to an impaired 
DSB repair capacity. Radiotherapy and oncology : journal of the European Society for 
Therapeutic Radiology and Oncology. 2013;107(2):242‐6. 
120.  Cossar LH, Schache AG, Risk JM, Sacco JJ, Jones NJ, Lord R. Modulating the DNA 
Damage Response to Improve Treatment Response in Cervical Cancer. Clin Oncol (R Coll 
Radiol). 2017;29(9):626‐34. 
121.  Shi TY, Yang G, Tu XY, Yang JM, Qian J, Wu XH, et al. RAD52 variants predict 
platinum resistance and prognosis of cervical cancer. PloS one. 2012;7(11):e50461. 
122.  Nogueira A, Catarino R, Faustino I, Nogueira‐Silva C, Figueiredo T, Lombo L, et al. 
Role of the RAD51 G172T polymorphism in the clinical outcome of cervical cancer patients 
under concomitant chemoradiotherapy. Gene. 2012;504(2):279‐83. 
123.  Gabelova A, Farkasova T, Gurska S, Machackova Z, Lukacko P, Witkovsky V. 
Radiosensitivity of peripheral blood lymphocytes from healthy donors and cervical cancer 
patients; the correspondence of in vitro data with the clinical outcome. Neoplasma. 
2008;55(3):182‐91. 
124.  Liu S, Pan X, Yang Q, Wen L, Jiang Y, Zhao Y, et al. MicroRNA‐18a enhances the 
radiosensitivity of cervical cancer cells by promoting radiation‐induced apoptosis. Oncology 
reports. 2015;33(6):2853‐62. 
125.  Bu X, Zhang J, Tian F, Wang X, Wu L, Tian W. Value of Diffusion‐Weighted Magnetic 
Resonance Imaging Combined with miR‐18a Level in Predicting Radiosensitivity of Cervical 
Cancer. Med Sci Monit. 2018;24:7271‐8. 
126.  Mazumder Indra D, Mitra S, Roy A, Mondal RK, Basu PS, Roychoudhury S, et al. 
Alterations of ATM and CADM1 in chromosomal 11q22.3‐23.2 region are associated with 
the development of invasive cervical carcinoma. Hum Genet. 2011;130(6):735‐48. 
127.  Roossink F, Wieringa HW, Noordhuis MG, ten Hoor KA, Kok M, Slagter‐Menkema L, 
et al. The role of ATM and 53BP1 as predictive markers in cervical cancer. Int J Cancer. 
2012;131(9):2056‐66. 
128.  Narayan G, Arias‐Pulido H, Koul S, Vargas H, Zhang FF, Villella J, et al. Frequent 
promoter methylation of CDH1, DAPK, RARB, and HIC1 genes in carcinoma of cervix uteri: 
its relationship to clinical outcome. Molecular cancer. 2003;2:24. 



138 
 

129.  Nickson CM, Moori P, Carter RJ, Rubbi CP, Parsons JL. Misregulation of DNA 
damage repair pathways in HPV‐positive head and neck squamous cell carcinoma 
contributes to cellular radiosensitivity. Oncotarget. 2017;8(18):29963‐75. 
130.  Parsons M. How to make a tissue arrays. In: Grabsch H, editor. Diagnostic 
Histopathology2009. p. 142‐50. 
131.  Schache AG, Liloglou T, Risk JM, Filia A, Jones TM, Sheard J, et al. Evaluation of 
human papilloma virus diagnostic testing in oropharyngeal squamous cell carcinoma: 
sensitivity, specificity, and prognostic discrimination. Clin Cancer Res. 2011;17(19):6262‐71. 
132.  Schache AG, Liloglou T, Risk JM, Jones TM, Ma XJ, Wang H, et al. Validation of a 
novel diagnostic standard in HPV‐positive oropharyngeal squamous cell carcinoma. Br J 
Cancer. 2013;108(6):1332‐9. 
133.  Bhide SA, Thway K, Lee J, Wong K, Clarke P, Newbold KL, et al. Delayed DNA 
double‐strand break repair following platin‐based chemotherapy predicts treatment 
response in head and neck squamous cell carcinoma. Br J Cancer. 2016;115(7):825‐30. 
134.  Xing B, Guo J, Sheng Y, Wu G, Zhao Y. Human Papillomavirus‐Negative Cervical 
Cancer: A Comprehensive Review. Front Oncol. 2020;10:606335. 
135.  Greaney F. Defining the model for Human papillomavirus driven oropharyngeal 
squamous cell carcinoma and the role of epithelial to mesenchymal transition in disease 
dissemination: University of Liverpool; 2020. 
136.  Pereira S, Bodgi L, Duclos M, Canet A, Ferlazzo ML, Devic C, et al. Fast and Binary 
Assay for Predicting Radiosensitivity Based on the Theory of ATM Nucleo‐Shuttling: 
Development, Validation, and Performance. Int J Radiat Oncol Biol Phys. 2018;100(2):353‐
60. 
137.  Yang DQ, Halaby MJ, Li Y, Hibma JC, Burn P. Cytoplasmic ATM protein kinase: an 
emerging therapeutic target for diabetes, cancer and neuronal degeneration. Drug Discov 
Today. 2011;16(7‐8):332‐8. 
138.  Hotokezaka Y, Katayama I, Nakamura T. ATM‐associated signalling triggers the 
unfolded protein response and cell death in response to stress. Commun Biol. 
2020;3(1):378. 
139.  Bolt J, Vo QN, Kim WJ, McWhorter AJ, Thomson J, Hagensee ME, et al. The 
ATM/p53 pathway is commonly targeted for inactivation in squamous cell carcinoma of the 
head and neck (SCCHN) by multiple molecular mechanisms. Oral Oncol. 2005;41(10):1013‐
20. 
140.  Ai L, Vo QN, Zuo C, Li L, Ling W, Suen JY, et al. Ataxia‐telangiectasia‐mutated (ATM) 
gene in head and neck squamous cell carcinoma: promoter hypermethylation with clinical 
correlation in 100 cases. Cancer Epidemiol Biomarkers Prev. 2004;13(1):150‐6. 
141.  Lim AM, Young RJ, Collins M, Fox SB, McArthur GA, Corry J, et al. Correlation of 
Ataxia‐Telangiectasia‐Mutated (ATM) gene loss with outcome in head and neck squamous 
cell carcinoma. Oral Oncol. 2012;48(8):698‐702. 
142.  Cacheux W, Dangles‐Marie V, Rouleau E, Lazartigues J, Girard E, Briaux A, et al. 
Exome sequencing reveals aberrant signalling pathways as hallmark of treatment‐naive 
anal squamous cell carcinoma. Oncotarget. 2018;9(1):464‐76. 
143.  Jee KJ, Kim YT, Kim KR, Kim HS, Yan A, Knuutila S. Loss in 3p and 4p and gain of 3q 
are concomitant aberrations in squamous cell carcinoma of the vulva. Mod Pathol. 
2001;14(5):377‐81. 
144.  Pinto AP, Lin MC, Mutter GL, Sun D, Villa LL, Crum CP. Allelic loss in human 
papillomavirus‐positive and ‐negative vulvar squamous cell carcinomas. Am J Pathol. 
1999;154(4):1009‐15. 
145.  Perrone F, Suardi S, Pastore E, Casieri P, Orsenigo M, Caramuta S, et al. Molecular 
and cytogenetic subgroups of oropharyngeal squamous cell carcinoma. Clin Cancer Res. 
2006;12(22):6643‐51. 



139 
 

146.  DR B, MA C, CC C, A F, F G. AJCC cancer staging manual. SB E, editor. New York: 
Springer; 2010. 
147.  Mehta K, Laimins L. Human Papillomaviruses Preferentially Recruit DNA Repair 
Factors to Viral Genomes for Rapid Repair and Amplification. MBio. 2018;9(1). 
148.  Wallace NA, Khanal S, Robinson KL, Wendel SO, Messer JJ, Galloway DA. High‐Risk 
Alphapapillomavirus Oncogenes Impair the Homologous Recombination Pathway. J Virol. 
2017;91(20). 
149.  Zhao J, Guo Z, Wang Q, Si T, Pei S, Qu H, et al. HPV infection associated DNA 
damage correlated with cervical precancerous lesions and cancer in the highest area of 
cervical cancer mortality, Longnan, China. Cancer Manag Res. 2019;11:7197‐210. 
150.  Wendt M, Hammarstedt‐Nordenvall L, Zupancic M, Friesland S, Landin D, Munck‐
Wikland E, et al. Long‐Term Survival and Recurrence in Oropharyngeal Squamous Cell 
Carcinoma in Relation to Subsites, HPV, and p16‐Status. Cancers (Basel). 2021;13(11). 
151.  Shimamura A, Alter BP. Pathophysiology and management of inherited bone 
marrow failure syndromes. Blood Rev. 2010;24(3):101‐22. 
152.  Alter BP, Giri N, Savage SA, Rosenberg PS. Cancer in the National Cancer Institute 
inherited bone marrow failure syndrome cohort after fifteen years of follow‐up. 
Haematologica. 2018;103(1):30‐9. 
153.  Park JW, Pitot HC, Strati K, Spardy N, Duensing S, Grompe M, et al. Deficiencies in 
the Fanconi anemia DNA damage response pathway increase sensitivity to HPV‐associated 
head and neck cancer. Cancer Res. 2010;70(23):9959‐68. 
154.  Hassani S, Castillo A, Ohori J, Higashi M, Kurono Y, Akiba S, et al. Molecular 
Pathogenesis of Human Papillomavirus Type 16 in Tonsillar Squamous Cell Carcinoma. 
Anticancer Res. 2015;35(12):6633‐8. 
155.  Sparano A, Quesnelle KM, Kumar MS, Wang Y, Sylvester AJ, Feldman M, et al. 
Genome‐wide profiling of oral squamous cell carcinoma by array‐based comparative 
genomic hybridization. Laryngoscope. 2006;116(5):735‐41. 
156.  Wreesmann VB, Estilo C, Eisele DW, Singh B, Wang SJ. Downregulation of Fanconi 
anemia genes in sporadic head and neck squamous cell carcinoma. ORL J Otorhinolaryngol 
Relat Spec. 2007;69(4):218‐25. 
157.  Chung TK, Cheung TH, Lo WK, Yu MY, Hampton GM, Wong HK, et al. Loss of 
heterozygosity at the short arm of chromosome 3 in microdissected cervical intraepithelial 
neoplasia. Cancer Lett. 2000;154(2):189‐94. 
158.  Chung GT, Huang DP, Lo KW, Chan MK, Wong FW. Genetic lesion in the 
carcinogenesis of cervical cancer. Anticancer Res. 1992;12(5):1485‐90. 
159.  Rosenthal AN, Ryan A, Hopster D, Surentheran T, Jacobs IJ. High frequency of loss 
of heterozygosity in vulval intraepithelial neoplasia (VIN) is associated with invasive vulval 
squamous cell carcinoma (VSCC). Int J Cancer. 2001;94(6):896‐900. 
160.  Rudland PS, Platt‐Higgins AM, Davies LM, de Silva Rudland S, Wilson JB, Aladwani A, 
et al. Significance of the Fanconi anemia FANCD2 protein in sporadic and metastatic human 
breast cancer. Am J Pathol. 2010;176(6):2935‐47. 
161.  Joshi S, Campbell S, Lim JY, McWeeney S, Krieg A, Bean Y, et al. Subcellular 
localization of FANCD2 is associated with survival in ovarian carcinoma. Oncotarget. 
2020;11(8):775‐83. 
162.  Spriggs CC, Blanco LZ, Maniar KP, Laimins LA. Expression of HPV‐induced DNA 
Damage Repair Factors Correlates With CIN Progression. Int J Gynecol Pathol. 2019;38(1):1‐
10. 
163.  Thaker PH, Salani R, Brady WE, Lankes HA, Cohn DE, Mutch DG, et al. A phase I trial 
of paclitaxel, cisplatin, and veliparib in the treatment of persistent or recurrent carcinoma 
of the cervix: an NRG Oncology Study (NCT#01281852). Ann Oncol. 2017;28(3):505‐11. 



140 
 

164.  Ho MW, Ryan MP, Gupta J, Triantafyllou A, Risk JM, Shaw RJ, et al. Loss of FANCD2 
and related proteins may predict malignant transformation in oral epithelial dysplasia. Oral 
Surg Oral Med Oral Pathol Oral Radiol. 2021. 
165.  Rosenthal AN, Hopster D, Ryan A, Jacobs IJ. Immunohistochemical analysis of p53 
in vulval intraepithelial neoplasia and vulval squamous cell carcinoma. Br J Cancer. 
2003;88(2):251‐6. 
166.  Kono T, Hoover P, Poropatich K, Paunesku T, Mittal BB, Samant S, et al. Activation 
of DNA damage repair factors in HPV positive oropharyngeal cancers. Virology. 
2020;547:27‐34. 
167.  Spriggs CC, Laimins LA. FANCD2 Binds Human Papillomavirus Genomes and 
Associates with a Distinct Set of DNA Repair Proteins to Regulate Viral Replication. mBio. 
2017;8(1). 
168.  Khanal S, Galloway DA. High‐risk human papillomavirus oncogenes disrupt the 
Fanconi anemia DNA repair pathway by impairing localization and de‐ubiquitination of 
FancD2. PLoS Pathog. 2019;15(2):e1007442. 
169.  Aldersley J, Lorenz DR, Mouw KW, D'Andrea AD, Gabuzda D. Genomic Landscape of 
Primary and Recurrent Anal Squamous Cell Carcinomas in Relation to HPV Integration, 
Copy‐Number Variation, and DNA Damage Response Genes. Mol Cancer Res. 
2021;19(8):1308‐21. 
170.  Sano T, Oyama T, Kashiwabara K, Fukuda T, Nakajima T. Expression status of p16 
protein is associated with human papillomavirus oncogenic potential in cervical and genital 
lesions. Am J Pathol. 1998;153(6):1741‐8. 
171.  Tjalma W. HPV negative cervical cancers and primary HPV screening. Facts Views 
Vis Obgyn. 2018;10(2):107‐13. 
172.  Giuliano AR, Nyitray AG, Kreimer AR, Pierce Campbell CM, Goodman MT, Sudenga 
SL, et al. EUROGIN 2014 roadmap: Differences in human papillomavirus infection natural 
history, transmission and human papillomavirus‐related cancer incidence by gender and 
anatomic site of infection. Int J Cancer. 2014. 
173.  Vecchi L, Araújo TG, Azevedo FVPV, Mota STS, Ávila VMR, Ribeiro MA, et al. 
Phospholipase A. Cells. 2021;10(6). 
174.  Surrel F, Jemel I, Boilard E, Bollinger JG, Payré C, Mounier CM, et al. Group X 
phospholipase A2 stimulates the proliferation of colon cancer cells by producing various 
lipid mediators. Mol Pharmacol. 2009;76(4):778‐90. 
175.  Pucer A, Brglez V, Payré C, Pungerčar J, Lambeau G, Petan T. Group X secreted 
phospholipase A(2) induces lipid droplet formation and prolongs breast cancer cell survival. 
Mol Cancer. 2013;12(1):111. 
176.  Wilson AJ, Liu AY, Roland J, Adebayo OB, Fletcher SA, Slaughter JC, et al. TR3 
modulates platinum resistance in ovarian cancer. Cancer Res. 2013;73(15):4758‐69. 
177.  Zhou M, Peng BR, Tian W, Su JH, Wang G, Lin T, et al. 12‐Deacetyl‐12‐epi‐
Scalaradial, a Scalarane Sesterterpenoid from a Marine Sponge Hippospongia sp., Induces 
HeLa Cells Apoptosis via MAPK/ERK Pathway and Modulates Nuclear Receptor Nur77. Mar 
Drugs. 2020;18(7). 
178.  Zhang L, Chen L, Yu H. Phase II study of apatinib, a novel tyrosine kinase inhibitor 
targeting tumor angiogenesis, as second‐line treatment for recurrent or advanced cervical 
cancer patients. Invest New Drugs. 2019. 
179.  Castro‐Muñoz LJ, Manzo‐Merino J, Muñoz‐Bello JO, Olmedo‐Nieva L, Cedro‐Tanda 
A, Alfaro‐Ruiz LA, et al. The Human Papillomavirus (HPV) E1 protein regulates the 
expression of cellular genes involved in immune response. Sci Rep. 2019;9(1):13620. 
180.  Tjalma WA, Fiander A, Reich O, Powell N, Nowakowski AM, Kirschner B, et al. 
Differences in human papillomavirus type distribution in high‐grade cervical intraepithelial 
neoplasia and invasive cervical cancer in Europe. Int J Cancer. 2013;132(4):854‐67. 



141 
 

181.  Vázquez‐Ortíz G, Ciudad CJ, Piña P, Vazquez K, Hidalgo A, Alatorre B, et al. Gene 
identification by cDNA arrays in HPV‐positive cervical cancer. Arch Med Res. 
2005;36(5):448‐58. 
182.  Stoltzfus P, Heselmeyer‐Haddad K, Castro J, White N, Silfverswärd C, Sjövall K, et al. 
Gain of chromosome 3q is an early and consistent genetic aberration in carcinomas of the 
vulva. Int J Gynecol Cancer. 2005;15(1):120‐6. 
183.  Parolini S, Rosa D, Flagiello D, Bonardi F, Rampinelli F, Bianchi UA, et al. 
Immunocytochemical localization of plasminogen activators in carcinomas in the cervix and 
vulva. Int J Tissue React. 1994;16(5‐6):251‐8. 
184.  Määttä M, Santala M, Soini Y, Turpeenniemi‐Hujanen T, Talvensaari‐Mattila A. 
Increased matrix metalloproteinases 2 and 9 and tissue inhibitor of matrix 
metalloproteinase 2 expression is associated with progression from vulvar intraepithelial 
neoplasia to invasive carcinoma. Acta Obstet Gynecol Scand. 2010;89(3):380‐4. 
185.  Rousselle P, Scoazec JY. Laminin 332 in cancer: When the extracellular matrix turns 
signals from cell anchorage to cell movement. Semin Cancer Biol. 2020;62:149‐65. 
186.  Lindberg P, Larsson A, Nielsen BS. Expression of plasminogen activator inhibitor‐1, 
urokinase receptor and laminin gamma‐2 chain is an early coordinated event in incipient 
oral squamous cell carcinoma. Int J Cancer. 2006;118(12):2948‐56. 
187.  Wang QY, Liu YC, Zhou SH, Chen HH. LAMC2 acts as a novel therapeutic target of 
cetuximab in laryngeal cancer. Neoplasma. 2021;68(6):1257‐64. 
188.  Wei R, Wong JPC, Kwok HF. Osteopontin ‐‐ a promising biomarker for cancer 
therapy. J Cancer. 2017;8(12):2173‐83. 
189.  Scholtysek C, Ipseiz N, Böhm C, Krishnacoumar B, Stenzel M, Czerwinski T, et al. 
NR4A1 Regulates Motility of Osteoclast Precursors and Serves as Target for the Modulation 
of Systemic Bone Turnover. J Bone Miner Res. 2018;33(11):2035‐47. 
190.  Qin S, Yi L, Liang Y, Chen Y, Wang W, Liao Y, et al. Biological and Clinicopathological 
Characteristics of OPN in Cervical Cancers. Front Genet. 2022;13:836509. 
191.  Selinger C, Rahmoun M, Murall CL, Bernat C, Boué V, Bonneau M, et al. Cytokine 
response following perturbation of the cervicovaginal milieu during HPV genital infection. 
Immunol Res. 2021;69(3):255‐63. 
192.  Farrell AM, Dean D, Millard PR, Charnock FM, Wojnarowska F. Cytokine alterations 
in lichen sclerosus: an immunohistochemical study. Br J Dermatol. 2006;155(5):931‐40. 
193.  Malik A, Kanneganti TD. Function and regulation of IL‐1α in inflammatory diseases 
and cancer. Immunol Rev. 2018;281(1):124‐37. 
194.  Rébé C, Ghiringhelli F. Interleukin‐1β and Cancer. Cancers (Basel). 2020;12(7). 
195.  Matsushima K, Yang, Oppenheim JJ. Interleukin‐8: An evolving chemokine. 
Cytokine. 2022;153:155828. 
196.  Shapira‐Frommer R, Mileshkin L, Manzyuk L, Penel N, Burge M, Piha‐Paul SA, et al. 
Efficacy and safety of pembrolizumab for patients with previously treated advanced vulvar 
squamous cell carcinoma: Results from the phase 2 KEYNOTE‐158 study. Gynecol Oncol. 
2022;166(2):211‐8. 
197.  Yuen KC, Liu LF, Gupta V, Madireddi S, Keerthivasan S, Li C, et al. High systemic and 
tumor‐associated IL‐8 correlates with reduced clinical benefit of PD‐L1 blockade. Nat Med. 
2020;26(5):693‐8. 
198.  Ramesh R, Ahmed R, Munshi A. Interleukin (IL)‐24: Reconfiguring the Tumor 
Microenvironment for Eliciting Antitumor Response. Adv Exp Med Biol. 2021;1290:99‐110. 
199.  Miri SM, Pourhossein B, Hosseini SY, Keshavarz M, Shahmahmoodi S, Zolfaghari 
MR, et al. Enhanced synergistic antitumor effect of a DNA vaccine with anticancer cytokine, 
MDA‐7/IL‐24, and immune checkpoint blockade. Virol J. 2022;19(1):106. 
200.  Schwarz E, Carson WE. Analysis of potential biomarkers of response to IL‐12 
therapy. J Leukoc Biol. 2022;112(3):557‐67. 



142 
 

201.  Chakraborty C, Dutta S, Mukherjee N, Samadder S, Roychowdhury A, Roy A, et al. 
Inactivation of PTCH1 is associated with the development of cervical carcinoma: clinical and 
prognostic implication. Tumour Biol. 2015;36(2):1143‐54. 
202.  Yap J, Fox R, Narsia N, Pinheiro‐Maia S, Pounds R, Woodman C, et al. Under 
expression of the Sonic Hedgehog receptor, Patched1 (PTCH1), is associated with an 
increased risk of local recurrence in squamous cell carcinoma of the vulva arising on a 
background of Lichen Sclerosus. PLoS One. 2018;13(10):e0206553. 
203.  Bohr Mordhorst L, Ahlin C, Sorbe B. Prognostic impact of the expression of 
Hedgehog proteins in cervical carcinoma FIGO stages I‐IV treated with radiotherapy or 
chemoradiotherapy. Gynecol Oncol. 2014;135(2):305‐11. 
204.  Yang Z, Liu H, Song R, Lu W, Wang H, Gu S, et al. Reduced MAGI3 level by HPV18E6 
contributes to Wnt/β‐catenin signaling activation and cervical cancer progression. FEBS 
Open Bio. 2021;11(11):3051‐62. 
205.  Iancu IV, Botezatu A, Goia‐Ruşanu CD, Stănescu A, Huică I, Nistor E, et al. TGF‐beta 
signalling pathway factors in HPV‐induced cervical lesions. Roum Arch Microbiol Immunol. 
2010;69(3):113‐8. 
206.  Prieske K, Alawi M, Jaeger A, Wankner MC, Eylmann K, Reuter S, et al. 
Transcriptome Analysis in Vulvar Squamous Cell Cancer. Cancers (Basel). 2021;13(24). 
207.  Ray U, Raghavan SC. Understanding the DNA double‐strand break repair and its 
therapeutic implications. DNA Repair (Amst). 2021;106:103177. 
208.  Ben‐David U, Siranosian B, Ha G, Tang H, Oren Y, Hinohara K, et al. Genetic and 
transcriptional evolution alters cancer cell line drug response. Nature. 2018;560(7718):325‐
30. 
209.  Domcke S, Sinha R, Levine DA, Sander C, Schultz N. Evaluating cell lines as tumour 
models by comparison of genomic profiles. Nat Commun. 2013;4:2126. 
210.  Bryant D, Onions T, Raybould R, Flynn A, Tristram A, Meyrick S, et al. mRNA 
sequencing of novel cell lines from human papillomavirus type‐16 related vulval 
intraepithelial neoplasia: consequences of expression of HPV16 E4 and E5. J Med Virol. 
2014;86(9):1534‐41. 
211.  Mukhopadhyay A, Elattar A, Cerbinskaite A, Wilkinson SJ, Drew Y, Kyle S, et al. 
Development of a functional assay for homologous recombination status in primary 
cultures of epithelial ovarian tumor and correlation with sensitivity to poly(ADP‐ribose) 
polymerase inhibitors. Clin Cancer Res. 2010;16(8):2344‐51. 
212.  Graeser M, McCarthy A, Lord CJ, Savage K, Hills M, Salter J, et al. A marker of 
homologous recombination predicts pathologic complete response to neoadjuvant 
chemotherapy in primary breast cancer. Clin Cancer Res. 2010;16(24):6159‐68. 
213.  Yaniz E, CRouleau, EBerton, D, Lortholary A, Dohollou N, Desauw C, Fabbro M, 
Malaurie E, et al. Evaluation of a RAD51 functional assay in advanced ovarian cancer, a 
GINECO/GINEGEPS study. Journal of Clinical Oncology. 2021;39:5513‐. 
214.  Vencken PMLH, Kriege M, Hoogwerf D, Beugelink S, van der Burg MEL, Hooning MJ, 
et al. Chemosensitivity and outcome of BRCA1‐ and BRCA2‐associated ovarian cancer 
patients after first‐line chemotherapy compared with sporadic ovarian cancer patients. Ann 
Oncol. 2011;22(6):1346‐52. 
215.  Yap JKW, Uddin K, Pounds R, O'Neill D, Kehoe S, Ganesan R, et al. Aberrant 
activation of the Hedgehog signalling pathway in squamous cell carcinoma of the vulva as a 
potential target for cancer therapy. Sci Rep. 2021;11(1):17665. 
216.  Nguyen NM, Cho J. Hedgehog Pathway Inhibitors as Targeted Cancer Therapy and 
Strategies to Overcome Drug Resistance. Int J Mol Sci. 2022;23(3). 
217.  Symonds RP, Gourley C, Davidson S, Carty K, McCartney E, Rai D, et al. Cediranib 
combined with carboplatin and paclitaxel in patients with metastatic or recurrent cervical 



143 
 

cancer (CIRCCa): a randomised, double‐blind, placebo‐controlled phase 2 trial. Lancet 
Oncol. 2015;16(15):1515‐24. 
218.  Scott CL, Swisher EM, Kaufmann SH. Poly (ADP‐ribose) polymerase inhibitors: 
recent advances and future development. J Clin Oncol. 2015;33(12):1397‐406. 
219.  Moore K, Colombo N, Scambia G, Kim BG, Oaknin A, Friedlander M, et al. 
Maintenance Olaparib in Patients with Newly Diagnosed Advanced Ovarian Cancer. N Engl J 
Med. 2018;379(26):2495‐505. 
220.  González‐Martín A, Pothuri B, Vergote I, DePont Christensen R, Graybill W, Mirza 
MR, et al. Niraparib in Patients with Newly Diagnosed Advanced Ovarian Cancer. N Engl J 
Med. 2019;381(25):2391‐402. 
221.  Ray‐Coquard I, Pautier P, Pignata S, Pérol D, González‐Martín A, Berger R, et al. 
Olaparib plus Bevacizumab as First‐Line Maintenance in Ovarian Cancer. N Engl J Med. 
2019;381(25):2416‐28. 
222.  Liu JF, Barry WT, Birrer M, Lee JM, Buckanovich RJ, Fleming GF, et al. Combination 
cediranib and olaparib versus olaparib alone for women with recurrent platinum‐sensitive 
ovarian cancer: a randomised phase 2 study. Lancet Oncol. 2014;15(11):1207‐14. 
223.  Kaplan AR, Gueble SE, Liu Y, Oeck S, Kim H, Yun Z, et al. Cediranib suppresses 
homology‐directed DNA repair through down‐regulation of BRCA1/2 and RAD51. Sci Transl 
Med. 2019;11(492). 
224.  Bindra RS, Schaffer PJ, Meng A, Woo J, Maseide K, Roth ME, et al. Down‐regulation 
of Rad51 and decreased homologous recombination in hypoxic cancer cells. Mol Cell Biol. 
2004;24(19):8504‐18. 
225.  Scanlon SE, Glazer PM. Hypoxic stress facilitates acute activation and chronic 
downregulation of fanconi anemia proteins. Mol Cancer Res. 2014;12(7):1016‐28. 
226.  Lu Y, Chu A, Turker MS, Glazer PM. Hypoxia‐induced epigenetic regulation and 
silencing of the BRCA1 promoter. Mol Cell Biol. 2011;31(16):3339‐50. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



144 
 

Chapter 9. Appendices 

Appendix A Supplementary Protocols 

1. Isopentane freezing Protocol for Gynaecological tissue collection 

Always process adjacent normal specimens before any tumour samples.  

1. Before sample collection 

a. label cryovials 

b. in fume cupboard place 30mls polypropylene pot on dry ice in polystyrene 

container 

c. pour 20 mls of isopentane into pot and add a small amount of liquid 

nitrogen/dry ice to cool isopentane  

2. On return with clinical samples use sterile forceps place tissue samples into tube of 

isopentane for 5‐10 seconds 

3. Remove frozen tissue and place in cryovial 

4. Transport to CRC on dry ice 

5. Store at ‐800C until used  
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2. Tissue collection protocol 

Tumour tissue procurement to allow establishment of 

primary cell cultures for use in Human papillomavirus‐

mediated cancer research 

Version 1.2 03/10/16 

 

MAIN SPONSOR: University of Liverpool 

LEAD NHS TRUST: Liverpool Women’s NHS Foundation Trust 

FUNDERS: Clatterbridge Cancer Centre Charitable Funds 

IRAS reference: 154415 

 

Study Team 

Chief Investigator; Joseph Sacco 

Co‐Investigators; Laura Cossar, Andrew Schache, Bridget De Cruze, Dharani Hapangama, Rosemary 

Lord 

 

Clinical Queries 

Clinical queries should be directed to Joseph Sacco who will direct the query to the 

appropriate person. 

 

Sponsor 

The University of Liverpool is the main research Sponsor for this Study. For further 

information regarding the sponsorship conditions, please contact: 

Alex Astor 

Head of Research Support – Health and Life Sciences 

University of Liverpool 

Research Support Office 

2nd Floor Block D Waterhouse Building 

3 Brownlow Street 

Liverpool L69 3GL 

sponsor@liv.ac.uk 
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STUDY SUMMARY 

This protocol describes the ‘Tumour tissue procurement to allow establishment of primary 

cell cultures for use in Human papillomavirus‐mediated cancer research’ study and provides 

information about procedures for entering participants. Every care was taken in its drafting, 

but corrections or amendments may be necessary. These will be circulated to investigators 

in the Study. Problems relating to this Study should be referred, in the first instance, to the 

Chief Investigator. 

This study will adhere to the principles outlined in the NHS Research Governance 

Framework for Health and Social Care (2nd edition). It will be conducted incompliance with 

the protocol, the Data Protection Act and other regulatory requirements as appropriate. 

GLOSSARYOFABBREVIATIONS 
HPV  Human papillomavirus 

   

   

 

KEYWORDS 

Human papillomavirus 

Cervical Cancer 

Vulval Cancer 

Vaginal Cancer 

TITLE Tumour tissue procurement to allow establishment of primary cell cultures for use in 

Human papillomavirus‐mediated cancer research 

AIMS To establish a model for HPV‐positive Gynaecological cancer research 

POPULATION ELIGIBILITY Patients with gynaecological squamous cell cancers (cervix, 

vaginal, vulval)  

DURATION 7 years 
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1.INTRODUCTION 

1.1 BACKGROUND 

High‐risk types of Human papillomavirus (HPV) are annually implicated in the 
aetiology of at least 600,000 malignancies worldwide including cervical, vulval, 
vaginal, anal and oropharyngeal cancer. These tumours cause significant morbidity 
and mortality and unified national and international calls have been directed 
towards improving the understanding of HPV‐positive malignancy across tumour 
sites.  
Within our region there is an established tissue resource developed under the 
governance of the Merseyside Head & Neck Oncology Research Group (MHNORG) 
for primary cell lines from HPV‐positive Oropharyngeal Squamous Cell Carcinomas 
(OPSCC). This study aims to develop a similar resource for the study of 
gynaecological HPV‐positive cancers within the region to gain further insight into 
these virally mediated malignancies and to allow comparative studies between the 
two models of investigation. 
 
1.2 RATIONALE FOR CURRENT STUDY 

A particularly profound paradox in HPV‐related malignancy is currently 
unexplained; how does an apparently identical, virally mediated oncogenic process 
confer contrasting disease outcomes in different tumour subsites. This project aims 
to develop a disease model upon which to study this contradiction.  
As such, the project offers an opportunity to inform further research and, 
conceivably, clinical management of HPV‐mediated disease at several disease sites. 
The proposed early passage primary cell culture‐derived model offers significant 

advantages over established, later‐passage and commercially available secondary 

cell lines. These early passage primary cells are more representative of the 

originating tissue, in contrast to the protracted in vitro environmental influences 

and multiple passages in secondary cell culture that are unfavorably influenced by 

selective pressures, genetic drift and loss of cellular heterogeneity. The availability 

of such a primary culture model, capable of closely replicating tumour biology of 

HPV‐positive gynaecological malignancy is not currently available through either 

collaborative or commercial channels.  

 

2. STUDY OBJECTIVES 

This project intends to establish an HPV‐positive gynaecological malignancy primary 
cell culture resource with the ambition of serving two distinct aims. 
Firstly, once established, this resource will permit a shift within our cellular 
oncology research, away from a reliance on secondary cell lines towards a model 
more representative of the original tumour, yet still permitting functional 
workflows. 
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Secondly, this project is designed to run in parallel to a similar project, already 
established under the governance of the Merseyside Head & Neck Oncology 
Research Group (MHNORG), which is developing an equivalent primary cell 
resource of HPV‐positive Oropharyngeal Squamous Cell Carcinomas (OPSCC). 
Clearly, the potential for comparative analysis between these resources is 
substantial and offers a tangible research opportunity that, to our knowledge, is not 
available elsewhere.  
In keeping with these aims, we will undertake full characterisation of the resultant 
primary cultures, the primary tumour samples, and adjacent normal tissues (and 
their related primary cultures), such that any variation from the parent primary 
tumour is established and documented. Further, we intend to undertake necessary 
initial functional work to establish the reliance (or otherwise) of the primary 
cultures on viral oncogenes through knockdown of HPV16 E6 & E7 expression with 
shRNA. Matched venous blood samples will also be stored for future research 
(analysis of blood‐based biomarkers of tumour phenotype, relevant control in 
genomic assays, circulating tumour cell analysis). Once characterised, we plan to 
study the established primary cell cultures in an organotypic model as previously 
described (1, 2). It is also possible that during the passaging of primary cell cultures 
that an immortalised secondary cell line may develop, which may be used for 
further research. 
 
To increase the sample number of gynaecological squamous cell tumours studied as 
part of this project we also plan to recruit participants previously diagnosed with 
cervical or vulval cancer for consent to access their archived formalin‐fixed paraffin 
embedded (FFPE) tissue for research purposes, and to utilise frozen gynaecological 
squamous cell cancer specimens and matched plasma/cellular fraction blood 
fractions currently held in the Liverpool Women’s Research Tissue Bank. These will 
be analysed for DNA, RNA and protein to validate any molecular aberrations 
identified in the primary cell cultures. 
 

 

3. STUDY DESIGN 

This study aims to collect fresh and frozen tissue (tumour and adjacent normal) and 
a venous blood sample from patients undergoing a planned surgical procedure for 
management of a squamous gynaecological malignancy. Many of these patients will 
be having tissue removed as part of their treatment, and hence tissue sampling 
presents no additional risk to participants. Participants will also be asked to consent 
pre‐operatively for dedicated research biopsies to be taken in the event that tissue 
removal is not otherwise needed at time of surgery (such as during examination 
under anaesthesia). Research biopsies will only be taken if they can be performed 
without any detrimental effect to the patients care, and it is anticipated to be a low 
risk procedure given the largely exophytic nature of the tumours in question.  
To provide a validation cohort to support findings in fresh tissue ad primary cell 
models, we also plan to recruit participants who have previously undergone a 
diagnostic biopsy or surgical procedure for cervical, vulval or vaginal cancer for 
consent to access archival tissue for evaluation. 
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We anticipate this study will be open for a 7 year period, recruiting 24 participants 
for fresh tissue and blood donation, and 100 participants for archival fixed tissue 
evaluation. 
 

3.1 STUDY OUTCOME MEASURES 

There will be no patient‐related outcome measures from this study.  

 

4. PARTICIPANT ENTRY 

4.1 PRE‐REGISTRATION EVALUATIONS 

Before a participant can enter the study the patient has to be evaluated by the 

treating clinician and to be identified as a patient from whom fresh tissue 

collection would not adversely affect the diagnostic pathological margins of tissue 

taken for histopathological evaluation, or compromise the treatment procedure. 

4.2 INCLUSION CRITERIA 

The principal inclusion criteria will be a diagnosis of a gynaecological squamous cell 

malignancy (cervical, vulval, vaginal) having previously undergone a diagnostic 

biopsy or surgical procedure or requiring a further surgical procedure as part of 

routine care. 

4.3 EXCLUSION CRITERIA 

Patients under 18 will be excluded from this study.  

Patients who cannot sufficiently understand the English language to provide 

informed consent will be excluded if a suitable interpreter is not available in the 

clinical setting. 

4.4 WITHDRAWAL CRITERIA 

There are no withdrawal criteria for this study. Patients may withdraw from the 

study up to 5 years after recruitment should they wish. After this period, it will no 

longer be possible to identify and destroy the tissue samples of individual 

participants due to the deletion any of personal information linked to study 

samples. 

 

5. ADVERSE EVENTS 

5.1 DEFINITIONS 

There are no anticipated adverse events from taking part in this study. 
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6.  ASSESSMENT  AND 

FOLLOW‐UP 

There will be no planned direct contact between the participant and the research 

team following tissue collection. Participants will be asked to consent to a member 

of the research team accessing their case notes for clinical outcome data for our 

research database. This database will provide anonymised information regarding 

clinical disease outcomes to correlate with research findings.   

 

7. STATISTICS AND DATA ANALYSIS 

There is no planned statistical analysis as part of this study.  

 

8. REGULATORY ISSUES 

8.1 ETHICS APPROVAL 

The Chief  Investigator will obtain approval  from  the Adult North West Research 

Ethics Committee prior to commencement of study recruitment. The study must be 

submitted  for Site Specific Assessment  (SSA) at each participating NHS Trust. The 

Chief  Investigator  will  require  a  copy  of  the  Trust  R&D  approval  letter  before 

accepting participants  into  the  study. The  study will be conducted  in accordance 

with the recommendations for physicians  involved  in research on human subjects 

adopted by the 18th World Medical Assembly, Helsinki 1964, and later revisions.  

8.2 CONSENT 

Consent to enter the study must be sought from each participant only after a full 

explanation has been given, an  information  leaflet offered, and  time allowed  for 

consideration.  Signed  participant  consent  should  be  obtained.  The  right  of  the 

participant to refuse to participate without giving reasons must be  respected. All 

participants are free to withdraw from the study up to 5 years following recruitment 

without giving reasons and without prejudicing further treatment. 

8.3 CONFIDENTIALITY 

The Chief Investigator will preserve the confidentiality of participants taking part in 

the study and is registered under the Data Protection Act. 

8.4 INDEMNITY 

The University of Liverpool holds Indemnity and insurance cover with Marsh UK LTD, 

which apply to this study. 

8.5 SPONSOR 

The University of Liverpool will act as the main Sponsor for this study. Delegated 

responsibilities will be assigned to the NHS trusts taking part in this study. 
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8.6 FUNDING 

Clatterbridge Cancer Centre Charitable Funds are funding this study. 

8.7 AUDIT 

The  study may be  subject  to  inspection and audit by  the University of  Liverpool 

under their remit as sponsor and other regulatory bodies to ensure adherence to 

GCP and the NHS Research Governance Framework for Health and Social Care (2nd 

edition). 

 

9 STUDY MANAGEMENT 

The day‐to‐day management of the study will be coordinate through The North 

West Cancer Research Centre, University of Liverpool.  

 

10. END OF STUDY 

The study will recruit participants  for up to 2 years, with a period of clinical data 

follow up for 5 years. The study will therefore end at 7 years, at which time a review 

of the feasibility and utility of the project will take place. 

 

11. ARCHIVING 

Data and all appropriate documentation (excluding patient identifiable data) will 

be stored for a minimum of 5 years after the completion of the study. 

 

12. PUBLICATION 

POLICY 

Scientific research undertaken  in relation to this project will be published  in peer‐

reviewed journals and presented at academic meetings by the research team. 
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We would like to invite you to take part in clinical research by donating tissue 

removed during a biopsy or surgical procedure to be used for research into Human 

papillomavirus (HPV) ‐associated gynaecological cancers. Before you decide 

whether to donate tissue, you need to understand why we are requesting tissue 

and what collection of tissue will involve.  Please take time to read the following 

information carefully.  It contains important information about the study and will 

help you to decide whether you would like to take part. If you wish, you can take it 

away with you to discuss it with family or friends. Please ask your doctor if there is 

anything that is not clear, or if you would like more information. 

 

What is the purpose of the study? 

Human papillomavirus infection is very common, and most women are exposed to 

the virus at some point in their lives without experiencing any symptoms. We know 

that  certain gynaecological  cancers  in women  are associated with  ‘high‐risk’ HPV 

infection, but we don’t know why some women develop cancer whilst most women 

exposed to the virus do not encounter any problems related to the infection.  

This study aims to analyse cancer cells from sites where HPV infection could have a 

role  in  the  development  of  cancer  (cervix,  vagina,  vulva)  to  gain  a  greater 

understanding of factors which lead to cancer at these sites. This study will not affect 

your treatment in any way. 

 

Why have I been chosen? 

You have been asked to participate in this study because you have had, or are going 

to have, a procedure involving an area which may potentially be affected by the HPV 

virus. 

 

What will happen to me if I take part? 

If you have already had a biopsy or surgical procedure, we will ask for your consent 
to take small samples of the tissue you had removed  (approximately the size of a 
grain of rice) to be stored for research purposes. 

If you decide to take part in this study and are due to undergo a biopsy or surgical 

procedure we will ask for your consent to take small tissue samples (approximately 

the size of a grain of rice) from the area of cancer and from healthy tissue next to 

the cancer in the biopsy, which will then be stored for research purposes. The tissue 
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will be taken during your operation so you will be asleep under a general anaesthetic 

and will not experience any additional discomfort. 

If we  take  some  tissue  during  your  surgical  procedure, we will  also  ask  you  for 

consent to take a small amount  (approximately 4  teaspoons worth) of blood 

for research use. This extra blood sample will be taken by the anaesthetist at the 

time of your operation.  

As part of  this  study we would  like your consent to access your health records. 

These will be reviewed by  a  member   of   the   research   team   on an annual 

basis in order to update information on our research database. All information will 

be treated with the strictest confidence and held securely within the University of 

Liverpool. This information is essential to help researchers understand the course 

of your disease and relate what  is found  in the  laboratory to what has happened 

following your treatment. Your name, address and any other personal data will be 

removed before any  information  is given  to  research groups,  so you will not be 

identifiable to the researchers. 

 

What are the advantages and disadvantages of taking part? 

The samples taken  for storage and research are small and will be taken during or 

after your surgery once  the necessary diagnostic samples and/or  tests have been 

performed.    The  results  of  research  carried  out  using  your  tissue,  blood  and/or 

biological samples, and those of others, may help in the future discovery of new drugs 

and  treatments  for women with  gynaecological  cancer.    There will  be  no  direct 

benefit to yourself and you will not be identifiable to the research team.   

If your doctors have already removed tissue or are planning to remove tissue as part 

of your surgical procedure, there are no additional risks if you choose to participate. 

The risks associated with surgery will be explained separately by the medical team as 

part of your treatment.  

If your doctors are not already planning to remove tissue as part of your surgery, we 

may ask you if a biopsy can be taken during a planned procedure for use in research. 

This will be performed by the surgeon undertaking the planned treatment, while you 

are under anaesthesia, and will not impact on the planned procedure. The removal 

of a small amount of tissue is associated with a small increased risk of bleeding and 

infection.  In many  cases  antibiotics  are  given  routinely  as  part  of  your  surgical 

procedure, which acts  to  reduce  the  risk of  infection.  If a blood  sample  is  taken, 

occasionally, this may require an additional needle entry site whilst you are under 

general anaesthetic. There is a small chance that you may experience some bruising 

at the site. 
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Do I have to take part? 

No.  The choice to take part in this study is up to you.  If you do decide to consent to 

donate tissue then you can keep this information document and you will be asked to 

sign a consent form.  Even if you do decide to donate tissue, you are free to change 

your mind at any time and without saying why.  Whatever your decision it will not 

affect the standard of care that you receive. 

 

What will happen if I change my mind? 

If you do decide to take part, you are still free to change your mind. You have the 

right to withdraw your consent to store your tissue, blood and/or biological samples 

without giving a reason. This can be done up to 5 years after you consent to study 

participation. After  this period of  time, we will no  longer be able  to  identify your 

samples which will have been anonymised for research use. If you do withdraw, then 

it will not affect in anyway the treatment that you are receiving. You can withdraw 

your consent by contacting the research team by writing to: 

Dr Joseph Sacco 

University of Liverpool  

Department of Molecular and Clinical Cancer Medicine 

5th Floor, UCD building 

Royal Liverpool University Hospital 

L69 3GA 

The tissue, blood and/or biological samples stored by the University, along with any 

information held about you, will be destroyed and a  letter of confirmation will be 

sent to you.  If you change your mind a long time after the samples were donated, 

then some research may have already taken place on your samples.  It would not be 

possible to recall samples and information once they have been used, but we would 

ensure that no further research work will be undertaken on your tissue, blood and/or 

biological samples. 

 

What if anything goes wrong? 

We do not anticipate that participation in this study will lead to any harm. If you have 

any concerns or complaints, please ask to speak with the researchers who will do 

their best to answer your questions, or directly contact the research team by writing 

to: 
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Dr Joseph Sacco 

University of Liverpool  

Department of Molecular and Clinical Cancer Medicine 

5th Floor, UCD building 

Royal Liverpool University Hospital 

L69 3GA 

If you remain unhappy and wish to complain formally, you can do this through the 
normal NHS Complaints Procedure. Details can be obtained from the hospital. 

The  sponsorship  team  at  the  University  of  Liverpool  can  provide  independent 

assistance with a complaint. Please contact: 

Mr Alex Astor  
Research Support Office  
2nd Floor Block D Waterhouse Building  
3 Brownlow Street  
Liverpool  
L69 3GL  
Tel: 0151 794 8739  
 

What will happen to my tissue or blood? 

Academic research groups will use your gift of tissue and blood to understand the 
causes  of  HPV‐associated  gynaecological  cancer  and  help  to  develop  the  best 
treatments and care for women in the future. If you are donating tissue at the time 
of your surgical procedure, part of this research will involve growing live cells taken 
from your tissue donation in the laboratory to see how they behave in response to 
treatments.  Sometimes  this  process  brings  about  changes  in  the  cells  which 
encourage indefinite growth.  In all cases research studies will be ethically approved 
and monitored.   Your  tissue will not be used  for  transplantation or  reproductive 
cloning.  Nor will the tissue be used for non‐medical or non‐scientific purposes. Live 
cells derived  from your tissue donation may be used  in  future studies and shared 
with other researchers. Whilst the University will not sell your tissues for profit to 
other researchers, future research may lead to commercial gain which you will not 
benefit financially from.  
 
When we store samples, we will use some of them to obtain genetic material (DNA 
and RNA) and protein. We are asking you to allow us to obtain DNA, RNA and protein 
so that this can also be made available to research groups.   We will not use DNA, 
RNA or protein samples for any purpose other than research and the research team 
will not be able to identify you in any way. 
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With your consent at the end of this study any remaining tissue or blood donated by 
you would be placed in a research tissue bank to allow further research to be carried 
out with ethical approval. In all cases, you will be anonymous to the researcher.  
 

What if Researchers find new information about my health? 

We do not anticipate any discoveries during this research which will be relevant to 

your care and treatment.  

 

Will anybody make a profit from my tissue, blood and/or biological 

samples? 

You are asked  to donate  your  tissue  for  research and will not  receive a  financial 

reward either now or in the future.  Similarly, the University will not sell your tissue 

for profit to other researchers.   

 

What will happen to the results of the research study? 

It is anticipated that this research will take several years to complete. Results will be 

published when  appropriate  in  scientific  papers  and magazines  and  at  scientific 

meetings. You will not be able to be identified if research using your tissue, blood 

and/or biological samples is published in any scientific papers. 

 

Will my taking part in this study be kept confidential? 

All information that is collected related to your medical condition will be kept strictly 

confidential.  Your name, address and other personal information will be removed 

before any  information  is released to researchers using your tissue, blood and/or 

biological samples.  You will not be able to be identified by the researcher. We will 

ask you for permission to inform your GP of your participation in the study. 

 

Who has reviewed this study? 

This  study has been  reviewed and approved by  the RES Committee Northwest – 

Liverpool East. 
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Appendix ii – Consent Form 

Establishing a model for HPV‐associated Gynaecological Cancer Research Consent Form 
Collection and Storage of Tissue and blood for Research 

If you agree to take part, please initial each box and sign and date this form 

1. I have read and understood the information leaflet (Version…….) on the above research project 
and have been given a copy to keep.  I have had the opportunity to ask questions about the 
project and understand the benefits and risks of donating. 
 

 

2. I agree to give samples of my tissue from any procedures that are undertaken as part of my 
treatment. 
 

3. (Optional) I agree for an extra biopsy to be performed during my planned surgical procedure ( 
for research) 
 

 
 
 

4. I agree to give a sample of my blood for research use   
   
5. I understand how the samples will be collected, that giving a sample is voluntary and that I am 

free to withdraw my approval for use of the samples at any time without giving a reason and 
without my care or legal rights being affected. 
 

 

6. I agree that the University of Liverpool will become custodian of this tissue and/or blood for use 
in regulated research projects.  
 

 

7. I agree that research staff can collect and store information on an ongoing basis for updating the 
research database from my health records that this information may be viewed by regulatory 
authorities. I understand that information about me will be treated confidentially and stored 
securely. I give permission for you to contact my GP regarding my participation in this study. 
 

8. I agree to allow any unused tissue from this study to be placed into a tissue bank and that this 
may be used for future projects on gynaecological cancer with ethical committee approval. 
 

 
 

9. I understand that any information given to research groups will be anonymised and my identity 
will be protected.  I agree to samples being sent to research groups based in the UK. 
 

 

10. I agree that it may be appropriate for genetic assessment of the samples to be carried out to 
determine whether genetic makeup has any influence on my condition. 
 

 

11. I understand that I will not benefit financially if research using my samples leads to new  
treatments or medical tests. The University of Liverpool will hold intellectual property rights. 
 
 
 

 

 
Patient Statement I agree to give tissue and blood for use in medical and scientific research. 
 
Signed……………………………….Print Name……………………………….Date………………… 
 

 
Clinical/Research Practitioner Statement I have explained the request for samples for research purposes and 
have answered such questions as the patient has asked. 
 
Signed……………………………….Print Name…………………………….…Date………………… 
Please complete the following patient details: 
 
Hospital Unit Number………………………………….NHS Number………………………………… 
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Appendix iii – GP letter 

 

North West Cancer Research Centre 
Department of Clinical Cancer Medicine 
University of Liverpool 
200 London Road 
Liverpool 
L2 9TA 
 
 
 
Dear Doctor  
 
 
Re   
 
 
 
 
 
 
 
 
I am writing to inform you that the above patient has consented to participate in a 
study being conducted at Liverpool Women’s NHS Foundation Trust and the 
University of Liverpool. The aim of the study is to establish a model for HPV‐
associated Gynaecological Cancer Research using samples of tissue and blood.  
 
If you require any further information please do not hesitate to contact me. 
 
 
Kind Regards 
 
 

 
 
Dr Joseph Sacco 
Senior Clinical Lecturer and Consultant in Medical Oncology 
 

 



162 
 

 

Appendix iv 

SOP for Gynaecological tissue collection at Liverpool Women’s Hospital (LWH) 

1. Obtain written consent prior to operation and assign patient study number 
(5xxx) with associated sample numbers (8xxx) on database. 

2. Label tubes and sample collection sheet to correspond with database.  Place 
collection sheet with its corresponding tubes into a plastic bag. Complete 
participant data collection sheet. 

3. Prepare for tissue collection and processing in ITM laboratory at LWH  

  3.1 pre‐cool isopentane as per isopentane freezing protocol 

  3.2 pre‐warm transport medium in water bath to 37oC 

4. At LWH anaesthetist (or other competent clinician) to collect 10ml citrated 
blood during pre‐operative venous cannulation or after anaesthesia in theatre. 

4.1 Label blood tube with patient study number and sample number; ensure 
that all other patient identification is removed from tube.  

5.  Collect tissue samples from tumour and uninvolved margin. Ideally collect 3 
sections, this may represent a single larger sample subsequently sectioned into 
3, each being at least 5mm3. 

5.1 Place 1 tumour and 1 adjacent normal tissue sample into pre‐labelled tubes 
and keep on dry ice for transport. 

5.2 Place 1 tumour and 1 adjacent normal tissue sample into pre‐labelled tubes 
containing transport medium, place in secure container for transport. 

5.3 Place 1 tumour and 1 adjacent normal tissue sample in pre‐labelled tubes 
containing RNA later (if sufficient tissue available), place in secure container for 
transport. 

6.  Transport biological samples to ITM laboratory at LWH 

6.1 Centrifuge blood sample for 10 minutes at 1800rcf at 4oC within 4 hours of 
collection.  In class II tissue culture facility, remove plasma into five separate, 
pre‐labelled tubes in 200microL aliquots and store any residual plasma in 1mL 
aliquots. Store buffy coat in 500microL aliquots.  

6.2 Remove tissue sample from empty tube and freeze with isopentane within 
1 hour of sample collection. Place in pre‐labelled cryovial. 

6.3 Place frozen tissue on dry ice for transport.  
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6.4 Place tissue in RNA, plasma and buffy coat aliquots and tissue in transport 
medium in a secure container at room temperature for transport. 

7. Transport all biological specimens to North West Cancer Research Centre 

7.1 On arrival at North West Cancer Research Centre place frozen tissue, 
plasma and buffy coat in dedicated research ‐80oC freezer 

7.2 Process tissue in transport medium as per Primary Cell culture protocol for 
gynaecological tissue 

7.3 Store RNA later specimen at 4oC for up to 3 months, at which time the RNA 
must be decanted and the tissue stored at ‐80oC 

8.    Open the offline patient identification file 

  8.1 Check that samples have the correct patient number associated with them 

8.2 Fill in New patient data using data from participant data collection sheet 

9.   Open the coded table in the main database, 

  9.1Add the new samples and fill in details as appropriate 

9.2 Open samples table in the main database; cross check study numbers and 
sample numbers; fill in dates of sample, sample details and storage site 

10.   Place Consent forms/sample collection forms/participant data sheet in the 
locked collection file.   

11. All samples to be stored and analysed at North West Cancer Research Centre. 
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Appendix v 
 
SOP for Gynaecological tissue collection at Clatterbridge Cancer Centre (CCC) 

1. Obtain written consent prior to operation and assign patient study number 

(5xxx) with associated sample numbers (8xxx) on database. 

2. Label tubes and sample collection sheet to correspond with database.  Place 
collection sheet with its corresponding tubes into a plastic bag. Complete 
participant data collection sheet. 

3. Prepare for tissue collection and processing in laboratory at North West Cancer 
Research Centre  

  3.1 Pre‐cool isopentane as per isopentane freezing protocol 

  3.2 Pre‐warm transport medium in water bath to 37oC 

4. At CCC Anaesthetist (or other competent clinician) to collect 10ml citrated 
blood during pre‐operative venous cannulation or after anaesthesia in theatre  

4.1  Label blood tube with patient study number and sample number; ensure 
that all other patient identification is removed from tube.  

5.  Collect tissue samples from tumour and uninvolved margin. Ideally collect 3 
sections, this may represent a single larger sample subsequently sectioned into 
3, each being at least 5mm3. 

5.1 Place 1 tumour and 1 adjacent normal tissue sample into pre‐labelled tubes 
and keep on dry ice for transport. 

5.2 Place 1 tumour and 1 adjacent normal tissue sample into pre‐labelled tubes 
containing transport medium, place in secure container for transport. 

5.3 Place 1 tumour and 1 adjacent normal tissue sample in pre‐labelled tubes 
containing RNA later (if sufficient tissue available), place in secure container for 
transport. 

6.  Transport biological samples to laboratory at North West Cancer Research 
Centre.  

6.1  Centrifuge blood sample for 10 minutes at 1800rcf at 4oC within 4 hours of 
collection.  In class II tissue culture facility, remove plasma into five separate, 
pre‐labelled tubes in 200microL aliquots and store any residual plasma in 1mL 
aliquots. Store buffy coat in 500microL aliquots. Place frozen tissue, plasma and 
buffy coat in dedicated research ‐80oC freezer 

6.2 Remove tissue sample from empty tube and freeze with isopentane within 
1 hour of sample collection. Place in pre‐labelled cryovial and store in ‐80 oC 
freezer. 
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6.3 Process tissue in transport medium as per Primary Cell culture protocol for 
gynaecological tissue  

6.4 Store RNA later specimen at 4oC for up to 3 months, at which time the RNA 
must be decanted and the tissue stored at ‐80oC 

7.    Open the offline patient identification file 

  7.1 Check that samples have the correct patient number associated with them 

7.2 Fill in New patient data using data from participant data collection sheet 

8.   Open the coded table in the main database, 

  8.1 Add the new samples and fill in details as appropriate 

8.2 Open samples table in the main database; cross check study numbers and 
sample numbers; fill in dates of sample, sample details and storage site 

9.    Place Consent forms/sample collection forms/participant data sheet in the 
locked collection file. 

10.  All samples to be stored and analysed at North West Cancer Research Centre. 
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3. Primary Cell Culture Protocols for Gynaecological Tissue 

Materials 

- Media 
o DMEM; F12 Ham Nutrient Mixture (Sigma) 
o RPMI (Sigma) 
o Keratinocyte serum free media with supplements (SFKM, Life 

Technologies) 
o Glasgow modified eagle’s medium (GMEM, Sigma)  

 

- Supplements 
o L‐ glutamine 
o Fetal Bovine Serum (FBS) South American (Life Technologies) 
o Epidermal growth factor (EGF, Sigma) 
o Hydrocortisone (Sigma) 
o Cholera toxin (Sigma) 
o Penicillin‐Streptomycin, sterile‐filtered (Sigma) 

 
 

- Trypsin‐EDTA solution 1× (Sigma) 

- Phosphate‐Buffered Saline 

- Recovery™ Cell Culture Freezing Medium (Life Technologies) 

- 2% Virkon®  

- Sterile falcon tubes 

- Scalpels (Swann‐Morton size 21) 

- CellBind 6 well plates (Corning) 

- TC treated dish, Easy‐grip 35mm  

- 5ml, 10ml and 25ml pipettes  

- Pastettes – single wrapped, sterile  

- 25 cm3 vented tissue culture flask (Falcon)  

- Cryovials (blue capped internal thread) 

- Cell scrapers  

- 10% buffered formalin (4% PFA) 

- Sterile coverslips  
 

 
Tissue collection  
Tissue is collected directly from theatre. Tissue is transported in transport media.  

‐  DMEM (Gibco) 
‐ 10% FBS 
‐ 1% L‐Glutamine  
‐ 2 x pen/strep  

 
To theatre bring: 

‐ 1 universal for Normal tissue 
‐ 1 universal for Tumour tissue  
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‐ If applicable, 1 universal for Node tissue 
‐ Each with 10ml of suitable transport medium 
‐ Zip lock bag to store universals 

 
Keep Transport medium warmed to 37° until you need to leave for theatre (and 
some for on return). 
 
 
Tissue preparation 
 

‐ On returning to the lab, transfer the tissue to fresh transport medium in the 
hood using a pastette and wash on a roller for 1hr, changing to fresh 
medium a further 2 times (3 washes in total) within the hour.  

‐ Process normal, then tumour. 
‐ Remove tissue from the wash medium and transfer to a sterile well, adding 

1‐2 drops of wash medium.  
‐ Trim off visible blood vessels and fat deposits using sterile scalpels (Swann‐

Morton size 21). 
 

Primary Cell Culture Protocol 1 
 

‐ Transfer half of the trimmed tissue to a sterile CellBind 6‐well plate 
‐ Dissect tissue into small pieces (1‐2mm3) in a ‘chopping’ motion – don’t saw 

or scrape tissue – using the 2 scalpels from previously. 
‐ Add a few more drops of wash medium to the ‘mushed’ tissue and, using 

the tip of a pastette, seed the other 5 wells with roughly the same amount 
of tissue in each. Ensure there is just a ‘film’ of medium covering each well. 
Break up any clumped tissue. 

‐ Incubate at 37° for 30mins‐1hr  
‐ Gently add suitable medium (see below) (which is at 37°) drop wise to each 

well until tissue is just covered. Run the medium down the sides of the well 
to avoid dislodging the adhered tissue.   

‐ Incubate at 37° overnight. Leave tissue undisturbed for the duration of the 
next day.  

‐ On the 2nd day after seeding the cells, gently top up the medium in each well 
with an additional 1ml 

‐ On the 4th day combine the media from the 2 similar wells and transfer to a 
T25 flask. These are labelled as passage 1. Leave this at just ~4ml for 
24hours before topping up with additional medium. Top up the wells in the 
plate with 3ml fresh medium. 
 
 

 
 
 
 
 

RPMI 

‘R1’ 

RPMI 

‘R4’ 

SFKM 

‘S2’ 

SFKM 

‘S5’ 

DMEM:

F12 

‘D3’ 

DMEM

:F12 
‘D6’ 
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Primary Cell Culture Protocol 2 
 

‐ Rinse a TC coated petri dish with FBS and aspirate off. 

‐ Transfer biopsy to coated dish and dissect tissue into small pieces (1‐2mm3) 

in a ‘chopping’ motion, adding more drops of FBS if required to avoid tissue 

drying out. 

‐ Place lid on dish and invert gently ‐ place in incubator at 37C in 5% CO2 for 
1‐2hrs. 

‐ Aspirate any residual FCS 

‐ Premix feeder cells (5x 105) with EGF negative media (GMEM, 10% FBS, 1% 

L‐glutamine, 1% penicillin/streptomycin, 250 µl hydrocortisone, 500µl 

cholera toxin) 

‐ Gently add EGF negative media and feeders to explant plate, avoiding 

detachment of tissue and incubate at 37C in 5% CO2 for 3‐4 days, topping 
up media if drying out.  

‐ Day 3 or 4 change the media to EGF positive media (1% EGF), adding more 

irradiated feeders if necessary. 

 
Cell passaging 
 

‐ Once there are explants coming from the tissue these can be trypsinised and 
transferred to a T12.5 flask   

‐ Don’t combine colonies from separate wells into 1 flask. 
‐ To trypsinise well or dish 

o Wash wells/dishes with PBS (if feeder cells present remove as many 
as possible by squirting or brief trypsinisation) 

o Add 1‐2ml trypsin and incubate at 37C for 3mins  
o Using a cell scraper, gently scrape the areas where there are colonies 

(if mixed cell populations use the scraper on just the desired 
colonies) 

o Take up the trypsin and cells and add to sterile falcon tube with 10ml 
DMEM:F12 w/10% FBS or EGF negative GMEM depending on 
protocol 

o Spin at 1200rpm for 5mins 
o Discard medium 
o Resuspend pellet in 3ml of the appropriate medium (EGF negative if 

GMEM) and transfer desired number of cells to T12.5 flask (count 
with haemocytometer) 

o Add 2 x 106 feeder cells if required 
o After 48 hours can replace EGF negative media with GFR positive 

media 
 

‐ This first trypsinisation is passage 1. 
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‐ Wash well/dish with PBS and top up with fresh medium if there are colonies 
remaining.  

 
Freezing primary cells 
 

‐ During early passages cells should be frozen in 1ml aliquots of cells 
suspended in chilled Recovery™ Cell Culture Freezing Medium.  

‐     Place freezing ampoule upright in freezing box with isopropyl alcohol (Mr. 

Frosty™) and leave in ‐70C for 72 hours. Cells can then be transferred into 
liquid nitrogen storage. 

 

Resurrecting cell lines from Liquid Nitrogen 
 

‐ Add 5ml of suitable medium to T25 flask  
‐ Quickly thaw cryovial in 37° water bath  
‐ Transfer to cells into 20ml of medium and spin at 1200rpm for 5mins  
‐ Discard medium and resuspend pellet in 2ml medium 
‐ Transfer to T25 flask  
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Appendix B. Tissue Microarray Information  

1. Clinicopathological data for gynaecological samples in TMA 
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2. TMA Maps for gynaecological tissue 

 

 

 



173 
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3. Spread of data in pATM scoring demonstrating categories chosen for simplified score 

Red = low   Green = Medium      Blue = high  
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4. Spread of data in FANCD2 scoring demonstrating categories chosen for simplified score 

Red = low      Blue = high  
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Appendix C. Nanostring PanCancer codeset gene list and supplementary information 

1. Nanostring PanCancer codeset gene list 
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2. TCGA Molecular profiling of cervical cancers 
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3. Heatmap of mean pathway scores of vulval cancers denoted by HPV status 
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4. Differential expression of Group A tumours versus Group B overlaid on cancer pathway map  
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Appendix D. COMICE protocol in progress publication submission and COMICE 
Protocol in progress publication submission 

1. COMICE protocol in progress publication submission 

COMICE: A study protocol for a randomised double blind placebo controlled phase 
II clinical trial of cediranib and olaparib maintenance therapy in advanced or 
recurrent cervical cancer 
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Abstract: 

Introduction: Patients with advanced or recurrent cervical cancer have limited 
therapeutic options following treatment with platinum‐based chemotherapy. Anti‐
angiogenic therapies have shown promise in cervical cancer, and these agents are 
hypothesised to have a synergistic effect when used in combination with PARP 
inhibitors, in tumours with underlying DNA repair deficiencies. Almost all cervical 
cancers are associated with Human Papillomavirus which alters cellular DNA repair 
pathways which may in turn result in sensitivity to PARP inhibitor therapy. We 
hypothesise that a combination of cediranib and olaparib maintenance therapy 
following chemotherapy for advanced and recurrent cervical cancer could improve 
outcomes for this patient group. 

 

Methods and analysis: COMICE is a Phase II multicentre, randomised, placebo 
controlled, double blind clinical trial. The study will take place in approximately 23 
UK oncology centres and 108 patients will be randomised in a 1:1 fashion to the 
experimental arm of cediranib and olaparib tablets, or matched placebo. The 
primary outcome measure for the study is progression‐free survival with secondary 
outcome measures being overall survival, best objective response and quality of 
life. Safety outcomes will also be collected including the occurrence of Grade 3+ 
Toxicity, occurrence of Serious Adverse Events and withdrawal due to toxicity. 

Ethics and Dissemination: This protocol was approved by the North West ‐ Greater 
Manchester South Research Ethics Committee and the Health Research Authority. 
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At study completion the results will be disseminated through publication in peer‐
reviewed journals and at scientific conferences. 

Trial Registration; ISRCTN No.10841582 

Strengths and limitations of this study 

‐ The COMICE trial is a much needed opportunity to study targeted agents in 
patients with advanced cervical cancer who have limited therapeutic options 
beyond first line therapy. 

‐ The study benefits from having a translational research component to enable the 
molecular analysis of tumour and plasma samples with the aim of identifying 
biological characteristics of the disease and predictive biomarkers for study drug 
response. 

‐ Due to limitations in sample size in this phase II study, it is not possible to 
evaluate the treatment drugs as monotherapy in addition to in combination. 

‐ Trial recruitment and conduct has been impacted by the COVID 19 pandemic, but 
recruitment has now resumed following protocol amendments to ensure the safety 
of trial participants. 

Introduction 

Cervical cancer is the 4th most common female cancer worldwide and remains a 
significant global health burden (1). Early stage and locally advanced tumours may 
be cured with radical surgery, chemoradiotherapy or both, but unfortunately there 
are limited options beyond platinum‐based chemotherapy for patients with 
metastatic disease or persistent/recurrent disease (2). The benefits from such 
chemotherapy are modest with a response rate (RR) of 30‐35%, progression free 
survival of 5.8 months and a median overall survival of less than a year (3). Second 
line chemotherapy has to date shown poor efficacy with no improvement in 
survival demonstrated, clinical trials with targeted agents are urgently needed to 
improve the outlook for this group of patients. 

Angiogenesis is a key hallmark in cervical tumour progression involving the 
formation of neo‐vasculature to facilitate tumour growth. Pro‐angiogenic signalling 
is upregulated in cervical cancers and high levels of tumour angiogenic factors are 
an adverse prognostic factor and associated with poor survival (4‐6). The phase III 
randomised controlled trial GOG 240 demonstrated a 3.7 month improvement in 
median overall survival (OS) with the addition bevacizumab, a monoclonal antibody 
targeting vascular endothelial growth factor (VEGF), to combination chemotherapy 
(7). The ORR and progression free survival (PFS) were also improved in patients 
receiving bevacizumab compared to those receiving chemotherapy alone. This led 
to the approval of bevacizumab for up to 6 cycles in combination with 
chemotherapy for metastatic cervical cancer. 

Small molecule inhibition of the tyrosine kinase activity of VEGF receptors has also 
shown promise in cervical cancer with cediranib, a highly potent inhibitor of the 
tyrosine kinase activity of VEGF receptors 1‐3 (VEGFR 1‐3), demonstrating an 
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increased PFS and RR when added to combination chemotherapy in advanced 
cervical cancer in the CIRCCa study (8). Following completion of combination 
chemotherapy, cediranib was continued as a maintenance phase until disease 
progression. The median PFS was 35 weeks and 29 weeks in the cediranib and 
placebo arms respectively (HR 0.58 p= 0.032). In the maintenance phase cediranib 
showed no detriment to quality of life (QOL) and manageable increased toxicity 
(specifically diarrhoea and hypertension). An alternative VEGFR2 tyrosine kinase 
inhibitor, apatinib, has also been evaluated in a small, single arm phase II study in 
patients who failed to respond first line therapy, and demonstrates some activity in 
this setting with an objective response rate of 15% and a disease control rate of 
35% (9). 

In both the GOG 240 and CIRCCa study the anti‐angiogenic agents were continued 
until progression either alongside chemotherapy (GOG240) or as a monotherapy 
(CIRCCa). There is no approved maintenance treatment beyond 6 cycles of 
chemotherapy in the UK, as there are no available OS data to support the use of 
either bevacizumab or cediranib monotherapy in this setting. We hypothesise that 
outcomes in this patient group could be improved through the use of an 
antiangiogenic agent as a maintenance treatment. However the benefits of single 
antiangiogenic agents are modest and we hypothesise may be improved through 
rational combination with a Poly (ADP‐ribose) polymerase inhibitor (PARPi). 

PARP inhibitors have potential activity in cancers deficient in DNA repair genes or 
signalling pathways that mediate DNA repair. Synthetic lethality can occur with use 
of PARP inhibitors in the context of underlying deficiency in double strand DNA 
repair, as the loss of PARP activity abrogates the ability of cells to maintain genomic 
integrity in the face of recurrent double strand DNA (dsDNA) breaks. PARP 
inhibitors demonstrate a selectivity for cells harbouring homologous recombination 
(HR) deficiencies such as those with BRCA mutations, although synthetic lethality 
may be more broadly applied to cancers with an impaired HR pathway for other 
reasons, such as disruption of the Fanconi Anaemia pathway (10). There is an 
emerging body of evidence to suggest that Human Papillomavirus (HPV), the 
primary aetiological agent in almost all cervical cancers, can cause disruption of 
dsDNA repair and homologous recombination. Current therapeutic modalities for 
cervical cancers exploit the sensitivity of these tumours to DNA damaging agents 
such as ionising radiation and platinum chemotherapeutic agents. 

Studies suggest that the presence of high‐risk HPV oncoproteins (E6/E7) can cause 
dysregulation of DNA repair checkpoints, resulting in HR protein activation outside 
of the S/G2 phase of the cell cycle where it cannot be performed successfully (11). 
Cells expressing E6/E7 can also attenuate the cellular response to DNA damage by 
impairing the localisation of FANCD2 to sites of cellular DNA damage, consequently 
preventing foci formation of homologous recombination proteins such as RAD51 
and PALB2 (12). We therefore postulate that the action of HPV oncoproteins 
render HPV associated cancers susceptible to PARP inhibition. 

Preclinical evidence suggests that PARP inhibitors and anti‐angiogenic agents may 
act synergistically, as cediranib has been shown to down‐regulate HR proteins in 
mouse xenografts (13). In addition, the combination of olaparib and cediranib has 
previously been evaluated in recurrent platinum sensitive ovarian cancer in a phase 
II clinical study, which demonstrated that these agents can be delivered safely in 
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combination and with encouraging efficacy signal (14, 15). We therefore 
hypothesize that this combination may result in improved control of disease in 
patients with recurrent/metastatic cervical cancer whose disease has responded or 
remained stable after treatment with standard platinum based chemotherapy. 

 

Methods and Analysis 

Study Design 

This is a Phase II multicentre, randomised, parallel group, placebo controlled, 
double blind, clinical trial. The study will be carried out in approximately 23 UK 
oncology centres with competitive recruitment. 108 patients will be randomised in 
a 1:1 fashion. A flow diagram of the trial schema is shown in Figure 1. There are no 
approved maintenance therapies for cervical cancer in the UK and therefore best 
supportive care is the comparator until disease progression. 

 

Patient and Public Involvement 

During study development review of trial design, trial protocol and patient 
information sheet occurred within two separate Patient Advisory Groups, with 
suggested amendments being considered and appropriate changes made. The 
study also has an appointed patient representative on the trial steering committee 
and all protocols amendments are reviewed by a minimum of three patient 
representatives. 

 

Patient Recruitment 

For inclusion into this study patients must be (1) over 18 years of age (2) have 
histologically proven carcinoma of the cervix (squamous, adenocarcinoma or mixed 
adeno/squamous) (3) an ECOG performance status of 0 or 1 (4) radiological 
confirmation of either a complete response, partial response or stable disease 
following completion of first line platinum based chemotherapy +/‐ bevacizumab 
for advanced /recurrent disease (as evaluated by RECIST 1.1) performed within 28 
days prior to randomisation (5) have adequate haematological and biochemical 
function as defined in the protocol (Additional material 1) (6) may have received 
previous chemoradiotherapy and neo‐adjuvant chemotherapy given with a curative 
intent (7) have a life expectancy >12 weeks (8) be able to swallow and retain oral 
medications and without gastrointestinal (GI) illnesses that would preclude 
absorption of cediranib or olaparib (9) provide written informed consent. 

 

Study exclusion criteria include: (1) disease that is potentially treatable with 
exenterative surgery (2) disease relapse confined to the pelvis after radical surgery 
in circumstance where radiotherapy or chemoradiotherapy would be appropriate 
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(3) prior treatment with anti‐angiogenic agents (with the exception of bevacizumab 
given as part of first line chemotherapy) (4) persisting ≥Grade 2 CTCAE from 
previous anti‐cancer previous systemic anti‐cancer therapy except haematological 
toxicity and alopecia (5) history of other malignancy within the previous 5 years 
except for those outlined in the protocol (6) pregnant or lactating women (7) fertile 
woman of childbearing potential not willing to use adequate contraception (as 
defined by the protocol) for the study duration and at least six months afterwards 
(7) evidence of uncontrolled infection (8) history of pelvic fistulae or history of 
abdominal fistula that has been surgically corrected within 6 months of starting 
treatment (7) sub‐acute or acute intestinal obstruction (8) major surgery within 28 
days or anticipated while on study (9) non‐healing wound, ulcer or bone fracture 
(10) active bleeding (11) history or evidence of thrombotic or haemorrhagic 
disorders including history of stroke or transient ischemic attack within 6 months 
(12) proteinuria > 1+ on dipstick on two consecutive dipsticks taken no less than 1 
week apart, unless urinary protein is <1.5g in a 24 hour period. 

 

Each participating centre must have at least one lead clinician with a specific 
interest in, and responsibility for supervising, treating and managing patients with 
advanced/recurrent cervical cancer and ensure that sufficient time, staff and 
adequate facilities are available for the study including a suitable multidisciplinary 
team meeting to identify patients. Suitable patients will be referred to the research 
team for screening and will be given a patient information sheet (PIS) to consult 
regarding trial participation. Should the patient be eligible and wish to proceed 
with the study, written informed consent will be taken by an appropriate clinician 
and the patient randomised. Screening must be completed, and the patient 
randomised within 8 weeks of the last dose of chemotherapy. Consent will also be 
sought for collection/use of biological samples for translational research. 

 

The randomisation code list will be generated by the trial statistician with equal 
allocation to the two treatment arms stratified on previous bevacizumab use prior 
Chemo‐radiotherapy and previous neoadjuvant chemotherapy. Each patient 
randomly allocated a study treatment will be given a unique study number through 
an interactive web response system which is managed and maintained by the trials 
centre. 

 

Interventions 

Study participants must start their first trial treatment no later than 14 days after 
randomisation. Patients will be randomised between the experimental arm of 
cediranib 20mg OD (5 consecutive days out of 7 days) and Olaparib 300mg BD 
tablets (continuous) or matched placebo. 

Patients will be seen on a 4‐weekly basis during the time they are on active 
treatment and will be treated until disease progression. Treatment will be stopped 
earlier if the patient withdraws from the study due to toxicity, patient choice, 
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pregnancy, allergy, or a treatment break of over 3 weeks is necessitated. If a 
participant consents, EDTA blood samples will be collected at baseline, treatment 
review visits (cycles 1 and 2) and at disease progression for use in translational 
research. 

Drug administration may be halted, and drug dosage modified in the event of drug 
related adverse events as deemed appropriate by the Investigator. Olaparib has a 
two‐level dose reduction schedule with the doses altered to 300mg and 200mg 
daily and a further reduction to 200mg BD if required. Cediranib dosage can be 
reduced to 15mg daily (5 consecutive days out of 7 days). Guidance on 
management of specific toxicities related to study drugs, including dose reduction, 
are outlined within the protocol. Cediranib is required to be halted 2 weeks prior to 
any invasive procedure where there is a risk of bleeding. To assess the compliance 
with trial treatment, patients will be asked to return a drug diary and any unused 
tablets to their clinic visits. 

Investigators, site staff and the COMICE trial team (with the exception of a trial 
centre IT representative, unblinded Coordinators and the independent company 
providing the trial drugs) will remain blinded with regard to the randomised 
treatment assignments up to database lock. The trial statistician will be partially 
blinded to produce reports for trial monitoring. The treatment code must not be 
broken except in medical emergencies when the appropriate management of the 
patient necessitates knowledge of the treatment randomisation. Unblinding will be 
performed by the trial centre’s unblinded coordinators or by the sponsor’s trial 
pharmacy outside of office hours. 

Outcomes 

The primary outcome measure is progression‐free survival (PFS), selected due to 
the nature of the experimental arm (maintenance therapy). Secondary outcome 
measures are overall survival (OS), best objective response and quality of life. 
Safety outcomes will also be collected including the occurrence of Grade 3+ 
Toxicity, occurrence of Serious Adverse Events and withdrawal due to toxicity. The 
PFS in the control arm is based on the placebo arm in the CIRCCa trial but 
estimating survival conditional on being progression‐free at three months in 
accordance with the eligibility criteria for COMICE. This corresponds to 
progression‐free survival of 70% at 3 months and 15% at 6 months. Using a log rank 
test to detect a hazard ratio of 0.6 (corresponding to a change in median survival 
from 3.77 to 4.64 months) at a 5% one‐sided significance with 80% power, 
assuming equal allocation, 100 events are needed (Stata power log rank 
command). The recruitment of 108 study participants is expected in practice to 
yield 102 events giving a power of 82% (Stata artsurv package). 

 

Data Collection and Management 

Study specific screening activities will be performed after patients have consented 
to study participation and signed the informed consent form. These include 
confirmation of histological diagnosis (centres will also be asked to send formalin 
fixed paraffin embedded (FFPE) tissue related to the diagnosis of cervical cancer for 
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translational research with patient consent), demographics and medical history, 
concomitant medication review and check, concurrent condition review and check, 
physical examination and medical Review, ECOG Performance Status, 12‐lead ECG, 
CT scan of chest with RECIST, CT or MRI Scan of abdomen and pelvis with RECIST , 
haematological/clinical biochemistry, urinalysis, vital signs, height and weight, 
Quality of Life questionnaire and a pregnancy test (women of child‐bearing 
potential only). 

Treatment visits occur every 4 weeks with some changes being necessitated by the 
COVID‐19 pandemic. Patients are now advised to attend a medical setting (treating 
hospital or GP) for their 4‐weekly for blood tests, urinalysis, and blood pressure 
only, with all other assessments performed by the research nurse over the 
telephone. Telephone consultations will include the Quality of Life questionnaire, 
ECOG performance status, concomitant medication review, drug compliance 
review and adverse events review. 

Following remote treatment review appointments, arrangements can be made to 
courier trial drugs to the patients’ home if verbal consent is obtained. EDTA 
samples for research use can only be collected at hospital sites. 

The primary outcome of progression free survival will be assessed by a RECIST V1.1 
reported CT scan (chest) and CT or MRI of the abdomen (with a consistent modality 
used throughout study treatment). The window for these scans has been extended 
from 8 weeks to every 8‐12 weeks to make this more achievable in view of the 
COVID pandemic. Toxicities will be documented using the National Cancer Institute 
(NCI) Common Terminology Criteria for Adverse Events (CTCAE) Version 4.03 for 
the reporting of adverse events. Quality of life data will be collected using the 
FACT‐Cx scale, with patients being encouraged to complete questionnaires at 
appointments to improve compliance. 

Trial data will be captured by remote data entry onto the electronic case report 
form (eCRF). The trial database will be subject to automated validation and central 
monitoring, and any discrepancies or data amendments will have a complete audit 
trail. The trial centre will request consent from all patients to obtain information 
from the NHS Information Centre (Medical Research Information Service) to follow 
patient progress if this is not available from their hospital or General Practitioner 
(GP), including patients who withdraw from the study and do not want to proceed 
to the follow‐up phase. 

 

Data Analysis 

Statistical analyses will be performed using Stata, SAS or R. The trigger for the final 
analysis will be 7 months after the last recruited patient’s randomisation date 
unless all patients are off study before that date, or if early termination has been 
decided. The primary outcome of PFS and secondary outcome of OS will be carried 
out on an Intention to treat basis using a log rank test stratified on prior therapy. 
Significance levels for the primary endpoint and overall survival will be 5% one‐
sided, and both PFS and OS will be presented with 90% two‐side confidence 
intervals by treatment arm. No adjustment will be made for multiple comparisons. 
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The secondary outcome of best objective response rate will be analysed by a 
generalised linear model with identity link and binomial family using robust 
standard error. This analysis will give difference in proportions directly (and NNT by 
reciprocal transform). Quality of Life outcomes will be measured by the Trial 
Outcome Index (TOI) defined as the sum of the Physical Well‐Being, Functional 
Well‐being and Cervical Cancer‐specific subscales. Data will be scored according to 
the algorithm described in the FACIT scoring instruction, including item non‐
response. The TOI will be summarised by treatment group over time as area under 
the curve (AUC) and overall AUC values will be compared using a stratified Mann‐
Whitney test based on Stouffer’s method. Missing values that remain on the Trial 
Outcome index and missing response data will be replaced by multiple imputation. 
The number and percentage of patients reporting a Serious Adverse Event (SAE) 
and Grade 3 or higher toxicity will be separately summarised by treatment arm 
overall and by preferred term. “Exact” two‐sided p‐values will be displayed with a 
False Discovery Rate of 0.05. In addition, the number and percentage of patients 
discontinuing study treatment or withdrawing from the trial due to SAE or toxicity 
will be presented by treatment arm, again displayed with “Exact” two‐sided p‐
values. There are no pre‐specified subgroup analyses planned. 

 

Monitoring 

All Adverse Events (AEs) that occur from randomisation to 30 days following the 
last administration of study drugs and any ongoing events after treatment will be 
documented. All SAEs will be reviewed by independent Clinical Co‐ordinators to 
assess causality and expectedness and any SUSARs reported to the sponsor, ethics 
committees and regulatory authorities. Monthly safety reports will be generated by 
the trials centre, to allow oversight of adverse events by the Trial Management 
Group (TMG) and Independent Data and Safety Monitoring Committee (IDSMC) 
and annual safety reports will be submitted to the MHRA and REC. The ISDMC will 
provide a recommendation to the 

Trial Steering Committee (TSC), who has the authority to make decisions 
concerning the continuation of the study. Central and trial centre monitoring will 
be conducted to ensure protection of patients participating in the trial, and that 
trial procedures including study treatment administration and sample and data 
collection processes are of high quality and meet sponsor and regulatory 
requirements as appropriate. 

 

Ethics and dissemination 

This study protocol has received ethical approval from the North West – Greater 
Manchester South Research and Ethics Committee (IRAS 209375). The CI will 
update the ethics committee of any new information related to the study drug and 
any protocol modifications that are required. Legal indemnity is provided by the 
NHS indemnity scheme and Product liability is given by Astra Zeneca as the drug 
manufacturer. This study is also endorsed by Cancer Research UK. 
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All results of this study will be analysed together and published as soon as possible. 
The Trial Management Group will form the basis of the Writing Committee and 
advise on the nature of publications. All investigators who recruit patients will be 
named as co‐authors, and named authors will include the Chief Investigator, 
Statisticians and Trial Managers. All investigators will be required to declare 
financial and other competing interests. 

 

Trial Status 

Protocol version 4 19th March 2020. Recruitment started 13/09/2018, expected 
recruitment completed by 30/11/2022. 

 

List of abbreviations 

RR – response rate 

OS ‐ overall survival 

PFS – progression free survival 

VEGF ‐ vascular endothelial growth factor 

VEGFR ‐ vascular endothelial growth factor receptor 

QOL – quality of life 

PARPi‐ poly (ADP‐ribose) polymerase inhibitor 

dsDNA ‐ double strand DNA 

HR ‐ homologous recombination 

HPV ‐ human Papillomavirus 

CTCAE – common terminology criteria for adverse events 

PIS – patient information sheet 

FFPE ‐ formalin fixed paraffin embedded 

TOI ‐ trial outcome Index 

AUC ‐ area under the curve 

SAE ‐ serious adverse event 

AE ‐ adverse event 
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TMG ‐ trial management group 

IDSMC ‐ independent data and safety monitoring committee 

TSC ‐ trial steering committee 
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2. COMICE translational research proposal 

Proposed COMICE trial protocol submitted to funders (2017) 

The COMICE phase II randomised controlled study is a commercial multi‐centre UK trial 
investigating the combination of olaparib and cediranib as maintenance therapy following 
first line systemic therapy for recurrent or metastatic cervical cancer. Upon study 
enrolment, participants will be asked to consent to the collection and storage of their 
archived formalin‐fixed paraffin embedded (FFPE) cervical tumour tissue for future 
research projects. This will include fixed tissue taken at the time of primary diagnosis and 
cervical cancer specimens taken from any subsequent procedures prior to study enrolment. 
We propose to utilise this tissue to identify biomarkers predictive of benefit from 
maintenance olaparib and cediranib in this setting.  

PARP inhibitors have been extensively investigated as maintenance treatment of ovarian 
cancers and studies have identified the presence of Homologous Recombination Repair 
Deficiency (HRD) as a predictive factor for treatment response [1 ,2]. Germline and somatic 
mutations in key Homologous Recombination Repair (HRR) proteins are found in a 
significant proportion of ovarian cancers, predominantly but not limited to BRCA1&2 [3]. 
The susceptibility of tumours exhibiting HRD to PARP inhibition is thought to arise as a 
result of sub‐optimal repair of endogenous single‐strand DNA (ssDNA) breaks causing an 
increased requirement for double‐strand DNA (dsDNA) repair during cell division when the 
advancing replication fork converts ssDNA damage into dsDNA damage. In the absence of 
sufficient HRR capacity, the error‐prone Non‐Homologous End Joining (NHEJ) repair 
pathway becomes inappropriately active in cells during S phase, resulting in catastrophic 
DNA damage, through ‘synthetic lethality’ [4]. Unlike ovarian cancer, the proportion of 
cervical cancers with HRD has not been well studied. Analysis of cervical tumours to date 
does not demonstrate a significant frequency of mutations of HRR genes in cervical cancer 
[5, 6]. However, it is possible that cervical cancer cells may be sensitised to PARP inhibitor 
therapy by the acquisition of HRD by other means. It is well recognised that high‐risk 
Human papillomavirus (HR‐HPV) infection, which is associated with 99% of cervical 
tumours, manipulates the DNA Damage Response (DDR) at multiple junctures [7, 8], and 
has been shown to impact upon the efficiency of HRR in pre‐clinical models [9, 10]. 
Differential expression levels of DDR proteins, such as FANCF, have previously been 
described in cervical tumours [11] and could represent a subset of cancers with increased 
susceptibility to PARP inhibitor therapy. The expression of PARP1 in cervical tumours has 
previously correlated with response to PARP inhibitors in combination with cytotoxics in 
recurrent cervical cancer and may also represent a potential biomarker of response [12].  

The COMICE trial presents a unique opportunity to evaluate cervical tumours for markers 
of HRD/impaired DDR and to determine if such markers are predictive of treatment 
sensitivity to treatment with a PARP inhibitor/anti‐angiogenic combination. It is anticipated 
that the Olaparib/Cediranib combination may exhibit synergism due to the 
induction/exacerbation of HRD in tumour cells by hypoxia. This combination demonstrated 
increased response rates and progression free survival (PFS) compared to olaparib alone in 
the maintenance treatment of ovarian cancer [13]. The mechanism by which this occurs 
appears to be the reduction of expression levels of key HRR proteins in hypoxic conditions 
[14‐17] with one potential mediator of this identified as the oncometabolite (S) 2‐
hydroxyglutarate, which can induce PARP inhibition sensitivity in vitro [18].  
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While we will not be collecting on‐treatment clinical samples in this study (and thus will not 
be able to directly evaluate anti‐angiogenic therapy on tumour HRR competency and 
treatment response) our research group is a growing panel of primary cell lines derived 
from cervical tumours which will provide a model to study dynamic interactions between 
hypoxia, HRR efficiency and therapeutic response to olaparib in the context of HPV‐
associated cervical carcinogenesis. We propose a comprehensive translational research 
study encompassing multiple modes of molecular testing to maximise the opportunity 
afforded by the collection of tissue from a sizable cohort of trial participants with cervical 
cancer. From a planned recruitment of 108 patients to the clinical study we anticipate 
having consent for 96 samples of FFPE with sufficient quality/quantity of DNA/RNA for 
analysis. Most of these samples will be from primary diagnosis, with a much smaller 
number of tissue specimens from disease relapse.  

i) Assessment for HRD signature in cervical tumour specimens We propose the use of DNA 
extracted from archival tumour FFPE taken prior to study enrolment to look for ‘genomic 
scarring’ as a marker of HRD in cervical tumours as previously described in other tumour 
types [19, 20]. Although commercial assays are available in this field (for example Myriad 
genetics ‘mychoice HRD’), we propose a more cost‐effective exploratory analysis in 
collaboration with the Centre for Genomic Research in Liverpool. This would utilise 
sequencing with the Agilent Sure select XT OneSeq Low resolution Backbone to assess copy 
neutral LOH as a marker of HRD. We expect that this will provide a superior evaluation of 
HRR competency than sequencing for genetic mutations in this patient population where 
the frequency of HRR gene mutations is expected to be low and not the primary 
mechanism via which HRD may be acquired. The LOH scores will then be correlated with 
HRR pathway protein expression, hypoxic response pathway protein expression and 
treatment outcome on maintenance olaparib/Cediranib (as described in sections ii‐iv).  

ii) Nanostring ‘nCounter PanCancer Pathways’ Panel Nanostring technology enables the 
quantitation of mRNA levels of a panel of cancer genes (770 genes), including but exclusive 
to DNA Damage Repair and the hypoxic response pathway. The use of this panel versus a 
custom panel enables maximal data accrual in a cost‐effective manner, avoiding the need 
for custom panel development. The evaluation of expression levels of key proteins involved 
in these processes will enable to identification of possible mechanisms of HRD in cervical 
cancers and predictive biomarkers of therapeutic response. Genes of interest include ATM 
BRCA1 VEGFA BRCA2 FANCC VEGFC RAD51 FANCE VEGFD BRIP1 FANCF VEGFR1 FANCA 
FANCG HIF‐1 FANCL FANCB CHEK1  

iii) Immunohistochemistry will be performed on a tumour microarray (TMA) constructed 
from FFPE samples and correlated with findings from genomic and mRNA analysis. This will 
also enable direct evaluation of the expression levels of proteins of interest and their sub‐
cellular localisation and post‐translational modification by phosphorylation. The TMA will 
also be used to determine the HPV status of the FFPE samples by p16 
immunohistochemistry, in‐situ hybridisation and RNA scope.  

iv)  The experimental findings will be correlated with clinical outcome as per the COMICE 
trial.  

v) In vitro Mechanistic studies Utilisation of HPV‐positive primary cell cultures for in vitro 
experimental work to validate findings of translational research and add to mechanistic 
understanding of the interaction between hypoxia and the DNA Damage Response.  
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vi) Blood collection Whilst the analysis of FFPE tissue is a useful tool to identify potential 
biomarkers of treatment response, we acknowledge that it has limitations when assessing 
the dynamic effects of on‐treatment biological changes. There have been small prospective 
studies to date looking at potential circulating biomarkers for olaparib/Cediranib response 
in ovarian cancer which have identified some possible avenues of investigation [21]; 
however, they need validation in larger cohorts. We therefore propose utilising the 
COMICE trial as an opportunity to collect blood samples prior to treatment and at the 4 
week trial visit which may be utilised in the future to further characterise circulating 
biomarkers of treatment benefit in a larger cohort. Tissue studies such as those described 
here may inform such investigations in the future. The sample size for this study is 
determined by the number of participants from the clinical study, which is powered for the 
planned outcomes of the COMICE trial. This study represents an exploratory analysis into a 
novel area of investigation and as such has not been subjected to statistical analysis.  
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