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 Avant propos 
Le blé est l’une des principales céréales cultivées dans le monde, avec le riz, le maïs, 

l’orge et le sorgho. Elles fournissent plus de 60% des calories et des apports en protéines de 

l’alimentation humaine. Une des particularités du blé réside dans la forte teneur en amidon 

(70%) et en gluten (15%) de ses grains. Le blé est au centre de l’alimentation humaine en tant 

qu’ingrédient principal pour la fabrication du pain, de la semoule, des biscuits et des pâtes. Sa 

bonne tolérance au froid est un de ses atouts : elle lui permet d’être cultivé aussi bien en zone 

tempérée (blé d’hiver, semé à l’automne) que dans des régions au climat plus rigoureux 

comme le Canada ou la Sibérie (blé de printemps, semé au printemps). 

L’espèce majoritairement cultivée (>90% des cultures) est le blé tendre Triticum 

aestivum ssp. aestivum, utilisé principalement pour la fabrication du pain. Le blé dur Triticum 

turgidum ssp. durum est utilisé pour la fabrication des pâtes alimentaires et des semoules (5% 

de la production de blé). C’est la différence de dureté du grain (dur ou tendre) qui les destine à 

ces utilisations différentes. L’origine de la culture du blé se confond avec les débuts de 

l’agriculture, il y a plus de 10.000 ans dans le croissant fertile. Il a été la première espèce 

végétale domestiquée et sélectionnée par l’homme. 

 

L’équipe OEPG, qui m’a accueilli, est pionnière dans la caractérisation de 

l’organisation et l’évolution des génomes du blé. Peu avant mon arrivée, elle a étudié le locus 

de la dureté de la graine (Ha) et sa dynamique dans les génomes du blé. Ces résultats ont 

constitué le point de départ de ma thèse, qui a finalement englobé un sujet plus vaste au fil de 

mes travaux.  

 

Dans ce manuscrit de thèse, les résultats sont en partie présentés sous la forme 

d’articles publiés dans des revues à comité de lecture. Deux des trois parties des résultats 

reposent ainsi principalement sur ces articles écrits en anglais. Ils sont encadrés par une 

introduction, des résultats complémentaires et une conclusion (en français). Aussi, je prie le 

lecteur de bien vouloir excuser cette alternance de français et d’anglais. Chaque partie est 

ainsi structurée sous la forme : introduction, matériel et méthode, résultats et discussion. Je 

présente dans un chapitre à part les méthodes d’annotation des séquences génomiques ainsi 

que le programme que j’ai développé à cet effet. 
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Les références bibliographiques regroupent l’ensemble des références associées aux 

articles et aux parties rédigées en français et sont présentées de façon homogène. L’ensemble 

des tableaux et des figures présentés de ce document est listé dans les Annexes 1 et 2. Trois 

autres articles auxquels j’ai contribué qui ont été publiés dans des revues à comité de lecture 

sont joints en Annexes 3, 4 et 5. 
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 Sigles et abréviations 
 

aa : acide aminé 

ADN : acide désoxyribonucléique 

ADNc : ADN complémentaire d’un ARNm 

ADNg : ADN génomique 

ARN : acide ribonucléique 

ARNm : ARN messager 

ARNi : ARN interférant 

BAC (Bacterial Artificial Chromosome) : chromosome artificiel bactérien 

EST (Expressed Sequenced Tag) : étiquettes de transcrits ou d’ARNm 

Gb : 109 paires de bases 

kb : 103 paires de bases 

LTR (Long Terminal Repeat) : longues répétitions directes des extrémités 

Ma : 106 années 

Mb : 106 paires de bases 

Mt : 106 tonnes 

MHa : 106 hectares 

ORF (Open Reading Frame) : cadre ouvert de lecture 

pb : paires de bases 

pg : 10-12 grammes 

PCR (Polymerisation Chain Reaction) : réaction en chaîne de polymérisation 

SNP (Single Nucleotide Polymorphism) : mutation ponctuelle 

TE (Transposable Element) : élément transposable  

TIR (Tandem Inversed Repeat) : répétitions en tandem inversées 

TSD (Target Site Duplication) : duplication du site cible 
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Tableau 1. Production et surface occupées par les principales céréales en 2007, dans le 
monde et en France en comparaison avec l’ensemble des autres plantes cultivées pour 
l’alimentation (source FAO : http://faostat.fao.org/ au 20/10/2009 ).

Figure 1. (A) Évolution de la consommation, de la production et des stocks de blé depuis 
1998 (source CIC / Arvalis-Institut du végétal). (B) Évolution des prix mondiaux, aux USA et 
en France, du blé tendre en dollars par tonne (source ONIGC / Arvalis-Institut du végétal).

A

B

 Production  Surface 
 Tonnes / an % céréales % plantes  Hectares % céréales % plantes 

MONDE     
Maïs 791 794 584 33,7% 11,1%  158 034 025 22,7% 12,6% 
Riz 659 590 623 28,1% 9,2%  155 811 821 22,4% 12,4% 
Blé 605 994 942 25,8% 8,5%  214 207 581 30,8% 17,1% 
Orge 133 431 341 5,7% 1,9%  55 441 486 8,0% 4,4% 
Sorgho 63 375 602 2,7% 0,9%  46 928 032 6,7% 3,7% 
Mil 33 949 456 1,4% 0,5%  34 963 783 5,0% 2,8% 
Avoine 24 897 095 1,1% 0,3%  11 597 407 1,7% 0,9% 
Seigle 14 741 248 0,6% 0,2%  6 307 272 0,9% 0,5% 
Triticale 11 973 031 0,5% 0,2%  3 661 240 0,5% 0,3% 
Autres 11 648 502 0,5% 0,2%  8 645 920 1,2% 0,7% 
Total (céréales) 2 351 396 424 100% 32,9%  695 598 567 100% 55,4% 
Total (plantes cultivées) 7 155 007 807 - 100%  1 255 909 717 - 100% 
      

FRANCE      
Blé 32 769 900 55,0% 26,8%  5 238 000 57,6% 38,9% 
Maïs 14 528 000 24,4% 11,9%  1 530 700 16,8% 11,4% 
Orge 9 475 100 15,9% 7,7%  1 699 100 18,7% 12,6% 
Triticale 1 476 000 2,5% 1,2%  324 200 3,6% 2,4% 
Autres 1 287 948 2,2% 1,1%  303 845 3,3% 2,3% 
Total (céréales) 59 536 948 100% 48,6%  9 095 845 100% 67,5% 
Total (plantes cultivées) 122 481 996 - 100%  13 479 097 - 100% 
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I  Présentation du blé et de sa famille (les Poaceae) 

I.1 Importance économique du blé 

Le blé est une céréale aux enjeux économiques très importants. Il occupe le troisième 

rang mondial des céréales, en volume récolté, avec 606 millions de tonnes (Mt) en 2007, 

derrière le maïs (792 Mt) et le riz (660 Mt) (Tableau 1, source FAO :  http://faostat.fao.org/ au 

20/10/2009). Ces céréales représentent, à elles trois, plus de 85% de la production céréalière 

mondiale (Tableau 1) et constituent la base de la nutrition humaine. Ce sont aussi 

d’importantes sources potentielles d’énergie renouvelable sous la forme de biocarburants. 

 

La culture du blé s’étend sur 214 millions d’hectares (MHa) au niveau mondial, soit 

plus de 17% de la surface cultivée totale pour les plantes (Tableau 1). C’est aussi la céréale la 

plus importante en France, avec 32,8 Mt récoltées en 2007 pour une surface cultivée de 5,2 

MHa (Tableau 1). Les rendements très élevés en France, en Allemagne et au Royaume-Uni (4 

à 11 tonnes par hectare), assurent à l’Union Européenne une place de leader mondial dans la 

production de blé (190 Mt en 2007). 

Cependant, ces niveaux de production peinent à satisfaire la demande mondiale qui ne 

cesse de s’accroître avec l’augmentation de la population (Figure 1A). Les très mauvaises 

récoltes de ces dernières années, causées par des aléas climatiques, associées aux utilisations 

non alimentaires ont particulièrement contribué à la diminution du stock mondial de blé, 

entraînant une hausse des prix sans précédent (de 100 €/tonne en juin 2006 à 300 €/tonne en 

avril 2008, avec des pics à 500 €/tonne au début 2008) (Figure 1B). L’amélioration de la 

production de blé est donc un sujet d’actualité. La compréhension de ses génomes et de leur 

évolution est un des moyens d’y contribuer. 

I.2 Evolution du blé et des autres espèces de Poaceae 

I.2.1 Positionnement taxonomique du blé parmi les Poaceae 

L’appellation blé regroupe de nombreuses espèces qui appartiennent, selon la 

classification hiérarchique des espèces, aux angiospermes (plantes à fleurs) monocotylédones 
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de la famille des Poaceae (poacées en français, anciennement graminées), de la sous-famille 

des Pooideae et de la tribu des Triticeae. 

La famille des Poaceae compte plus de 600 genres et 10.000 espèces, poussant sous 

des latitudes et des climats diversifiés (Kellogg 2001). De nombreuses espèces de cette 

famille ont été domestiquées et représentent un intérêt agronomique majeur : le riz (genre 

Oryza), le maïs (genre Zea), le sorgho (genre Sorghum), l’avoine (genre Avena), le seigle 

(genre Secale), l’orge (genre Hordeum) et le blé (genres Triticum et Aegilops) (Figure 2). 

L’organisation des différentes espèces du blé, appartenant donc à deux genres, n’est 

pas triviale. En effet, il existe de nombreuses classifications différentes, très inconsistantes 

selon qu’elles se basent sur des critères botaniques ou génétiques. La classification GrainTax 

(http://wheat.pw.usda.gov/ggpages/GrainTax/index.shtml) a été créée dans le but d’unifier et 

de compiler les informations des différentes classifications existantes. J’ai utilisé cette 

classification pour présenter les principales espèces de blé (Tableau 2). Je n’ai cependant pas 

mentionné tous les croisements effectués récemment en laboratoire et déposés comme 

nouvelles espèces (par exemple le triticale, croisement entre le blé et le seigle). On obtient 

alors six espèces (19 sous-espèces) de blé du genre Triticum et 24 espèces du genre Aegilops. 

Comme pour d’autres espèces, les génomes du blé sont classifiés et désignés par des lettres 

différentes de l’alphabet (A, B, C, D…). Les génomes des espèces très proches sont 

symbolisés par la même lettre. 

I.2.2 Evolution des génomes du blé au sein des Poaceae 

Divergence des espèces, synténie et polyploïdisations communes  

L’intérêt économique d’un grand nombre d’espèces de Poaceae en a fait une famille 

assez étudiée en génomique. Les premières études comparatives ont montré une bonne 

conservation des gènes et de leur ordre à l’échelle des chromosomes (on parle de synténie) 

(Moore et al. 1995). Elles ont aussi montré que les espèces de cette famille ont divergé d’un 

ancêtre commun il y a environ 70 Ma (Moore et al. 1995, Prasad et al. 2005).  

Le séquençage complet des génomes de plusieurs espèces de Poaceae a permis une 

meilleure compréhension de l’évolution de leurs génomes. A ce jour, les génomes complets 

d’une espèce de riz (Oriza sativa : International Rice Genome Sequencing Project 2005), de 

sorgho (Sorghum bicolor : Paterson et al. 2009) et de Brachypodium (Brachypodium 

distachyon, The International Brachypodium Initiative 2010), couvrant trois tribus différentes 

(Figure 2), sont disponibles. Le séquençage du maïs est également sur le point d’être terminé 
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(Consortium for Maize Genomics, http://www.maizegenome.org/) et servira de modèle pour 

le séquençage de grands génomes comme le blé. 

Les espèces de Poaceae ont divergé relativement rapidement à partir d’un ancêtre 

commun, il y a environ 60-70 millions d’années (Ma) dominant des systèmes écologiques et 

agricoles assez variés (Kellogg 2001, Gaut 2002, Prasad et al. 2005). Les dates de divergence 

de plusieurs espèces de Poaceae ont été estimées sur la bases de comparaisons des séquences 

des gènes orthologues d’acetyl-CoA carboxylase (Acc-1 et Acc-2) présents généralement en 

une seule copie dans les Poaceae (Huang et al. 2002, Chalupska et al. 2008). La divergence 

entre les Panicoideae (mais / sorgho) et les Ehrhartoideae (riz), estimée à 60 Ma, a servi de 

référence pour calibrer la divergence moléculaire et calculer les divergences entre les espèces 

de Poaceae. Chalupska et al. (2008) ont ainsi estimé la divergence du blé avec le riz à 50 Ma, 

l’avoine à 31 Ma, l’orge à 11,6 Ma et le seigle à 6,7 Ma (Figure 2). Il est généralement admis 

que les différentes espèces du blé portant les génomes A, B et D, ont divergé il y a 2,5-4 Ma 

(Huang et al. 2002, Chalupska et al. 2008) (Figure 2). 

 

Les séquences complètes des génomes du sorgho, du riz et de Brachypodium ont 

permis de confirmer la très bonne synténie entre les différentes espèces de Poaceae (Figure 

3A). Les analyses des duplications dans les génomes complets et des ESTs ont également 

confirmé qu’au moins une duplication complète du génome (polyploïdisation) est commune à 

tous les Poaceae, ayant eu lieu il y a 65-73 Ma (The International Brachypodium Initiative 

2010). La présence d’un autre événement plus ancien (>200 Ma), commun aux dicotylédones 

reste à confirmer (Adams et Wendel 2005, Tang et al. 2008b). 

Evolution des chromosomes des Poaceae à partir de cinq chromosomes ancestraux 

Les analyses comparatives ont également permis la reconstruction de l’évolution des 

chromosomes et la compréhension de la diversification des espèces des Poaceae. Il a ainsi été 

montré que leurs chromosomes ont évolué à partir d’un set de cinq chromosomes ancestraux 

(Salse et al. 2008a, Figure 3B). Les analyses du génome de Brachypodium ont révélé que 

l’insertion de chromosomes entiers dans les centromères d’autres chromosomes représente un 

mécanisme majeur de la variation du nombre de chromosomes chez les Poaceae. (The 

International Brachypodium Initiative 2010)  

 



Ancêtre Poaceae

Ancêtre Poaceae après duplication

A1
A5
A10

A11
A3

A9
A12

A4
A7

A8
A6 A2

B3 B1 B4 B5 B2 B7 B6

Blé (n=7)

A1 A5 A7 A10 A3 A11 A12 A8 A9 A4 A6 A2
R1R5 R7R10R3R11R12 R8 R9 R4R6 R2

Riz (n=12)
A9
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A1 A5
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Sorgho (n=10)

73-65 Ma
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50 Ma

B

Figure 3. Conservation de synténie entre les chromosomes des différentes espèces de Poaceae. (A) 
Les cercles représentent l’alignement des chromosomes de différentes espèces de Poaceae, basé sur 
des marqueurs génétiques (Moore et al. 1995) et sur les données de séquences (Bolot et al. 2009). (B) 
Évolution de la structure des chromosomes du blé, du riz et du sorgho à partir des 5 chromosomes 
ancestraux (Salse et al. 2008a). 

A

A : Ancêtre 
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r : Riz

s : Sorgho

T : Triticeae
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Riz

Triticeae
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Canne à sucre
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Moore et al. (1995) Bolot et al. (2009)
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Prolifération des éléments transposables des Poaceae et polyploïdisations récentes dans le 

blé 

Les génomes des différentes espèces des Poaceae montrent une grande diversité de 

tailles. Ces espèces partagent pourtant les mêmes événements de polyploïdisation ancestraux. 

Les importantes différences de tailles observées (400 Mb pour le riz contre 16,7 Gb pour le 

blé hexaploïde) sont donc dues à des événements de polyploïdisations récents et/ou à la 

prolifération différentielle des éléments transposables (TEs). En comparant les tailles 

haploïdes des espèces de Poaceae (Figure 2) et leur teneur en TEs, on observe que les grands 

génomes (>2 Gb) d’espèces de Pooideae (blé, avoine, orge) et de Panicoideae (maïs) 

montrent une prolifération des TEs plus importante que les petits génomes (<800Mb) d’autres 

espèces de ces même tribus (Brachypodium et sorgho respectivement). De plus, les familles 

de TEs rencontrées dans les différentes espèces ne sont pas les mêmes (Wicker et al. 2009a, 

Paterson et al. 2009). Ces comparaisons suggèrent une prolifération différentielle et 

indépendante des TEs dans les espèces de Poaceae (Parties I et II de Résultats). 

Les espèces du blé ont eu de nombreux événements récents d’allopolyploïdisation, 

aboutissant à des espèces de blé tétraploïdes et hexaploïdes (Tableau 2). Combiné avec une 

prolifération très importante des TEs dans ces génomes (80% de la séquence), on obtient des 

génomes de très grande taille, allant de 4,7 Gb pour l’espèce diploïde T. urartu (AA) à 16,7 

Gb pour le blé tendre hexaploïde T. aestivum ssp. aestivum (BBAADD).  

 

La prolifération des TEs et la polyploïdie sont donc les deux forces majeures de 

l’évolution des génomes du blé et la suite de l’étude bibliographique les décrit en détail. 
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II  Les éléments transposables 

II.1 Présentation 

Les éléments transposables (TEs) sont des fragments d’ADN génomique répétés, qui 

ont la capacité de se déplacer et de modifier le nombre de leurs copies au sein de leur génome 

hôte. Ils ont été historiquement découverts par Barbara McClintock (McClintock, 1950) dans 

le maïs avec le couple d’éléments mobiles (Activator /Dissociator) provoquant des cassures 

chromosomiques. Ils sont alors appelés ‘éléments régulateurs’. 

Ils ont depuis été détectés dans la plupart des génomes eucaryotes et  procaryotes. 

Depuis les années 80, de nombreux éléments très différents ont été découverts dans les 

génomes, rendant indispensable leur classification. 

II.1.1 Classification 

On trouve des TEs dans tous les organismes vivants, mais leur importance relative 

dans le génome et leur diversité peuvent grandement varier selon l’espèce considérée. La 

première classification proposée (Finnegan 1990, Capy et al. 1998) repose sur les différents 

modes et mécanismes de réplication observés (transposition). On distingue ainsi les TEs de 

classe I qui utilisent un intermédiaire ARN pour transposer et les TEs de classe II qui utilisent 

un intermédiaire ADN. 

Ces deux mécanismes correspondent aussi à deux modes différents de propagation. 

Les éléments de classe I génèrent une nouvelle copie de l’élément à partir de la copie 

originale qui va s’insérer à une autre place dans le génome (mécanisme de ‘copier-coller’). 

Pour les éléments de classe II, la copie originale est excisée du génome puis réintégrée à un 

endroit différent (mécanisme de ‘couper-coller’). 

Les TEs de classe I sont appelés rétroélements en rapport avec la transcriptase inverse 

dont ils se servent pour copier l’ARN en ADN. On distingue deux catégories de 

rétroéléments : les rétrotransposons et les rétroposons. Les rétrotransposons sont 

reconnaissables par leurs LTRs (Long terminal Repeat) qui correspondent à des longues 

séquences répétées au début et à la fin de l’élément. Les éléments de classe II sont appelés 

transposons à ADN. 



Ordre Super-famille Structure TSD Code Espèces

Classe II (transposons à ADN) – Sous-classe 2

Classe II (transposons à ADN) – Sous-classe 1

Classe I (rétroéléments : rétrotransposons et rétroposons)

LTR (Long Terminal Repeat)

ITR (Inversed Terminal Repeat)

Séquence codante

Région avec un/plusieurs ORFs

Motif en région non codante

Séquence non-codante

AP : Protéinase Aspartique

APE / EN : Endonucléase

C-INT / INT : Intégrase

GAG : Protéine capside

RT : Transcriptase inverse

RH : RNaseH

ENV : Protéine d’enveloppe

YR / Y2 : Tyrosine recombinase

Tase : Transposase (* avec motif DDE)

RPA : Réplicase A

HEL : Helicase

CYP : Cystéine protéase

ATP : ATPase

POL B : ADN Polymérase B

Espèces

P : Plantes

M : Metazoaires

F : Champignons

O : Autres

ProtéinesMotifs

Figure 4. Classification des différents éléments transposables sur 5 niveaux : Classe, Sous-classe, 
Ordre, Super-famille, Famille d’après Wicker et al. (2007a). Le dernier niveau, sous-famille, n’est pas 
illustré sur cette figure. Les éléments caractéristiques de chaque catégorie sont mentionnés, ainsi 
que les espèces dans lesquelles ils ont été trouvés. La colonne TSD indique la taille de ceux-ci pour 
les éléments de cette famille. Code indique le préfixe à faire figurer devant l’élément pour sa 
nomenclature. ORF1 et ORF2 représentent des protéines dont la fonction est inconnue
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L’arrivée massive de séquences depuis une dizaine d’année, provenant de nombreux 

génomes différents, a permis l’identification de nombreux nouveaux éléments. Un nouveau 

modèle de classification plus organisé est devenu nécessaire, notamment avec la découverte 

dans le maïs d’éléments utilisant un nouveau mécanisme de transposition (dit par cercle 

coulant ou ‘rolling-circle’) (Kapitonov et Jurka 2001). 

Un modèle hiérarchique (Figure 4) a été récemment proposé (Wicker et al. 2007a) 

pour classer les TEs d’eucaryotes en fonction de leur mode de transposition (au niveau 

mécanistique et enzymatique). Il prend en compte d’autres modèles (Jurka et al. 2005), mais 

aussi des règles pratiques venant des retours d’experts en annotation de TEs. On peut citer la 

règle dite ‘80-80-80’ basée sur des similarités de séquences : deux éléments appartiennent à la 

même famille s’ils ont plus de 80% d’identité sur 80% de leur séquence sur un minimum de 

80 pb. Le système binaire (classe I / classe II) a été conservé et enrichi de 5 niveaux : sous-

classe, ordre, super-famille, famille et sous-famille.  

 

- Les classes restent définies par la présence ou non d’un intermédiaire ARN lors 

de la transposition (transposons à ARN ou transposons à ADN). 

- Les sous-classes séparent les transpositions par ‘copier-coller’ des 

transpositions par ‘couper-coller’. Tous les éléments de classe I appartiennent donc à la même 

sous-classe (‘copier-coller’), alors que les éléments de classe II peuvent appartenir à l’une ou 

à l’autre. 

- Les ordres séparent les transpositions ayant des caractéristiques enzymatiques 

et organisationnelles différentes.  

- Les super-familles différencient des éléments ayant une même stratégie de 

réplication, mais une conservation au niveau protéique très limitée. (Figure 4, super-familles 

des copia et des gypsy)  

- Les éléments d’une même famille ont une forte conservation au niveau 

protéique (>80%).  

- Certaines familles ont des membres se regroupant en sous-familles sur des 

critères de similarité (conservation nucléique ou regroupement dans des arbres 

phylogénétiques). Exemple : Wis et Angela sont deux sous-familles de BARE-1. 

 



Homme

Drosophile

Arabidopsis

Maïs

Sorgho

Riz

Brachypodium

Blé

Espèces

%  du génome
0 20 40 60 80 100

Figure 5. Proportion des TEs de classe I et II dans différentes espèces animales et végétales. 
Ces proportions viennent des données de séquencage (Aradidopsis Genome Initiative 2000, 
Lander et al. 2001, Kaminker et al. 2002, International Rice Genome Sequencing Project
2005, Paterson et al. 2009, Voghel et al. Soumis) ou d’études représentatives (Hawkins et al.
2006, Paux et al. 2006, Piegu et al. 2006, Charles et al. 2008). Ces données ont ensuite été 
complétées par les données d’une revue récente des TEs dans les eucaryotes (Pritham 
2009), en particulier pour les proportions de classe I et II.
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Cette proposition de classification, même si elle n’est pas exempte de défauts, permet 

d’organiser simplement les TEs et aide à annoter les nouveaux éléments (décrits pour la 

première fois). 

II.1.2 Importance des TEs dans le blé et les autres espèces 

Les génomes du blé sont particulièrement riches en TEs représentant plus de 80% de 

leur séquence génomique (Paux et al. 2006, Charles et al. 2008 publié dans le cadre de cette 

thèse). Les TEs sont des éléments très importants et dynamiques des génomes du blé. On 

observe ainsi des variations de taille très importantes entre les différentes espèces de blé 

pouvant atteindre plusieurs centaines de Mb pour des espèces ayant le même niveau de 

ploïdie (Bennett et Smith 1976, 1991, http://data.kew.org/cvalues/homepage.html).  

La proportion des TEs est aussi très variable chez les plantes dicotylédones [le coton 

(Hawkins et al. 2006) et Arabidopsis (Arabidopsis Genome Initiative 2000)] (Figure 5) et les 

espèces animales [l’homme (Lander et al. 2001) et la drosophile (Kaminker et al. 2002, 

Hoskins et al. 2007)]. Par exemple, ils occupent 45% de la séquence du génome humain, et 

environ 15% du génome de la drosophile (Figure 5). 

La proportion des TEs de classes I et II est également très variable selon les espèces 

(revue dans Pritham 2009). Les éléments de classe I représentent plus de 60% des génomes du 

blé mais seulement 10% du génome de la drosophile. Ils sont globalement très abondants dans 

les plantes (Figure 5). Les éléments de classe II sont près de 10 fois plus importants dans le 

génome du blé (20%) que celui du maïs (3%).  

La taille des TEs peut également varier de quelques dizaines de paires de bases (pb) à 

quelques dizaines de milliers de paires de bases (kb), selon la famille des éléments. Certaines 

espèces contiennent plusieurs centaines de familles d’éléments alors qu’une seule famille 

d’éléments peut représenter la grande majorité des TEs présents dans un génome (élément Alu 

chez l’homme, BARE chez l’orge). 

II.2 Dynamique des éléments transposables 

II.2.1 Prolifération des TEs 

Les variations de la composition en TEs trouvées dans les espèces illustrent des 

dynamiques de prolifération des TEs très différentes. Cette prolifération est la résultante de 
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deux forces d’évolution antagonistes : l’activité insertionnelle des TEs et leur élimination 

(SanMiguel et al. 1996, Bennetzen et Kellogg 1997, Bennetzen 2000b, 2002a, Petrov et al. 

2000, Petrov 2002a, Kidwell 2002, Wendel et al. 2002, Bennetzen et al. 2005, Hawkins et al. 

2006, Piegu et al. 2006, Zuccolo et al. 2007). La disponibilité et l’abondance des séquences 

de TEs à l’échelle génomique ont permis une caractérisation de ces deux forces (SanMiguel et 

al. 1998, 2002, Wicker et al. 2003b, 2005, Gao et al. 2004, Ma et al. 2004, Du et al. 2006, 

Piegu et al. 2006, Wicker et Keller 2007 ainsi que mes travaux de thèse). Il est en effet 

devenu possible de déterminer : 

 

- la proportion des TEs et des différentes familles dans le génome 

- la proportion des copies complètes par rapport aux copies tronquées 

- la distribution des TEs le long des chromosomes 

- l’estimation des dates d’insertion des rétrotransposons ayant leur deux LTRs  

 
La prolifération des TEs n’est pas constante au cours de l’évolution des espèces, ni 

homogène le long des chromosomes. On distingue des périodes d’activité très fortes et des 

périodes de plus faible intensité. De plus, elle semble différente d’une espèce à une autre et 

d’une famille de TEs à une autre. Chez les angiospermes, les estimations des dates 

d’insertions des rétrotransposons n’excèdent pas 3 millions d’années alors que chez les 

gymnospermes, la plupart des estimations sont supérieures à 35 Ma (De Paoli 2009, Morgante 

communications personnelles). De plus, un grand nombre de copies apparaissent tronquées 

suggérant des mécanismes d’élimination (délétion) des TEs.  

Il est difficile de séparer ces deux forces lorsque l’on étudie la dynamique globale des 

TEs dans un génome. Par exemple, des pic apparents d’insertions de TEs (‘bursts’) dans un 

génome peuvent résulter d’une forte activité insertionnelle et/ou d’une faible vitesse 

d’élimination. Pendant ma thèse, j’ai pu caractériser la prolifération des TEs et le taux de 

remplacement de l’espace occupé par les TEs dans le blé, résultant de ces deux forces 

d’évolution (Partie I et II). 

II.2.2 Mécanismes d’insertion des TEs 

Les éléments transposables qui peuvent coder les protéines essentielles pour leur 

transposition sont dits autonomes. Ils ont néanmoins besoin de la machinerie de la cellule hôte 

pour exprimer ces protéines. Lorsqu’un élément autonome est actif, il peut transposer mais 
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aussi induire la transposition d’éléments de la même famille dits non-autonomes qui 

n’encodent pas toutes les protéines essentielles pour leur transposition. Un élément non-

autonome peut avoir conservé les sites de reconnaissance (peu spécifiques) de la machinerie 

de transposition et être mobilisé en ‘trans’.  

Une région codante parfaitement conservée ne garantit pas l’activation et la 

transposition de l’élément et inversement une région codante dégradée ne va pas forcément 

empêcher la transposition. Un faible nombre de copies autonomes actives dans un génome 

peut permettre la transposition d’un grand nombre de copies non-autonomes (‘trans’ 

activation). Les mécanismes de réplication des TEs de classes I et II sont très différents. Les 

éléments de classe I passent par un intermédiaire ARN. Le mode de transposition par ‘copier-

coller’ des éléments de classe I les rend potentiellement très invasifs pour un génome. Il n’est 

donc pas surprenant de les voir représenter parfois une grande partie d’un génome. C’est 

particulièrement le cas des rétrotransposons, plus fréquents chez les plantes que chez les 

animaux, occupant jusqu'à 60% des grands génomes de céréales (blé, orge ou maïs). Il est 

intéressant de constater que quelques familles de TEs peuvent représenter une grande partie 

de la multitude d’éléments transposables trouvés dans un génome. 

 Je décris dans cette partie les mécanismes supposés de transpositions des principaux 

types d’éléments transposables de classe I et II. 

Mécanisme de transposition des rétrotransposons 

Les rétrotransposons sont les éléments les plus répandus dans les génomes du blé (prés 

de 60% de la séquence). Les sous-familles Wis et Angela de la famille BARE-1 (Copia) sont 

les plus fréquentes et représentent à elles seules de 10 à 20% des génomes du blé (Charles et 

al. 2008). Les familles Sabrina (Athila) et Fatima (Gypsy) occupent chacune près de 7% des 

génomes. 

Les rétrotransposons autonomes encodent une polyprotéine comprenant deux 

domaines : GAG et Pol. Les deux domaines sont transcrits en une fois (Figure 6A, étape 1). 

La traduction du messager donne la protéine GAG (protéine capside) et le complexe de 

protéines Pol, divisé en 4 protéines distinctes au niveau post-traductionnel (RT : transcriptase 

inverse, INT : intégrase, RH : RnaseH, AP : protéase aspartique) (Figure 6A, étape 2). Les 

protéines GAG vont se polymériser dans le cytoplasme pour former des VLPs (Virus Like 

Particules) (Figure 6A, étape 3). Une partie de l’ARNm va entrer dans ces VLPs, se dimériser 

et, sous l’action de RH et RT, être retro-transcrit en ADN double brin (Figure 6A, étape 4). 

L’intégrase (INT) va former une cassure double brin de l’ADN génomique et y intégrer 
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l’ADN du rétrotransposon (Figure 6A, étape 5 et 6). La réparation de cette cassure 

asymétrique va former les TSDs (Target Site Duplication), signatures caractéristiques laissées 

par l’insertion de la plupart des TEs.  

 

Le cycle de transposition supposé des rétrotransposons est calqué sur celui des 

rétrovirus. Ils ont en effet une origine commune et gardent de nombreux points communs, 

même si l’absence de protéine d’enveloppe chez les rétrotransposons reste une différence 

notable, les confinant dans la cellule et empêchant leur transfert horizontal. 

Mécanisme de transposition des rétroposons 

Les rétroposons sont peu fréquents dans les génomes du blé (autour de 2%) et sont 

essentiellement de la famille des LINEs. 

Les rétroposons autonomes (comme les LINEs) ont un mécanisme de transposition 

assez différent de celui des rétrotransposons. Pourtant, le principe général de la transposition 

reste le même : transcription puis traduction des parties codantes de l’élément par la 

machinerie de l’hôte, cassure asymétrique double brin de l’ADN au site cible suivi par 

l’intégration de l’élément. Une des différences principales entre les deux mécanismes vient de 

la transcription inverse qui se fait sur le lieu d’insertion pour les rétroposons, et pas dans une 

VLP. Un rétroposon complet a généralement deux cadres ouverts de lecture (ORFs) : ORF1 et 

ORF2. Le premier code pour une protéine pouvant se lier à l’ADN et le deuxième pour une 

endonucléase (APE ou EN), une transcriptase inverse (RT) et parfois une RnaseH (RH). 

L’endonucléase va permettre de lier un ARNm de l’élément avec la partie 3’ d’un fragment 

d’ADN libre après une cassure double brin asymétrique, provoquée ou non par l’endonucléase 

(Figure 6B, étapes 3 et 4). La transcription inverse (action de RT) commence alors sur place, 

dans le sens 3’ vers 5’ (Figure 6B, étape 4). Elle se déroule cependant rarement en entier 

(10% des cas), produisant donc de nombreuses copies partielles de l’élément d’origine. Une 

fois la transcription terminée, l’ARNm est digéré (action de RH) et la cassure double brin se 

répare, dupliquant ainsi le rétroposon sur le deuxième brin d’ADN (Figure 6B, étape 5). 

Mécanisme de transposition des  transposons à ADN 

Les transposons à ADN sont généralement moins invasifs que les rétrotransposons 

dans les génomes de plantes, car ils transposent par un système de ‘couper-coller’. Cependant, 

ils constituent dans le blé jusqu'à 16% du génome et appartiennent quasiment tous (99%) à la 

superfamille des CACTA. Pour expliquer cette amplification importante, il a été suggéré que 
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leur transposition à des moments précis du cycle cellulaire permettrait d’augmenter leur 

nombre (décrit ci-après). 

Les transposons à ADN complet de type CACTA ont deux ORFs, le premier encodant 

pour une transcriptase (Tase) et le second pour une protéine pouvant se lier à l’ADN mais 

dont le rôle reste à préciser (Wicker et al. 2003a). La transcriptase reconnaît spécifiquement 

les TIRs (Tandem Inverted Repeat) présents aux extrémités de ces TEs et catalyse toutes les 

étapes de la transposition, de l’excision à l’intégration (Figure 7A, étape 3, 4 et 5). La 

transposition se fait donc par un mécanisme de ‘couper-coller’, conservatif au niveau du 

nombre de copies. Mais si la transposition se produit en phase S du cycle cellulaire, en aval de 

la fourche de réplication, la cassure double brin provoquée par le transposon va se  réparer en 

utilisant la chromatide sœur comme modèle possédant encore l’élément. L’élément est donc 

copié à un autre endroit du génome tout en gardant une copie à sa position d’origine. 

Mécanisme de transposition des helitrons 

Les helitrons, découverts relativement récemment (Kapitonov et Jurka 2001), utilisent 

un mécanisme singulier, dit de ‘rolling-circle’ en référence à un mécanisme similaire observé 

chez les bactéries, pour leur transposition. Ces éléments, transposant sans intermédiaire ARN, 

par un mécanisme original, et par ‘copier-coller’, étaient difficiles à décrire selon les critères 

de la première classification. Ils ont ainsi contribué à la formation d’une nouvelle 

classification, présentée précédemment. Contrairement à la plupart des autres éléments de 

classe II, ils n’ont pas de TIRs, motifs reconnus spécifiquement par les transposases. Ils 

commencent par TC, finissent par CTRR (R étant A ou G) et ont aussi une séquence 

palindromique, de 16-20 pb situé une dizaine de pb en amont du CTRR. Ils s’insèrent entre 

les bases A et T d’un site accepteur. Selon les espèces, la composition des helitrons 

autonomes peut être assez variable, mais ils ont tous en commun un ORF codant pour la 

protéine ‘RepHel’ (Kapitonov et Jurka 2007), constituée des domaines Rep (Réplicase) et Hel 

(Helicase). Pour la transposition d’un helitron, le domaine Rep se lie aux sites donneur et 

accepteur, coupe l’ADN (simple brin) entre les bases A et T des deux sites (Figure 7B, étape 

3) et fait une ligation entre la partie 3’ du site donneur et la partie 5’ du site accepteur (Figure 

7B, étape 4). Le domaine Hel catalyse ensuite la synthèse de l’helitron par l’ADN polymérase 

de l’hôte au niveau du site donneur (Figure 7B, étape 5). En fin de synthèse, l’ADN simple 

brin correspondant à l’helitron original est transféré au site accepteur formant ainsi un 

hétéroduplex (Figure 7B, étape 5). Lors d’une prochaine réplication de l’ADN, cet 

hétéroduplex va être résolu par la réplication de l’helitron sur le deuxième brin du site 



Figure 8. Mécanismes schématiques de délétion par recombinaison homologue inégale. (A) 
Formation d’un Solo-LTR avec TSD par recombinaison homologue inégale entre les deux 
LTRs d’un rétrotransposon sur le même brin d’ADN. (B) Formation d’un rétrotransposon 
complet mais chimérique, sans TSD, par recombinaison entre deux éléments suffisamment 
similaires, sur le même brin d’ADN. Toute la séquence d’ADN entre les deux éléments est 
éliminée.
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donneur (Figure 7B, étape 6). Le palindrome à la fin de l’helitron joue le rôle de terminateur 

de la réplication par ‘rolling-circle’. S’il n’est pas bien reconnu, la synthèse continue sur le 

site donneur, si bien que le brin d’ADN transféré au site accepteur peut transporter non 

seulement l’helitron, mais aussi des séquences en 3’ du site donneur. Ce phénomène a été 

notamment observé dans le maïs (Morgante et al. 2005) où des fragments de gènes voire des 

gènes entiers sont ainsi transportés à d’autres endroits du génome. 

II.2.3 Mécanismes d’élimination des TEs 

Les éléments transposables ne restent pas intacts dans le génome hôte après leur 

insertions, comme le montre le nombre important de copies tronquées et dégénérées trouvées 

dans les séquences génomiques disponibles. Les deux principaux mécanismes responsables de 

cette élimination des TEs sont les recombinaisons homologues inégales et les recombinaisons 

illégitimes (Devos et al. 2002, Ma et al. 2004, Ma et Bennetzen 2004, Vitte et Bennetzen 

2006). 

Les recombinaisons homologues inégales font intervenir deux séquences suffisamment 

longues (généralement plusieurs centaines de pb) et similaires (>85-100% d’identité, selon la 

taille). Les rétrotransposons sont donc particulièrement concernés par ce type de 

recombinaison puisque leur LTRs remplissent très bien ces critères. La recombinaison peut 

ainsi avoir lieu entre les deux LTRs d’un même élément (formation d’un Solo-LTR) (Figure 

8A) ou des LTRs d’éléments de la même famille (Figure 8B), aboutissant à la délétion plus ou 

moins importante de toute la séquence entre les deux éléments. Le taux de recombinaisons 

homologues, révélées par la présence de Solo-LTR et d’éléments complets sans TSD, n’est 

pas très important dans le blé (taux de 1/50, Charles et al. 2008 publiés dans le cadre de cette 

thèse). 

 Les recombinaisons qui ne sont pas homologues sont dites ‘illégitimes’. Le 

mécanisme des ces recombinaisons illégitimes est encore mal caractérisé. Elles impliquent 

souvent des motifs de quelques pb, conservés dans des orientations variables (directs, 

complémentaires, anti-sens). On observe ainsi des délétions allant de quelques pb à plusieurs 

dizaines de kb (Chantret et al. 2005). Ces recombinaisons sont très fréquemment associées 

avec les TEs (intra-éléments ou inter-éléments). J’aborde en détail les différents mécanismes 

observés et les conséquences des recombinaisons homologues inégales et illégitimes dans les 

Résultats (Partie I et II). 
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II.3 Rôle des TEs dans les génomes 

Au début des années 80, les TEs étaient considérés comme des parasites de l’ADN ou 

du génome, de l’ADN poubelle égoïste (Doolittle et Sapienza 1980,  Orgel et Crick 1980) ne 

servant en rien la cellule ou l’organisme et n’ayant que peu d’effets notables au niveau 

phénotypique. Ils avaient pourtant été désignés comme ‘éléments régulateurs’ à leur 

découverte (McClintock 1950). Ce n’est qu’à la fin des années 90, après la découverte de leur 

quasi-ubiquité et l’analyse de leurs effets sur les génomes grâce à la disponibilité croissante 

de leur séquence, que leur statut a peu à peu changé de ‘parasites’ à partenaire symbiotique. 

 

Une des conséquences de leur activité est la génération de diversité au sein d’une 

population et d’une espèce par une action directe ou indirecte. L’insertion d’un TE dans la 

séquence codante d’un gène va le plus souvent l’inactiver. Son insertion dans la zone 

promotrice du gène ou la présence d’un LTR, contenant des régions promotrices peut aussi 

altérer l’expression du gène (Kashkush et al. 2003). La methylation par l’organisme d’un TE 

peut également s’étendre jusqu’à un gène proche et conduire à l’inactivation transcriptionnelle 

(‘silencing’) de celui-ci. Les TEs peuvent aussi participer à la création de nouveaux exons ou 

même de nouveaux gènes. En effet, des études ont montré que certains éléments transposables 

(Helitrons, PACK-Mule, CACTA éléments de classe II) peuvent emporter des exons (ou même 

la totalité) des gènes adjacents lorsqu’ils transposent (Jiang et al. 2004, Lai et al. 2005, Zabala 

et Vodkin 2005). Ce phénomène ‘d’exon-shuffling’, aboutit le plus souvent à des pseudo 

gènes. Parfois, ces fragments sont capturés par un gène existant (modifiant la fonction du 

gène) ou peuvent même former, dans de rares cas, un gène complètement nouveau. 

 

La première ‘domestication’ (recrutement) d’un TE par l’organisme a été identifié 

chez Drosophila (Levis et al. 1993). Les TEs de type LINE (HET-A et TART) sont laissés 

libres de s’insérer dans les télomères remplaçant ainsi l’activité d’une télomérase. Depuis, de 

nombreux autres cas ont été détectés chez les animaux comme chez les végétaux où 

l’organisme utilise les TEs d’une facon qui lui est bénéfique (Agrawal et al. 1998, Lynch et 

Tristem 2003, Kapitonov et Jurka 2004, 2005, Gao et Voytas 2005, Muehlbauer et al. 2006). 

Chez l’homme, ils ont contribué à la formation de notre système immunitaire (Agrawal et al. 

1998). 
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Plus les TEs sont étudiés, plus on découvre le rôle important qu’ils ont joué ou jouent 

dans les organismes. Les études récentes ont montré leur implication au niveau de la forme et 

de la fonction des chromosomes par leur insertion dans l’hétérochromatine autour des 

centromères et des télomères mais aussi au niveau de la régulation de l’expression et les 

modifications de la chromatine par leurs liens avec les RNAi (revue dans Slotkin et 

Martienssen 2007). 
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III  La polyploïdie 

La polyploïdie, ou l’assortiment de plusieurs jeux complets de chromosomes dans un 

noyau, est un facteur important dans l’évolution des génomes des eucaryotes. Elle est 

fréquente chez les plantes, particulièrement chez les angiospermes (Wolfe 2001, Adams et 

Wendel 2005, Soltis et al. 2009) (Figure 9). On distingue l’autopolyploïdie (les jeux de 

chromosomes proviennent de la même espèce) et l’allopolyploïdie (les jeux de chromosomes 

viennent d’espèces différentes, mais suffisamment proches pour s’hybrider, on parle de 

chromosomes homéologues). 

Certains événements de polyploïdisation détectés chez les Poaceae sont anciens (on 

parle alors de paléopolyploïdie) et donc communs à toutes les espèces de cette famille. 

D’autres événements sont plus récents et donc restreints à certaines tribus / espèces (Figure 2). 

C’est le cas pour les génomes du blé où de nombreux événements de polyploïdisation récents 

et récurrents ont été détectés (Tableau 2). Certains de ces évènements ont abouti aux espèces 

modernes de blé cultivées : le blé dur T. turgidum ssp. durum tétraploïde (2n=4x=28, BBAA) 

et le blé tendre T. aestivum ssp. aestivum hexaploïde (2n=6x=42, BBAADD) (Tableau 2, 

souligné).  

 

Ce chapitre décrit les différents aspects de la polyploïdie (formation, fréquence) ainsi 

que son rôle dans l’organisation, l’évolution et le fonctionnement des génomes, en particulier 

ceux du blé. 

III.1 Mécanismes de formation des polyploïdes 

Les organismes avec des cellules contenant deux copies de chaque chromosome sont 

dits diploïdes (2n=2x). Leur méiose produit des gamètes haploïdes (n) et la fusion de ces 

gamètes forme un embryon diploïde. Les cellules avec plus de deux jeux de chromosomes 

sont dites polyploïdes (tétraploïde : 2n=4x, hexaploïde : 2n=6x …). Le niveau de ploïdie d’un 

organisme est celui de l’ensemble de ses cellules, en excluant les quelques cas particuliers 

ayant un nombre de chromosomes différents comme les gamètes et les cellules 

endomitotiques.  

 





23

Deux mécanismes majeurs permettent d’expliquer la formation des polyploïdes : le 

doublement somatique du stock chromosomique et la fusion de gamètes non réduites trouvant 

leur origine dans des erreurs de division cellulaire. 

III.1.1 Doublement somatique du stock chromosomique  

L’absence de division cellulaire lors de la mitose, après la réplication des 

chromosomes, aboutit à la formation d’une cellule somatique polyploïde. En principe, elle ne 

conduit pas à la formation d’un individu polyploïde. Cependant, si le doublement 

chromosomique se produit dans une des cellules se différenciant en gamètes (pré-zygotique), 

dans l’œuf ou dans une des cellules du jeune embryon (post-zygotique), il peut être à l’origine 

de la formation d’un individu polyploïde viable. 

 

Ce type de doublement peut être induit artificiellement par un traitement chimique 

comme la colchicine. Ce procédé est utilisé couramment en laboratoire pour produire des 

polyploïdes synthétiques. Cependant, il est peu probable que les polyploïdes se forment 

naturellement par cette voie.  

III.1.2 Formation et fusion de gamètes non réduites 

Les polyploïdes naturels se formeraient plutôt par l’intermédiaire de gamètes non-

réduites (Harlan et De Wet 1975, Bretagnolle et Thompson 1995, Ramsey et Schemske 1998). 

Cette voie de formation implique l’autre grande division cellulaire : la méiose. Une méiose 

normale débute dans une cellule avec des paires de chromosomes homologues possédant 

chacun deux chromatides sœurs. Lors de la première division méiotique, les paires de 

chromosomes se séparent. Se sont ensuite les chromatides sœurs qui se séparent pendant la 

deuxième division pour former finalement quatre gamètes haploïdes (n) (Figure 10). On dit 

que ces gamètes sont réduites car elles ont chacune un seul jeu de chromosomes (à une 

chromatide). Une erreur lors de la méiose peut aboutir à la formation de gamètes diploïdes 

non réduites par des mécanismes encore mal connus. On en distingue quatre types différents : 

 

- les gamètes FDR (First Division Restitution) : il n’y a pas de première division 

méiotique. La méiose aboutit à la formation de deux gamètes diploïdes et hétérozygotes 

contenant chacune les deux jeux de chromosomes avec une seule chromatide (Figure 10). 

C’est le type de gamètes non réduites le plus souvent observé chez le blé (Jauhar et al. 2007). 



Figure 10. Formation des gamètes non-reduites. FDR / SDR : First / Second Division Restitution
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Figure 11. Différentes voies de formation des polyploïdes et de rediploïdisation d’après Comai (2005).
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- les gamètes SDR (Second Division Restitution) : il n’y a pas de deuxième 

division méiotique. Les gamètes formées sont homozygotes et contiennent chacune une paire 

de chromosomes à une chromatide appartenant à l’un des deux jeux d’origine (Figure 10). 

- les gamètes de type IMR (Indeterminate Meiotic Restitution) : certains 

chromosomes subissent une FDR et d’autres une SDR. 

- les gamètes sans division : il n’y a aucune division pendant la méiose et le 

gamète obtenu possède les deux paires de chromosomes homologues d’origine ayant chacun 

deux chromatides. 

 

Une fusion de ces gamètes non réduites (2n), lors de l’hybridation, aboutit donc à la 

formation d’un individu polyploïde. Si les gamètes viennent de la même espèce voire du 

même individu (autofécondation), on obtiendra un autopolyploïde. Si les gamètes viennent 

d’individus d’espèces différentes ou d’un hybride interspécifique, on obtiendra un 

allopolyploïde combinant deux génomes différents. 

Les gamètes non réduites (2n) peuvent également fusionner avec des gamètes réduites 

(n) formant des polyploïdes avec un nombre impair de jeux de chromosomes (triploïde, 

pentaploïde…). Ils sont normalement stériles car la méiose ne peut se dérouler correctement 

(problème d’appariement des chromosomes) dans ces polyploïdes. Cependant, un doublement 

somatique dans ces individus ou la fusion de leur gamète non réduite (sans division) entre-

elles ou avec des gamètes parentales (n) peut leur permettre de former des polyploïdes stables 

et fertiles (Figure 11). Les polyploïdes avec un nombre impair de chromosomes, bien que 

généralement stériles, peuvent former un pont entre des espèces avec des niveaux de ploïdie 

différents, et donc normalement isolées. 

Par exemple, le blé tendre hexaploïde est issu d’un évènement de polyploïdisation 

entre un blé tétraploïde et un blé diploïde (Feldman et al. 1995) (détaillé ci-après). En 

laboratoire, ce croisement donne un hybride F1 triploïde stérile qui, une fois doublé 

(spontanément ou avec la colchicine), aboutit à l’hexaploïde fertile.  

III.2 Fréquence de polyploïdisation 

Au cours des 10 dernières années, les divers projets de séquençage complet des 

génomes ou d’ESTs ont révélé des événements de polyploïdisation fréquents et récurrents 

chez les plantes et particulièrement dans les angiospermes (Wolfe 2001, Blanc & Wolfe 2004, 
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Schlueter et al. 2004, Adams et Wendel 2005, Cui et al. 2006, Jaillon et al. 2007, Tang et al. 

2008b, Paterson et al. 2009), qui n’avaient pas été détectés auparavant par les moyens de 

cytologie et de génétique. Ainsi, toutes les espèces d’angiospermes ont probablement subi des 

événements de polyploïdisation récurrents, anciens (paléopolyploïdes) et/ou récents, au cours 

de leur évolution (Figure 9A, 9B).  

En comparaison, très peu d’espèces animales ont un récent passé polyploïde, à 

l’exception de quelques espèces de poissons et d’amphibiens (Wolfe 2001, Jaillon et al. 

2004). La nécessité d’une seule paire de chromosomes sexuels chez les animaux explique en 

partie cette différence. La bonne tolérance des angiospermes à la formation de triploïdes et le 

rôle d’intermédiaire que ces derniers peuvent jouer dans la formation de polyploïdes stables 

est également une explication. 

Le haut niveau de formation de polyploïdes naturels dans les angiospermes (1/100000 

plantes) vient du taux élevé de gamètes non réduites produites (0,56%) dans ces espèces 

(Ramsey et Schemske 1998). Cette abondance de polyploïdes et de paléopolyploïdes (80-

100%) semble très spécifique des angiospermes. Les gymnospermes ne montrent que 5% 

d’espèces polyploïdes alors que c’est le sous-embranchement le plus proche des angiospermes 

dans la classification des espèces. 

III.3 Effets de la polyploïdie 

La duplication complète du génome, et donc de tous les gènes, n’est pas sans effet sur 

l’organisme. Il y a déjà près de 40 ans, Ohno (Ohno 1970) suggérait le rôle évolutif majeur 

des gènes dupliqués, qui faciliterait l’émergence de nouvelles fonctions et la diversification 

d’une espèce. La polyploïdie offre donc une réserve de gènes accrue, augmentant 

potentiellement les possibilités d’évolution et de spécialisation fonctionnelle. Ainsi, les 

polyploïdes observés dans la nature sont en général bien adaptés à leur environnement. 

Cependant, la polyploïdisation reste un choc génomique et la présence de plusieurs génomes 

dans les cellules n’est pas sans inconvénient. Les espèces polyploïdes doivent surmonter 

rapidement les effets à court terme pour survivre. Je décris dans ce chapitre les principaux 

effets de la polyploïdie observés à court et à long terme. 
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III.3.1 Effets à court terme 

Pour observer les effets à court terme de la polyploïdie, l’idéal serait de comparer un 

polyploïde naturel nouvellement formé (néopolyploïde) à ses parents (progéniteurs). 

Malheureusement, les polyploïdes et leurs progéniteurs (parfois difficiles à identifier 

précisément) trouvés dans la nature ont plus ou moins divergé depuis l’événement de 

polyploïdisation. Plus l’événement est ancien, plus il est difficile de séparer les effets de la 

polyploïdie de ceux de la divergence des génomes. Une autre approche consiste à comparer 

un polyploïde synthétisé en conditions de laboratoire aux géniteurs utilisés pour le produire. 

En pratique, on étudie le plus souvent des allopolyploïdes obtenus par croisement inter-

spécifique. Si le doublement chromosomique ne s’est pas fait naturellement, on utilise alors la 

colchicine pour induire un doublement somatique et obtenir un polyploïde. Cette approche 

permet de comparer directement le polyploïde à ses progéniteurs mais fait souvent intervenir 

un agent chimique dont les effets seront donc ajoutés à ceux de la polyploïdie.  

 Au cours des 15 dernières années, la caractérisation des effets à court terme de la 

polyploïdie, utilisant principalement l’étude de polyploïdes synthétiques, a montré des 

changements au niveau structural (Song et al. 1995, Ozkan et al. 2001, Rieseberg 2001, 

Shaked et al. 2001, Gaeta et al. 2007) et fonctionnel (Kashkush et al. 2003, Adams & Wendel 

2005, Wang et al. 2006, Flagel et al. 2008, Hovav et al. 2008, Rapp et al. 2009). 

L’importance des effets observés est variable selon les espèces étudiées et le modèle 

polyploïde choisi. Je présente ci-dessous une description non exhaustive des principaux effets 

observés à court terme de la polyploïdie. 

Effets au niveau de la méiose 

La polyploïdie fait cohabiter plusieurs génomes dans une seule cellule ce qui n’est pas 

sans inconvénients pour la méiose. Pour distribuer équitablement le matériel génétique à la 

méiose entre les gamètes, il faut que les chromosomes homologues s’apparient deux à deux. 

La présence de plus de deux jeux de chromosomes similaires (homologues et homéologues) 

complique cette phase d’appariement. Il peut se former des regroupements de plus de deux 

chromosomes aboutissant à la formation de gamètes avec un nombre variable de 

chromosomes. La production de ces gamètes, dites aneuploïdes, qui ne sont généralement pas 

viables entraîne donc une baisse de fertilité des polyploïdes. Ces regroupements anormaux 

peuvent donc se produire quand plus de deux chromosomes se ‘ressemblent’ suffisamment au 

niveau des séquences pour s’apparier pendant la méiose. 
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Chez les allopolyploïdes, une méiose régulière est donc un prérequis pour leur 

stabilité. L’appariement des chromosomes est alors restreint aux chromosomes homologues. 

Plusieurs mécanismes interviennent pour la stabilisation des appariements chez les 

polyploïdes. La divergence des chromosomes homéologues par des réarrangements 

structuraux rapides dans les néopolyploïdes, notamment dans des polyploïdes synthétiques du 

blé, serait un mécanisme permettant de réduire l’appariement entre ces chromosomes (Levy et 

Feldman 2004, Feldman et Levy 2005). Cependant, Comai et al. (2003) ont montré que les 

polyploïdes synthétiques d’Arabidopsis montrent un appariement homologue régulier dès les 

premières générations sans changements structuraux suggérant un autre mécanisme de 

stabilisation par contrôle génétique. Des gènes contrôlant l’appariement homéologue ont ainsi 

été identifiés dans plusieures espèces de polyploïdes stables. Chez le blé par exemple, le gène 

Ph1 (Pairing homoeologous 1) empêche tout appariement homéologue dans les polyploïdes 

naturels et stables du blé comme T. turgidum, T. timopheveii et T. aestivum (Riley et 

Chapman, 1958). 

Changements structuraux 

De nombreux réarrangements structuraux (particulièrement des délétions d’ADN) ont 

été observés dans des études portant sur des polyploïdes synthétiques de blé (Feldman et al. 

1997, Shaked et al. 2001), de Brassica (Song et al. 1995) ainsi que sur des polyploïdes très 

récents de Tragopogon (Tate et al. 2006). Ces modifications peuvent concerner 

indifféremment des séquences géniques et non géniques. Le relâchement de la pression de 

sélection au niveau des régions dupliquées, autorise des réarrangements rapides et importants. 

Dans les génomes riches en TEs, la duplication de ces éléments associée au relâchement de la 

pression de sélection, multiplie les possibilités de recombinaisons homologues inégales. 

Il a été suggéré que les changements structuraux, partagés par les chromosomes 

homologues, vont les faire diverger des chromosomes homéologues correspondants, parfois 

rapidement, et donc contribuer à stabiliser les polyploïdes (voir le point précédent concernant 

les effets de la polyploïdie sur la méiose). 

Les modifications structurales n’apparaissent pas forcément immédiatement dans les 

polyploïdes synthétiques. En effet, à court terme, il semblerait que les modifications 

fonctionnelles (décrites ci-après) soient prédominantes. Ces dernières sont réversibles dans 

une certaine mesure et donc plus flexibles en termes de possibilités d’évolution pour les 

polyploïdes pendant la période d’adaptation suivant l’évènement de polyploïdisation. 
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Changements fonctionnels 

La polyploïdie augmente brutalement le nombre de copies des gènes de l’organisme et  

implique donc une reprogrammation de leur expression. La comparaison des transcriptomes 

(Puce à ADN) de polyploïdes d’Arabidopsis, de blé, de coton, de Senecio, de Tragopogon (He 

et al. 2003, Adams et al. 2003, Hegarty et al. 2005, Tate et al. 2006, Wang et al. 2006) et 

d’hybrides intra-spécifiques de maïs (Swanson-Wagner et al. 2006) avec leurs parents 

respectifs a montré que la grande majorité des gènes (de 82,5% à 95%) avait un niveau 

d’expression correspondant à la valeur moyenne de celle de leurs parents (on parle de profil 

additif). 

Ces différentes comparaisons ont aussi montré que plus les parents étaient divergents, 

plus la proportion de profils non additifs était importante, les autopolypoïdes ne montrant 

ainsi quasiment que des profils additifs (Wang et al. 2006). Les profils non additifs 

correspondent donc à un niveau d’expression du gène dans le polyploïde différent de la 

moyenne des parents. Le gène peut avoir le niveau d’expression d’un seul de ses parents (dans 

le cas de profils parentaux différents) ou un niveau d’expression différent des deux parents. 

Les profils non additifs sont donc des indicateurs de modification dans l’expression du gène 

du polyploïde. Ces modifications peuvent avoir une origine structurale (modification / perte 

du gène) ou fonctionnelle (sur-expression, ‘silencing’, dominance génétique). 

Les modifications de l’expression ne concernent pas que les gènes. La polyploïdie est 

un stress important pour l’organisme, et les TEs peuvent être réactivés dans ces conditions 

(revue dans Capy et al. 2000). Cette réactivation des TEs a été observée dans des polyploïdes 

synthétiques d’Arabidopsis (Madlung et al. 2005) et de blé (Kashkush et al. 2003). 

Allopolyploïdie et hétérosis 

Les différentes copies homéologues sont co-exprimées dans les polyploïdes. Les 

allopolyploïdes fixent ainsi l’hétérozygotie pouvant exister entre les parents. C’est une des 

raisons suggérées de l’effet hétérosis souvent observé dans les espèces allopolyploïdes qui 

montrent une vigueur plus importante que leurs espèces progénitrices. Certains gènes 

importants, en particulier au niveau du développement, pourraient avoir une expression 

optimale en condition hétérozygote (modèle surdominant). On trouve cet effet hétérosis à 

l’origine de la sélection des plantes cultivées pour leur intérêt agronomique, qui comportent 

ainsi de nombreuses espèces polyploïdes relativement récentes (canne à sucre, colza, blé, 

maïs). 
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III.3.2 Effets à long terme de la polyploïdie 

Les effets à long terme sont observables naturellement chez les espèces où la 

polyploïdisation est relativement ancienne (>1 Ma) et sont discernables par leur analyse 

précise et la comparaison avec leurs progéniteurs. Ces espèces sont généralement bien 

intégrées dans leur environnement et peuvent même se révéler supérieures à leurs espèces 

progénitrices sur le plan de la vigueur et des capacités d’adaptation, leur permettant  d’investir 

de nouvelles niches écologiques. Ces anciens polyploïdes ont retrouvé un comportement de 

diploïdes à plusieurs niveaux, en particulier celui de la méiose, et sont à l’origine d’une 

importante diversification des espèces. 

Rediploïdisation 

Le plus souvent, l’organisme n’a besoin que d’une seule copie du gène pour garder la 

fonction originale. L’autre copie va donc être libre d’accumuler des mutations sans  pression 

de sélection. L’évolution des gènes en plusieurs copies a fait l’objet de nombreuses études 

(Lynch et Force 2000, Lynch et Connery 2000). Le modèle d’évolution résultant donne trois 

voies d’évolution pour des gènes dupliqués : la non-fonctionnalisation, la néo-

fonctionnalisation et la sub-fonctionnalisation. 

 

Dans la plupart des cas, les mutations accumulées aboutissent à la perte de la fonction 

et l’élimination de la copie dupliquée (non-fonctionnalisation). Le choix de la copie éliminée 

semble aléatoire pendant les premières générations. Dans certains allopolyploïdes, les gènes 

d’un des génomes parentaux sont souvent préférentiellement conservés (Rapp et al. 2009). 

Dans de rares cas, les mutations sur la copie divergente sont avantageuses et confèrent une 

nouvelle fonction (néo-fonctionnalisation). La sub-fonctionnalisation correspond à une 

évolution plus ‘concertée’ des copies : elles gardent chacune une partie de la fonction 

originale ou se diversifient en s’exprimant dans des tissus différents par exemple (Adams et 

al. 2003, Hovav et al. 2008). Les origines de ces différentes évolutions peuvent être 

structurales (délétions ou mutations dans les séquences codantes ou promotrices) mais aussi 

fonctionnelles et épigénétique (régulation de l’expression). 

Il faut ajouter à ce modèle que certains gènes restent conservés en plusieurs copies 

après des millions d’années d’évolution (Sémon et Wolfe 2007). La présence de deux copies 

peut avoir un effet avantageux pour l’espèce au niveau de l’expression (dosage de gènes, 





30

fixation de l’hétérozygotie) et un effet tampon pour des gènes importants, susceptibles d’être 

perdus par mutations/délétions. 

 

Les chromosomes homéologues vont progressivement se différencier par l’élimination 

plus ou moins rapide de la redondance génomique et/ou par des réarrangements structuraux 

affectant l’ensemble du génome. Cette différentiation va réduire les chances d’appariements 

multiples pendant les divisions cellulaires et ainsi stabiliser le polyploïde. Il retourne donc à 

une organisation diploïde (avec un nombre de chromosomes différent de ses progéniteurs), si 

bien qu’il est parfois difficile d’identifier d’anciennes polyploïdisations dans une espèce 

apparemment diploïde. 

 

Effet de polyploïdie sur la diversité des espèces 

La polyploïdie peut paraître comme un goulet d’étranglement pour la diversité. En 

effet, elle implique un nombre limité d’individus et les croisements progéniteurs / polyploïdes 

sont souvent stériles, isolant ces derniers au niveau reproductif. Par contre, on constate 

souvent une très forte augmentation du nombre d’espèces après un évènement de 

polyploïdisation dans les arbres phylogénétiques (Soltis et al. 2009). La polyploïdie est donc 

paradoxalement une source de diversification et de spéciation très importante. 

Les génomes polyploïdes offrent des possibilités pour des changements génomiques 

importants et rapides par des modifications structurales et fonctionnelles. La polyploïdie 

augmente aussi considérablement la réserve génétique et les possibilités d’évolution des gènes 

(néo-fonctionalisation, sub-fonctionalisation).  Après un événement de polyploïdisation, il 

va se créer des populations possédant des modifications différentes aboutissant à plus long 

terme à la formation de nouvelles espèces. 

III.4 Polyploïdie et domestication des blés 

La culture moderne du blé est essentiellement basée sur deux espèces allopolyploïdes : 

le blé dur allotétraploïde (2n=4x=28, BBAA) et le blé tendre allohexaploïde (2n=6x=42, 

BBAADD). La formation de ces espèces de blé a impliqué plusieurs étapes de 

polyploïdisation et de domestication décrites dans ce chapitre (Figure 12). 
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Figure 12. Évènements de polyploïdisation ayant abouti à la formation des blés cultivés tétraploïdes et 
hexaploïdes. Si les progéniteurs des génomes A et D sont clairement identifiés, le donneur du génome B 
reste pour l’instant introuvable (Kihara 1994, McFaden et Sears 1946, Feldman et al. 1995, Nesbitt et 
Samuel 1996, Blake et al. 1999, Feldman 2001, Huang et al. 2002) 
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(2n=4x=28)

(2n=2x=14)

(2n=4x=28)

(2n=4x=28)

(2n=6x=42)
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L’amidonnier sauvage est une espèce de blé tétraploïde T. turgidum ssp. dicoccoides 

(2n=4x=28, BBAA) qui s’est formée il y a environ 0,5 Ma par un événement 

d’allopolyploïdisation entre l’espèce diploïde T. urartu (2n=2x=14, AuAu), progénitice du 

génome A et une espèce de la section Sitopsis, progénitrice du génome B, qui reste à identifier 

(Feldman et al. 1995, Blake et al. 1999, Feldman 2001, Huang et al. 2002, Dvorak et al. 

2006) (Tableau 2). L’espèce la plus proche dans cette section est Aegilops speltoides 

(2n=2x=14, SS).  

Il y a environ 10.000-15.000 ans, l’homme a commencé à cueillir puis cultiver et 

sélectionner les espèces pour correspondre à ses besoins : c’est la domestication. Dans les 

premières formes cultivées du blé, les grains se détachaient facilement du rachis comme dans 

les formes sauvages. Ce caractère assurant la dissémination naturelle des espèces du blé 

causait des pertes de récoltes importantes. La première sélection du blé s’est faite par rapport 

à ce critère. Les plantes qui gardaient le plus de grains attachés au rachis étaient sélectionnées, 

aboutissant progressivement aux formes domestiquées. L’engrain T. monococcum (2n=2x=14, 

AmAm) et l’amidonnier T. turgidum spp. dicoccum (2n=4x=28, BBAA) sont ainsi les 

premières espèces domestiquées du blé. Elles viennent respectivement de l’engrain sauvage T. 

boeoticum (2n=2x=14, AmAm) et de l’amidonnier sauvage (BBAA). 

Ces formes domestiquées vont être disséminées progressivement à travers l’Asie, 

l’Europe et l’Afrique. L’amidonnier (BBAA) sera ainsi mis en contact avec l’espèce diploïde 

sauvage Aegilops tauschii (2n=2x=14, DD) dans la région géographique allant de l’Arménie à 

la côte sud-ouest de la mer Caspienne (Feldman et al. 1995, Dvorak et al. 1998, Dubcowsky 

et Dvorak 2007). Leur hybridation et doublement chromosomique a donné le blé tendre 

allohexaploïde actuellement cultivé T. aestivum ssp. aestivum (2n=6x=42, BBAADD) (Kihara 

1944, McFaden et Sears 1946, Feldman et al. 1995, Nesbitt et Samuel 1996). Les premiers 

restes archéologiques du blé hexaploïde datent d’environ 10.000 ans (Willcox 1996). Il s’est 

vite disséminé et adapté aux climats plus froids. Il occupe actuellement plus de 95% des 

surfaces cultivées de blé. Cette allopolyploïdisation, favorisée par l’homme au cours de ses 

premiers pas dans l’agriculture, constitue donc un événement fondateur majeur des 

civilisations humaines. 

Le blé dur actuellement cultivé T. turgidum ssp. durum (2n=4x=28, BBAA) apparaît 

avec l’empire romain il y a environ 3000-4000 ans. Son origine et sa relation avec les 

premières espèces domestiquées tétraploïdes du blé (T. turgidum spp. dicoccum) restent mal 

caractérisées (M. Feldman, communications personnelles). 
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IV  Contexte et objectifs de la thèse 

Ma thèse s’est déroulée à l’URGV (Unité de Recherche en Génomique Végétale) dans 

l’équipe OEPG (Organisation et Evolution des Génomes des Plantes) sous la direction de 

Boulos Chalhoub. Les thématiques de l’équipe sont l’analyse de l’organisation et de 

l’évolution des génomes du blé et des Brassica en relation avec la polyploïdie et les éléments 

transposables, utilisant notamment des approches de génomique comparée. Mes travaux de 

thèse s’inscrivent donc complètement dans cette thématique. 

Le blé a une importance économique de tout premier plan à l’échelle mondiale. Son 

génome se distingue par sa richesse en éléments transposables (>80% du génome) et des 

évènements de polyploïdisation récurrents et récents. La question centrale de ma thèse porte 

sur l’évolution et l’organisation des génomes du blé dans ce contexte.  

Les tailles importantes de ces génomes ont jusque là limité et conditionné les 

approches génomiques adéquates à leur étude. Mon travail de thèse a pu bénéficier d’un projet 

de séquençage comparatif (APCNS2003 : http://www.cns.fr/spip/Triticum-ssp-comparative-

genome.html), explorateur de plusieurs régions d’intérêt dans différentes espèces du blé, que 

mon laboratoire d’accueil a entrepris en collaboration avec l’Institut de Génomique (Centre 

National de Séquençage - CNS). Par ailleurs, grâce à la participation du laboratoire à des 

consortiums internationaux, j’ai bénéficié des initiatives de séquençage des génomes d’autres 

espèces de Poaceae comme Brachypodium (The International Brachypodium Initiative 2010) 

et le sorgho (Paterson et al. 2009). Ceci m’a permis, non seulement une participation modeste 

à ces consortiums, mais surtout de pouvoir élargir mes approches de génomique comparative 

afin d’apprécier l’évolution du génome du blé par rapport à d’autres espèces de Poaceae. 

 

La plupart des travaux que j’ai réalisés repose donc sur des démarches d’analyse de 

séquences de régions précises ou représentatives des génomes du blé et de génomique 

comparative entre des régions orthologues dans des génotypes et des espèces plus ou moins 

éloignées (même famille, même genre ou même espèce). 

 

Après une description de la méthode d’annotation mise au point et utilisée pour 

l’ensemble des séquences génomiques de ma thèse, je présente, dans une première partie, mes 

travaux sur l’analyse de la dynamique et de la prolifération des TEs dans les génomes A et B 
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du blé. Au début de ma thèse, les séquences génomiques disponibles pour les génomes du blé 

étaient réduites à quelques clones BAC (revu par Sabot et al. 2005, Stein 2007 et disponibles 

sur http://genome.jouy.inra.fr/triannot/index.php et http://www.ncbi.nlm.nih.gov/). Elles 

avaient néanmoins permis de confirmer la richesse des génomes du blé en éléments 

transposables (Smith et Flavell 1975, Vedel et Delseny 1987) et d’en identifier les principaux 

types (Wicker et al. 2002, Sabot et al. 2005). La prolifération des différents TEs dans les 

génomes du blé, leur contribution aux variations des tailles des génomes ainsi que leur 

distribution le long des chromosomes n’étaient donc pas encore explorés. En analysant toutes 

les séquences génomiques disponibles et en réalisant du séquençage complémentaire 

représentatif, j’ai pu analyser pour la première fois la dynamique et la prolifération 

différentielle des TEs dans les génomes A et B du blé. Ces travaux ont été publiés en 2008 

dans la revue Genetics et sont présentés en partie I des résultats.  

La prolifération des TEs est la résultante de deux forces d’évolution antagonistes : leur 

activité insertionnelle et leur élimination. La première partie de mon travail de thèse m’a 

permis de caractériser l’activité insertionnelle des TEs dans les génomes A et B du blé grâce à 

l’analyse de séquences représentatives de ces génomes. L’élimination des TEs est plus 

difficile à caractériser, puisqu’il faut non seulement la séquence présentant une délétion et 

d’une séquence orthologue ne la présentant pas. La caractérisation de la force d’élimination 

est d’autant plus précise que l’on dispose d’un nombre important de séquences orthologues à 

comparer. Le locus de la dureté de la graine Ha (Hardness locus) est certainement l’un des 

plus séquencés dans différentes espèces du blé. L’étude de la dynamique de ce locus est un 

des travaux pionniers de mon équipe (Chantret et al. 2005). Ils ont montré que son absence 

dans les génomes A et B des blés durs et tendres était due à sa délétion par une recombinaison 

illégitime impliquant des TEs. Ce locus constituait donc un cadre idéal pour étudier les 

éliminations des TEs dans un locus. Dans le cadre du projet APCNS2003, les séquences de 

clone BACs portant ce locus dans de nouvelles espèces sont venues s’ajouter à celles déjà 

disponibles. Au total, l’analyse que j’ai menée a porté sur pas moins de 16 haplotypes 

différents des génomes A, B, S et D. La variabilité haplotypique de ce locus et la dynamique 

des TEs dans le blé par des comparaisons aux niveaux inter-spécifique (inter-génomique et 

intra-génomique) et intra-spécifique ont été ainsi étudiés pour la première fois. Nous avons 

ainsi révélé d’importantes différences entre les génomes, présentées dans la partie II des 

résultats, et qui feront l’objet d’une publication dans un futur proche. 

A une échelle plus large (>4 Ma), j’ai aussi étudié l’évolution de la région couvrant le 

locus Ha en comparant le locus entre les différentes espèces de Poaceae pour lesquelles les 
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séquences génomiques étaient disponibles. A cette échelle d’évolution, la génomique 

comparée concerne uniquement les gènes puisque les éléments transposables ne sont pas 

conservés. Les gènes du locus Ha ne sont pas présents dans les Panicoideae (sorgho et maïs) 

alors qu’une étude de génomique comparée a montré l’existence d’un petit segment d’un de 

ces gènes dans le riz (Chantret et al. 2004). En réalisant du séquençage génomique 

complémentaire dans d’autres espèces de Poaceae, comme Brachypodium sylvaticum mais 

aussi en analysant les régions orthologues d’autres espèces entièrement séquencées (riz, 

Brachypodium distachyon et sorgho), j’ai essayé d’élucider la difficile question de 

l’émergence de ce locus au cours de l’évolution des Poaceae. Les résultats de ces travaux, que 

j’ai publiés dans la revue Molecular Biology and Evolution en 2009, sont présentés en partie 

III des résultats. 

 

Les publications auxquelles j’ai contribué dans le cadre de projets de séquençage 

comparatif (Gu et al. 2006, Salse et al. 2008b) et de génome complet (The International 

Brachypodium Initiative 2010) sont présentées en Annexe 3, 4 et 5. 
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I  Introduction 

Une large partie de mon travail de thèse repose sur l’annotation de séquences 

génomiques. La précision dans l’annotation de ces séquences est déterminante pour 

comprendre leur évolution, particulièrement dans un contexte de génomique comparative. 

Pour identifier et caractériser les gènes et les TEs constitutifs de la séquence, deux approches 

sont utilisées de manière complémentaire : la recherche par similarité qui se base sur des 

séquences déjà référencées et la recherche par structure qui se base sur certaines 

caractéristiques ‘physiques’ propres aux séquences que l’on cherche à identifier. 

Au début de ma thèse, l’annotation des éléments transposables se faisait en grande 

partie manuellement dans le laboratoire et constituait une étape limitante pour l’annotation 

rapide de séquences génomiques, surtout pour les génomes riches en TEs comme celui du blé. 

Le manque d’outils adaptés et l’important volume de séquences à annoter pour les études de 

génomique comparée m’ont poussé à améliorer cette partie de l’annotation par la conception 

d’un programme automatisé d’aide à l’annotation des TEs. 

Depuis, de nombreux outils performants d’annotation sont disponibles pour 

l’annotation des gènes [FGENESH http://www.softberry.com, Eugene (Shiex et al. 2001)] et 

d’éléments répétés de génomes complets [Recon (Bao et Eddy 2002), Blaster et Matcher 

(Bergman et Quesneville 2007)]. Cependant, en ce qui concerne l’annotation des TEs du blé, 

qui n’est pas un génome séquencé, je n’ai pas trouvé de programme plus adapté que celui que 

j’ai conçu. En effet, il repose sur des paramètres spécialement optimisés pour l’analyse des 

TEs du blé. Ce programme devrait s’intégrer au pipeline d’annotation TriAnnot développé par 

l’équipe de Philippe Leroy à Clermont-Ferrand et qui est disponible sur le site 

http://urgi.versailles.inra.fr/projects/TriAnnot/.  

 

Je vais maintenant préciser les différentes étapes que j’ai suivies pour annoter les 

séquences génomiques  

 



Figure 13. Procédure d’annotation par couches successives. Chaque couche ajoute de 
l’information et précise l’annotation. Les cylindres verts représentent les bases de données, 
les rectangles représentent les logiciels. Un diamant vert correspond à une étape automatisée 
et les diamants blancs à des étapes expertisées.
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II  Annotation des séquences génomiques 

Le programme que j’ai développé est à la base d’une procédure d’annotation par 

couches successives, optimisée pour les séquences du blé. Chaque couche rajoute des 

informations et précise l’annotation (Figure 13). Les éléments transposables, constituant 

souvent plus de 80% des séquences de blé, sont annotés en premier (couches 1 à 3). Cela 

permet de limiter les fausses prédictions de gènes correspondant en réalité à des portions 

codantes de TEs qui ne sont pas encore référencés. On recherche ensuite les gènes en dehors 

de l’espace TE dans la dernière couche d’annotation (couche 4).  

II.1 Couche n°1 : le programme 

L’objectif du programme est de faciliter l’annotation, tout en prenant en compte 

certaines particularités des génomes riches en TEs : 

- Les TEs référencés dans la base TREP peuvent être très proches (par exemple 

s’ils appartiennent à la même famille), générant lors d’une recherche par similarité une 

multitude de résultats. 

- Les TEs divergent rapidement après leur insertion, en particulier par indels, ce 

qui complique leur détection par similarité en fragmentant les résultats. 

- Les TEs sont souvent imbriqués les uns dans les autres (‘nested insertions’), 

formant de larges régions d’éléments transposables. Ces régions contiennent donc des 

fragments d’un même élément qui peuvent être éloignés de dizaines voire des centaines de kb, 

ne facilitant pas leur reconstruction. 

Il est basé sur des recherches par similarités, en comparant la séquence à annoter avec 

la séquence d’éléments déjà répertoriés dans des Bases de données (BdD). J’ai donc 

commencé par choisir une Base de Données (BdD) de référence et un programme de 

recherche de similarité qui, utilisé avec des paramètres adaptés, assurerait une détection 

optimale des TEs. Mon programme va intégrer l’ensemble de ces résultats, en tenant compte 

des difficultés liées aux TEs évoquées précédemment, pour fournir différents fichiers ‘sorties’ 

constituant la base de l’annotation. 
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II.1.1 Choix de la base de données de référence  

Plusieurs bases de données recensent des TEs de différentes espèces : 

- REPBASEupdate (Jurka et al. 2000, 2005) contient des consensus (ou des 

éléments pour les petites familles) venant de l’ensemble des eucaryotes.  

http://www.girinst.org/repbase/index.html 

- Triticeae Repeat Sequence Database (TREP, Wicker et al. 2002) recense les 

TEs trouvés dans des Triticeae (blé et orge principalement). 

http://wheat.pw.usda.gov/ITMI/Repeats/ 

- TIGR Plant Repeat Databases (Ouyang et Buell 2004) sont des bases de 

données contenant des éléments répétés de différentes familles de plantes. 

http://plantrepeats.plantbiology.msu.edu/ 

La grande majorité des séquences à annoter pour mes travaux provenant du blé, le 

choix de TREP comme base de référence était particulièrement indiqué. Cependant, les 

résultats obtenus sur REPBASEupdate et sur les bases du TIGR n’ont pas été ignorés : ils sont 

utilisés en complément pour la couche d’annotation n°2. 

II.1.2 Choix des programmes de recherche par similarité et leur paramétrage 

Les programmes de recherche par similarité vont comparer la séquence étudiée aux 

séquences des éléments présents dans des BdD. L’efficacité de la recherche par similarités  

dépend donc directement des BdD (exhaustivité, qualité d’annotation) et de la pertinence des 

programmes de recherche (sensibilité, spécificité). 

 

Plusieurs programmes sont couramment utilisés pour la recherche par similarité entre 

séquences :  

-  BLAST (Altschul et al. 1990, 1997)  

-  CENSOR (Jurka et al. 1996, 2005) 

-  REPEATMASKER (http://www.repeatmasker.org/) 

On évalue les programmes de recherche de similarités par rapport à deux valeurs : la 

spécificité et la sensibilité. Pour illustrer ces valeurs, prenons un exemple. On dispose de 10 

séquences de référence dont six correspondent à des TEs. Un programme de recherche par 

similarité trouve que cinq de ces séquences correspondent à des TEs. En réalité, seulement 
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quatre de ces cinq séquences sont effectivement des TEs et les deux autres séquences de TEs 

n’ont pas été détectées. 

 

Cela nous donne : 

-  vrai positif (VP) : 4 (detecté et TE) 

-  faux positif (FP) : 1 (detecté mais pas TE) 

-  vrai négatif (VN) : 3 (non detecté et pas TE) 

-  faux négatif (FN) : 2 (non detecté mais TE) 

De façon simplifiée, la sensibilité représente le taux de détection des valides 

VP/(VP+FN) = 4/6 = 67% et la spécificité évalue la fiabilité de la détection VN/(VN+FP) = 

3/4 = 75%.  

 

Les programmes de recherche de similarités sont généralement paramétrables par 

l’utilisateur, permettant de modifier dans une certaine mesure leur sensibilité et leur 

spécificité. Avec les paramètres par défaut (voir ci-après), BLAST est le plus spécifique et le 

moins sensible, CENSOR est le plus sensible et le moins spécifique et REPEATMASKER est 

un compromis entre les deux. 

 

Cette première couche d’annotation repose sur la construction d’un ‘squelette’ 

d’annotation sur lequel vont venir se greffer des couches d’annotation supplémentaires. Pour 

cette étape, j’ai privilégié la spécificité pour obtenir un squelette ‘robuste’ (avec le moins 

d’erreurs possibles), les couches suivantes se chargeant de compléter l’annotation. Après 

plusieurs essais, nous avons retenu le programme BLAST avec des paramètres ajustés pour 

augmenter sa sensibilité  aux TEs : 

- q -2 (pénalité de ‘mismatch’ de 2, 3 par défaut) 

- F F (pas de filtrage des séquences répétées). 

Pour tenir compte de la fragmentation des TEs,  nous avons autorisé une plus grande 

tolérance aux gaps avec les réglages : 

- G 3 (3 comme pénalité d’ouverture de gap, 5 par défaut) 

- E 1 (1 comme pénalité d’extension de gap, 3 par défaut) 

- X 200 (regroupement des matchs séparés par moins de 200 pb) 

Avec ces paramètres, BLAST détecte des niveaux d’identité de séquences compris 

entre 80% et 100% ce qui est particulièrement adapté pour la recherche de TEs.  
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Les résultats de REPEATMASKER et de CENSOR, obtenus avec les paramètres par 

défaut, sont utilisés dans la couche d’annotations n°2. Pour un gain de temps substantiel, on 

peut se passer du programme CENSOR : la grande majorité des résultats spécifiques à 

CENSOR sont le plus souvent des faux positifs. 

II.1.3 Création du programme d’annotation  

Je me suis servi de mes compétences en informatique et de mon expérience 

d’annotateur pour mettre au point un programme automatisant au maximum l’identification 

des TEs par similarité (avec les paramètres décrits précédemment), et gardant une qualité 

optimum d’annotation. Les fichiers d’entrée du programme sont donc des résultats de BLAST 

de la séquence sur la BdD TREP qui vont être transformés, de façon automatique, en plusieurs 

fichiers de sorties correspondant à une première annotation plus ou moins détaillée suivant le 

fichier. Cette annotation est disponible sous la forme de plusieurs fichiers qui correspondent à 

différents degrés d’expertise automatique au format du logiciel Artemis (Rutherford et al. 

2000). 

 

Le principe de base du programme est de regrouper et d’intégrer les informations de 

différents résultats de BLAST de façon automatique. Ces regroupements transforment une 

multitude de résultats en une seule entité plus facile à utiliser et à analyser. Ils sont réalisés 

par des sous-programmes d’assemblage constituant la base de ce programme.  

 

Le programme se déroule en un ensemble d’étapes que je vais maintenant détailler. 

Son fonctionnement  dépend de nombreux paramètres. Afin de garder une certaine flexibilité, 

les paramètres indiqués en gras dans le texte sont facilement modifiables pour adapter le 

programme à différents types de séquences et de contraintes. 

Transformation du fichier d’entrée 

Le fichier de résultats de BLAST, utilisé comme entrée, contient tous les ‘matchs’ ou 

HSPs (Hit Scoring Pair) trouvés et les alignements correspondants, associant des coordonnées 

de la séquence analysée (query) avec des coordonnées de séquences trouvées dans les bases 

de données (subject). 



A

B

C

D

Cluster1 Cluster3Cluster2

Blast HSPs : Classe I Classe II Non classé

Figure 14. Exemple réel des différentes étapes d’annotation, visualisées dans le logiciel Artemis.
(A) Clusterisation des HSPs de BLAST. (B) Les deux premières itérations de la procédure de 
création et de selection des regroupements. Les rectangles rouges représentent les séquences 
entre les bornes ‘début’ et ‘fin’. Les meilleurs regroupements (identité et longueur) sont identifiés. 
(C) Résultat donné par le programme d’annotation à la fin de la procédure de création et de 
selection des regroupements. (D) Résultat final de l’annotation de la séquence après intégration 
de l’ensemble des données et expertise manuelle.
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Ce fichier est transformé en une version condensée contenant, pour chaque HSP, 

uniquement les informations utilisées pour l’annotation : les coordonnées de début et de fin 

des couples query/subject, la longueur de l’alignement associé, le nombre de bases/acides 

aminés effectivement alignés (donc hors gap), pourcentage d’identité/similarité, le score et 

l’e-value. Un fichier sortie est généré (appelé <TEbase>) à cette étape : il contient l’ensemble 

des HSPs de BLAST associés aux informations précédentes. 

 

Clusterisation des HSPs 

Les HSPs sont ensuite répartis en clusters : tous les HSPs distants de moins de 1000 bp 

sont regroupés (Figure 14A). Cette étape a été conçue pour refléter la tendance des TEs à 

s’imbriquer les uns dans les autres, formant des clusters de TEs entourant des gènes. Elle a 

aussi l’avantage d’accélérer certaines phases de calcul. 

Regroupement des HSPs  

Pour faire les regroupements, les HSPs ‘compatibles’ d’un même cluster sont 

assemblés. Pour expliquer la compatibilité entre HSPs, prenons un exemple. Une séquence de 

référence (query) à deux HSPs (HSP1, HSP2) se référant au même TE (TE) d’une certaine 

longueur (length). Ces HSPs associent deux parties de la séquence query 

(query_debut1..query1_fin) et (query_debut2..query_fin2) à deux parties de la séquence de 

TE (TE_debut1..TE_fin1) et (TE_debut2..TE_fin2). Un certain nombre de conditions doivent 

être remplies pour les considérer comme compatibles : 

(1) Les deux HSPs ont le même TE de référence. 

(2) Les deux HSPs doivent être dans la même orientation 

(3) La distance entre les HSPs doit rester dans les limites  de la taille de l’élément de 

référence (+20%) : query_fin2 – query_debut1 < (length + 20%). 

Séquence à annoter ‘query’ Séquences de références ‘Subject’

100 200

50 150

HSP faisant correspondre les coordonnées query (100..200) 
aux coordonnées subject (50..150)

HSP

Séquence à annoter ‘query’ Séquences de références ‘Subject’

100 200

50 150

HSP faisant correspondre les coordonnées query (100..200) 
aux coordonnées subject (50..150)

HSP
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(4) On n’accepte pas d’indels de plus de 300 paires de bases : query_debut2 - 

query_fin1 < 300 et subject_debut2 - subject_fin1 < 300. 

(5) Les distances entre les deux HSPs sur la séquence de référence et sur le TE de 

référence doivent être proches (+/-20%) : 0,8<(query_fin2-query_debut1) / (TE_fin2 - 

TE_debut1)<1,2. 

 

Pour chaque HSP, on va chercher d’autres HSPs compatibles dans son cluster en les 

testant de proche en proche. Tous les HSPs compatibles sont regroupés ensemble. 

 

Rappelons que ces regroupements représentent une partie continue d’un TE dans la 

séquence. On leur associe des coordonnées de début et de fin sur la séquence et sur le TE de 

référence (coordonnées de début du premier HSP et de fin du dernier HSP de l’assemblage), 

une longueur d’alignement (somme des longueurs des alignements des HSPs) et une longueur 

effective (somme des paires de bases/acides aminés réellement alignés dans les HSPs). 

Après cette étape, on va progressivement réduire le nombre de regroupements 

considérés en ne conservant que les plus pertinents pour l’annotation. Cependant, l’ensemble 

des informations brutes reste disponible dans le premier fichier de sortie <TEbase>. 

Choix du meilleur regroupement d’un cluster 

Dans chaque cluster, le programme choisit le regroupement le mieux conservé 

(longueur effective) parmi les assemblages les plus longs  (longueur d’alignement >90% de 

celle du plus long regroupement). Cet assemblage va servir de point de départ pour 

l’annotation du reste du cluster. Cette procédure reflète le travail d’annotation d’éléments 

transposables imbriqués les uns dans les autres : on commence par annoter les éléments les 

100 200

50 150 220 320

300 400

Regroupement

Regroupement de HSPs compatibles

query_debut1 = 100

query_fin1 = 200

query_debut2 = 300

query_fin2 = 400

subject_debut1 = 50

subject_fin1 = 150

subject_debut2 = 220

subject_fin2 = 320

100 200

50 150 220 320

300 400

Regroupement

Regroupement de HSPs compatibles

query_debut1 = 100

query_fin1 = 200

query_debut2 = 300

query_fin2 = 400

subject_debut1 = 50

subject_fin1 = 150

subject_debut2 = 220

subject_fin2 = 320
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plus récents (les mieux conservés et les plus longs) puis on progresse vers les éléments les 

plus anciens. Cet élément le plus conservé va définir des bornes ‘début’ et ‘fin’ correspondant 

à ses coordonnées de début et de fin sur la séquence analysée (Figure 14B). 

 

Tous les regroupements situés entre ‘début’ et ‘fin’ (+/- 100 pb) et qui ont une 

longueur d’alignement effective suffisante (>50% de l’alignement du meilleur assemblage) 

sont conservés et stockés dans le fichiers de sortie <TE>. Les HSPs correspondant sont 

disponibles dans le fichier de sortie <TEdetail> sous une forme jointe mais non regroupée. 

Identification des regroupements de façon récursive. 

Le programme va de nouveau lancer la procédure pour faire des regroupements dans 

chaque cluster, mais en ne considérant que les HSPs en dehors des bornes ‘début’ et ‘fin’. 

Pour cette étape, tout se passe comme si la séquence entre les deux bornes ‘n’existait pas’. 

Auparavant, certains HSPs, situés de part et d’autre des bornes ‘début’ et ‘fin’, étaient trop 

éloignés pour pouvoir être regroupés. En considérant que la séquence entre les bornes n’existe 

pas, ils peuvent être assemblés et former des regroupements ‘mixtes’. 

 

Choix du meilleur regroupement

Meilleur regroupement

‘début’ ‘fin’

Choix du meilleur regroupement

Meilleur regroupement

‘début’ ‘fin’

Regroupement mixte

‘début’ ‘fin’

Formation d’un regroupement mixte

Regroupement mixte

‘début’ ‘fin’

Formation d’un regroupement mixte
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Une fois les regroupements constitués, le programme va chercher le meilleur 

regroupement (même critères que précédemment) parmi les plus proches des bornes ‘début’ et 

‘fin’. 

Si le meilleur regroupement est en amont de la borne ‘début’, sa coordonnée de départ 

va définir une nouvelle borne ‘début’, s’il est en aval sa coordonnée de fin va définir une 

nouvelle borne ‘fin’. Un regroupement mixte va définir des nouvelles bornes ‘début’ et ‘fin’.  

 

Tous les regroupements situés entre ces nouvelles bornes et d’une longueur suffisante  

(>50% de l’alignement du meilleur regroupement) sont conservés dans le fichier <TE>, et 

leurs HSPs correspondant sont conservés dans <TEdetail>. 

 

On procède ainsi par itérations successives, en décalant les bornes ‘début’ et ‘fin’ 

jusqu'à couvrir tout le cluster (Figure 14B, 14C). 

II.2 Couche n°2 : analyses de similarités complémentaires 

Pour cette couche d’annotation, j’utilise l’ensemble des autres recherches par 

similarité (Figure13) pour compléter les résultats du programme d’annotation. Cette étape se 

fait de façon manuelle, en ajustant éventuellement les coordonnées des TEs de l’annotation de 

base ou en ajoutant des éléments (non détectés par le BLAST sur TREP) dans Artemis. 

En plus des résultats obtenus par les recherches par similarité sur les banques de TEs, 

on va également comparer la séquence à l’ensemble des séquences non-gènes de la même 

espèce (ou d’espèces proches) à notre disposition. Cette comparaison peut faire apparaître des 

séquences répétées qu’une analyse complémentaire (structurale) identifiera ou non comme 

étant des TEs. 

‘début’ ‘fin’

Définition de nouvelles bornes ‘début’ et ‘fin’

Meilleur regroupement

‘début’ ‘fin’

Définition de nouvelles bornes ‘début’ et ‘fin’

Meilleur regroupement
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II.3 Couche n°3 : analyses structurales 

A cette étape du processus d’annotation, on a terminé l’identification d’éléments 

transposables par comparaisons avec des éléments déjà connus. La couche d’annotation n°3 

s’intéresse aux caractéristiques structurales des TEs. En effet, les TEs de classe I à LTRs 

(>50% du génome) et de classes II de la superfamille CACTA (>20% du génome) ont de 

nombreuses caractéristiques structurales facilement identifiables par la méthode DOT-PLOT 

(Maizel et Lenk 1981). 

Les LTRs des rétrotransposons forment deux longues répétitions au début et à la fin de 

l’élément très visibles par DOT-PLOT. De plus, ces LTRs commencent/finissent par le 

dinucléotide TG/CA et sont encadrés par une répétition directe de 5 pb (TSD : Target Site 

Duplication) causée par leur insertion. 

De la même façon, les éléments CACTA (16% des génomes du blé) 

commencent/finissent par le motif CACTA/TAGTG et ont des TSD de 3 pb. Ce motif 

précède/suit une zone répétée inversée en tandem (TIRs : Tandem Inversed Repeat) très 

caractéristique. 

Nous avons utilisé les logiciels comme DOTTER (Sonnhammer and Durbin 1995) ou 

LTR_STRUC (McCarthy et al. 2003) pour les analyses structurales 

 

La prise en compte de ces éléments structuraux aide à caractériser et à compléter 

l’annotation des éléments obtenue par la recherche de similarité. Elle permet aussi d’identifier 

des éléments qui n’ont pas encore été décrits, uniquement grâce à leur signature structurale. 

Cela permet aussi de mettre parfois en évidence des incohérences entre les informations de 

structure et de similarité, soulignant le stade encore jeune des bases de données, incluant un 

certain nombre d’erreurs. 

 

La combinaison des approches par similarité et structure permet une grande sensibilité 

dans la détection des TEs des Triticeae. L’annotation délimite ainsi de larges zones remplies 

de TEs. On trouve parfois des ‘trous’ non annotés au milieu de ces clusters de TEs. Ces zones 

(séquences d’ADN non assignées) correspondent le plus souvent à des éléments transposables 

qui n’ont pas encore été décrits et sont une source importante de détection de nouveaux 

éléments complets possédant ou non des caractéristiques structurales identifiables. 
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Regrouper l’ensemble des trois couches d’annotations des TEs en une version finale 

reste une étape très délicate, basée principalement sur l’expérience de l’annotateur. En effet, il 

n’est pas rare d’avoir plusieurs annotations possibles, mais l’expérience permet de garder la 

plus probable. Quand il est difficile de départager deux annotations possibles, on laisse les 

deux possibilités, afin de ne pas induire en erreur des personnes réutilisant ces informations. 

C’est aussi pour cette raison que le programme d’aide à l’annotation que j’ai développé 

automatise certaines étapes, mais laisse certaines prises de décision importantes à 

l’annotateur. 

II.4 Couche n°4 : prédictions et annotation des gènes 

Dans cette dernière couche, on recherche les gènes dans toutes les zones non-TE. On 

se sert également d’une recherche par similarité et par structure. La prédiction de gène ab-

initio est faite par FGENESH (http://www.softberry.com) paramétré pour les 

monocotylédones. C’est un programme très puissant qui détecte plus de 90% des gènes dans 

les séquences de blé et prédit exactement la structure des introns et des exons dans plus de 

50% des cas. On utilise en complément une recherche de similarité avec différents 

algorithmes de BLAST (BLASTn, BLASTx, tBLASTx) contre des banques de protéines 

(UNIPROT) ou d’ESTs (dbEST) mais aussi une recherche de synténie avec les séquences 

d’espèces proches disponibles (riz, sorgho, Brachypodium). Nous avons annoté la plupart des 

séquences dans un contexte de génomique comparée entre espèces suffisamment proches pour 

avoir leurs gènes très bien conservés et suffisamment lointaines pour que les TEs ne le soient 

pas. Ainsi, la détection de séquences conservées entre plusieurs espèces indique généralement 

la présence d’un gène, même si ce ne sont pas les seules séquences conservées. Cela ajouté à 

la puissance de FGENESH rend la détection de gènes relativement aisée. Il reste à faire 

l’annotation des gènes, consistant principalement au bon positionnement des sites donneur 

/accepteur des introns (consensus GT / AG) pour bien délimiter la structure introns/exons. 

Nous avons utilisé sept catégories pour définir les gènes : quatre catégories pour des 

gènes potentiellement fonctionnels (pas de codon stop, pas de décalage du cadre de lecture), 

trois catégories pour les gènes qui ne le sont plus. 

Les gènes potentiellement fonctionnels doivent être au moins partiellement prédits par 

FGENESH. Ensuite, selon leurs ‘matchs’ avec des banques de protéines / d’ESTs, ou leur 

conservation avec une espèce proche (synténie), on les classifie différemment. Les gènes 
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ayant des ‘matchs’ sur les banques de protéines ou par synténie sont classés en gène putatif, 

les gènes ayant des ‘matchs’ sur les banques d’ESTs sont classés en gène de fonction 

inconnue, les gènes ayant les deux types de ‘matchs’ précédents sont classés en gène de 

fonction connue et l’absence des deux types de ‘matchs’ est classé en gène hypothétique. 

Si un gène contient des codons stop ou des décalages du cadre de lecture, il est classé 

comme pseudogène. Lorsqu’une partie d’un gène est perdu à la suite d’une délétion ou d’une 

insertion de TEs, on le classe en gène tronqué. Et enfin un gène tronqué, avec une séquence 

très divergente (introduction de codon stop, de décalage du cadre de lecture) est dit gène 

relique. 
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 Résultats 
 

Partie I : Dynamique et prolifération différentielle des éléments transposables dans les 

génomes A et B du blé. 

 

Partie II : Caractérisation de l’élimination active des TEs dans les génomes du blé : 

analyse de variabilité haplotypique inter- et intra-génomique.. 

 

Partie III : Évolution du caractère ‘grain tendre’ dans les Poaceae au cours des 60 

derniers Ma : émergence dans l’ancêtre commun des Erhrartoideae et des Pooideae, après 

leur divergence avec les Panicoideae 
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des TEs dans les génomes A et B du blé 
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I  Introduction 

Les espèces de la famille des Poaceae ont tous en commun au moins un évènement 

ancien de polyploïdisation (Adams et Wendel 2005, Salse et al. 2008a). Pourtant, la taille de 

leur génome haploïde est très variable selon les espèces (Figure 2). Ainsi, les génomes du blé, 

de l’orge (tribu des Triticeae) et du maïs (Panicoideae) ont un grand génome (>2 Gb) 

(Bennett et Smith 1991) tandis que d’autres comme le riz (Ehrhartoideae) et Brachypodium 

(Brachypodieae) ont comparativement un petit génome (<500 Mb) (Sasaki et al. 2005, The 

International Brachypodium Initiative 2010). Le génome du sorgho, espèce appartenant à la 

même tribu que le maïs (Panicoideae), présente une taille intermédiaire (790 Mb) (Paterson et 

al. 2009). Ces différences de taille entre les génomes des Poaceae s’expliquent 

principalement par leurs différentes teneurs en TEs (Figure 2). Pour les espèces du blé (genre 

Triticum et Aegilops), une prolifération importante des TEs est évidente : ils représentent plus 

de 80% de la séquence (Paux et al. 2006, Charles et al. 2008 dans cette partie).  

Les génomes des espèces diploïdes du blé présentent également d’importantes 

variations de taille. On observe ainsi des variations pouvant atteindre des centaines de Mb 

(Bennett et Smith 1976, 1991, http://data.kew.org/cvalues/homepage.html). Par exemple, la 

taille du génome de T. monococcum (6,23 picogrammes - pg) est 1,3 pg plus grande que celle 

de T. urartu (4,93 pg) (Bennett et Smith 1976, 1991), alors que ces deux espèces ont divergé 

il y a moins de 1,5 Ma (Dvorak et al. 1993, Huang et al. 2002, Wicker et al. 2003b). 

Une caractérisation de la composition en éléments transposables, leur dynamique ainsi 

que leur prolifération dans les différents génomes du blé est alors intéressante.  

 

L’importance de leur taille et le manque d’outils adaptés ne permettaient pas 

d’envisager le séquençage d’un ou plusieurs génomes complets du blé. L’arrivée des 

séquenceurs haut débit de nouvelle génération, comme le 454 (Margulies et al. 2005), 

permettront peut être de disposer de ces séquences dans quelques années. En attendant, les 

efforts se sont concentrés sur le séquençage de régions ciblées, sélectionnées comme couvrant 

un ou plusieurs gènes d’intérêt, appelé locus. Quelques clones BAC couvrant la région 

correspondante dans un ou plusieurs génomes du blé ont été ainsi séquencés. Les séquences 

disponibles pendant la réalisation des mes travaux de thèse couvraient une dizaine de locus 

(Tableau I-1). 



Locus Publications associées 

Ha Chantret et al. 2004, 2005, 2008 

Vrn1, Vrn2 Yan et al. 2002, 2003, 2004 

HMW-Glu Gu et al. 2004, 2006, Kong et al. 2004 

LMW-Glu Wicker et al. 2003, Gao et al. 2007 

Lr10 Isidore et al. 2005 

Lr34 Bossolini et al. 2007, Wicker et al. 2009 

Xpsr920   Dvorak et al. 2006 

Ph1  Griffith et al. 2006 

Q  Faris et al. 2008 

SPA Salse et al. 2008 

Acc Chalupska et al. 2008 

 
Tableau I-1 Locus étudiés avant et pendant ma thèse avec 
le séquençage de clones BAC de blé et les publications 
associées
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Si la quantité des séquences génomiques disponibles était alors limitée, les premiers 

efforts de séquençage et d’annotation (revu par Sabot et al. 2005, Stein 2007, 

http://genome.jouy.inra.fr/triannot/index.php et http://www.ncbi.nlm.nih.gov/, Tableau I.1) 

ont néanmoins permis de confirmer la richesse des génomes du blé en éléments transposables 

(Smith et Flavell 1975, Vedel et Delseny 1987) et permis d’identifier les types les plus 

abondants de ces TEs (Wicker et al. 2002, Sabot et al. 2005). Il est alors apparu qu’aucune 

insertion de TE n’est conservée entre des régions orthologues des différents génomes du blé, 

indiquant leur dynamique importante sur la courte échelle de temps de divergence de ces 

génomes (2,5-4 Ma) (Wicker et al. 2003b, Chantret et al. 2005, 2008, Dvorak et al. 2006, Gu 

et al. 2006, Salse et al. 2008b, Charles et al. 2008 présenté dans cette partie).  

Néanmoins, la dynamique et la prolifération des différents types de TEs, au cours des 

trois derniers millions d’années, ainsi que leur distribution et leur contribution à l’organisation 

et aux variations des tailles des différents génomes du blé, n’étaient pas encore explorées du 

fait de l’absence de séquences représentatives de ces génomes. 

 

A mon arrivée, mon équipe d’accueil commençait un projet de séquençage comparatif 

de 10 régions dans différentes espèces diploïdes et polyploïdes de blé couvrant des gènes 

d’intérêt (APCNS2003, http://www.cns.fr/spip/Triticum-ssp-comparative.html). Ce projet 

continue de représenter, à ce jour, le projet de séquençage comparatif le plus important 

entrepris chez le blé. 

J’ai pu ainsi m’initier à l’annotation des séquences génomiques du blé et j’ai eu 

l’opportunité de créer un programme permettant d’accélérer leur annotation (voir Matériels et 

méthodes d’annotation). J’ai aussi modestement participé à l’annotation des séquences de 

deux locus à l’origine de publications : le locus HMW-Glu (Gu et al. 2006) et le locus SPA 

(Salse et al. 2008b) (Annexe 3 et 4). Cette expérience m’a aussi permis de maîtriser une 

technique d’estimation des dates d’insertion des rétrotransposons à LTRs en se basant sur la 

divergence des séquences des LTRs. En effet, les LTRs d’un rétrotransposon à son insertion 

sont parfaitement identiques, et le calcul de la divergence entre les séquences de ses LTRs 

permet donc d’estimer leur date d’insertion. On utilise le calcul de la divergence par la 

méthode Kimura 2 paramètres (Kimura 1980), et une horloge moléculaire de 1,3x10-8 

substitutions/site/an (Article 1, Matériel et Méthode). 

 

Je présente dans ce chapitre, l’évaluation de la dynamique et de la prolifération 

différentielle des TEs dans les génomes A et B du blé. Pour cela, j’ai analysé toutes les 
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séquences génomiques provenant de clones BAC disponibles publiquement et de clones 

complémentaires, isolés au laboratoire et séquencés par le Centre National de Séquencage, 

afin de constituer rapidement un ensemble représentatif de séquences pour les génomes A et 

B (respectivement 3,6 Mb et 1,98 Mb). 

Avec la collaboration d’autres membres du laboratoire, j’ai utilisé une combinaison 

d’approches basées sur : l’estimation des proportions des copies complètes/incomplètes 

(tronquées) et le calcul des dates d’insertion des rétrotransposons pour analyser la dynamique 

de l’espace TEs dans les génomes A et B. De plus, j’ai pu valider la calibration de l’horloge 

moléculaire utilisée dans la datation des insertions de TEs en croisant les résultats avec une 

analyse haplotypique in planta détectant la présence ou l’absence d’un événement d’insertion 

dans des collections de lignées représentatives d’espèces diploïdes, tétraploïdes et 

hexaploïdes. Les anciennes insertions devraient être détectées dans la plupart des lignées alors 

que les insertions récentes ne devraient être détectées que dans quelques lignées.   

Mes travaux ont ainsi permis de montrer pour la première fois que les différents types 

de TEs ont eu des vagues de proliférations différentielles dans les génomes B et A du blé ce 

qui a probablement largement contribué à la stabilisation des allopolyploïdes qui les 

combinent. Je présente mes résultats sous forme d’un article que j’ai publié en 2008 dans la 

revue Genetics. Des résultats importants publiés en ligne dans le même article en tant que 

‘Supplemental Data’ ainsi que l’amplification de rétrotransposons par recombinaisons 

homologues inégales sont présentés en tant que résultats complémentaires. 
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II  Article 1 

Cet article a été publié dans la revue Genetics 

 

Dynamics and Differential Proliferation of Transposable Elements During the 

Evolution of the B and A Genomes of Wheat 

Mathieu Charles, Harry Belcram, Jérémy Just, Cécile Huneau, Agnès Viollet, Arnaud 

Couloux, Béatrice Segurens, Meredith Carter, Virginie Huteau, Olivier Coriton, Rudi Appels, 

Sylvie Samain and Boulos Chalhoub 

 

Genetics 180: 1071-1086, octobre 2008 
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Mathieu Charles,* Harry Belcram,* Jérémy Just,* Cécile Huneau,* Agnès Viollet,†
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ABSTRACT

Transposable elements (TEs) constitute .80% of the wheat genome but their dynamics and
contribution to size variation and evolution of wheat genomes (Triticum and Aegilops species) remain
unexplored. In this study, 10 genomic regions have been sequenced from wheat chromosome 3B and
used to constitute, along with all publicly available genomic sequences of wheat, 1.98 Mb of sequence
(from 13 BAC clones) of the wheat B genome and 3.63 Mb of sequence (from 19 BAC clones) of the
wheat A genome. Analysis of TE sequence proportions (as percentages), ratios of complete to truncated
copies, and estimation of insertion dates of class I retrotransposons showed that specific types of TEs have
undergone waves of differential proliferation in the B and A genomes of wheat. While both genomes show
similar rates and relatively ancient proliferation periods for the Athila retrotransposons, the Copia
retrotransposons proliferated more recently in the A genome whereas Gypsy retrotransposon proliferation
is more recent in the B genome. It was possible to estimate for the first time the proliferation periods of
the abundant CACTA class II DNA transposons, relative to that of the three main retrotransposon
superfamilies. Proliferation of these TEs started prior to and overlapped with that of the Athila
retrotransposons in both genomes. However, they also proliferated during the same periods as Gypsy and
Copia retrotransposons in the A genome, but not in the B genome. As estimated from their insertion dates
and confirmed by PCR-based tracing analysis, the majority of differential proliferation of TEs in B and A
genomes of wheat (87 and 83%, respectively), leading to rapid sequence divergence, occurred prior to the
allotetraploidization event that brought them together in Triticum turgidum and Triticum aestivum, ,0.5
million years ago. More importantly, the allotetraploidization event appears to have neither enhanced nor
repressed retrotranspositions. We discuss the apparent proliferation of TEs as resulting from their
insertion, removal, and/or combinations of both evolutionary forces.

GENOMES of higher eukaryotes, and particularly
those of plants, vary extensively in size (Bennett

and Smith 1976, 1991; Bennett and Leitch 1997,
2005). This is observed not only among distantly
related organisms, but also between species belonging
to the same family or genus (Chooi 1971; Jones and
Brown 1976). More than 90% of genes are conserved
in sequenced plant genomes (Bennetzen 2000a;
Sasaki et al. 2005; Jaillon et al. 2007) and thus
differences in gene content explain only a small

fraction of the genome size variation. It is widely
accepted that whole-genome duplication by polyploid-
ization (Blanc et al. 2000; Paterson et al. 2004; Adams

and Wendel 2005) and differential proliferation of
transposable elements (TEs) are the main driving
forces of genome size variation. The differential
proliferation of TEs results from their transposition
(SanMiguel et al. 1996; Bennetzen 2000b, 2002a,b;
Kidwell 2002; Bennetzen et al. 2005; Hawkins et al.
2006; Piegu et al. 2006; Zuccolo et al. 2007) as well as
the differential efficiency of their removal (Petrov

et al. 2000; Petrov 2002a,b; Wendel et al. 2002).
Polyploidization and differential proliferation of TEs

are particularly obvious in the case of wheat species
belonging to the closely related Triticum and Aegilops
genera. Rice (Oryza sativa), Brachypodium, and diploid
Triticum or Aegilops species underwent the same whole-
genome duplications (Adams and Wendel 2005; Salse

Sequence data from this article have been deposited with the EMBL/
GenBank Data Libraries under accession nos. AM932680, AM932681,
AM932682, AM932683, AM932684, AM932685, AM932686, AM932687,
AM932688, AM932689.
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et al. 2008), but Triticum or Aegilops genomes are .10
times larger (Bennett and Smith 1991), mainly due to
proliferation of repetitive DNA, which represents .80%
of the genome size (Smith and Flavell 1975; Vedel

and Delseny 1987). Diploid wheat species can differ in
their genome sizes by hundreds or even thousands of
megabases (Bennett and Smith 1976, 1991; http://
data.kew.org/cvalues/homepage.html). For example,
the genome size of Triticum monococcum (6.23 pg) is
1.3 pg greater than that of Triticum urartu (4.93 pg)
(Bennett and Smith 1976, 1991), although these
species diverged ,1.5 million years ago (MYA) (Dvorak

et al. 1993; Huang et al. 2002; Wicker et al. 2003b).
Similarly, the calculated size of the B genome of poly-
ploid wheat species (7 pg) is higher than that of any
diploid wheat species (http://data.kew.org/cvalues/
homepage.html).

The genome size variation within wheat is also
accentuated by frequent allopolyploidization events,
among which two successive events have led to the
formation of the allohexaploid bread wheat Triticum
aestivum (2n ¼ 6x ¼ 42, AABBDD). The first event led
to the formation of the allotetraploid Triticum turgidum
(2n ¼ 4x ¼ 28, AABB) and occurred ,0.5–0.6 MYA
between the diploid species T. urartu (2n¼ 2x¼ 14, AA),
donor of the A genome, and an unidentified diploid
species of the Sitopsis section, donor of the B genome
(Feldman et al. 1995; Blake et al. 1999; Huang et al.
2002; Dvorak et al. 2006). The second allopolyploidiza-
tion event occurred 7000–12,000 years ago, between the
early domesticated tetraploid T. turgidum ssp. dicoccum
and the diploid species Aegilops tauschii (2n¼ 14), donor
of the D genome, resulting in hexaploid wheat (Feldman

et al. 1995).
The amount of available wheat genomic sequences is

very limited, compared to other organisms (reviewed by
Sabot et al. 2005; Stein 2007; http://genome.jouy.
inra.fr/triannot/index.php and http://www.ncbi.nlm.
nih.gov/). Individual bacterial artificial chromosome
(BAC) clones, selected primarily because they con-
tained genes of agronomic interest, have been se-
quenced. Analyses of randomly chosen BAC clones
from wheat have been also performed (Devos et al.
2005), and 2.9 Mb of sequences from a whole-genome
shotgun library of Ae. tauschii were analyzed by Li et al.
(2004). More recently, a detailed analysis of 19,400 BAC-
end sequences of chromosome 3B, representing a
cumulative sequence length of nearly 11 Mb (1.1% of
the estimated chromosome length) was reported (Paux

et al. 2006). Altogether, these sequencing efforts have
confirmed previous estimates of the amount of re-
petitive DNA in the wheat genome (�80%) (Smith

and Flavell 1975; Vedel and Delseny 1987) and have
identified the major types of TEs (Wicker et al. 2002;
Sabot et al. 2005).

Because of the limited genomic sequence informa-
tion, the extent to which various TEs contribute to the

wheat genome and affect its size variation, or how they
are distributed among different genomes, remains un-
explored. Little is known about the dynamics of TEs,
their proliferation processes, and whether they pro-
liferated gradually or in waves of sudden bursts of
insertions. In this study, 10 genomic regions from wheat
chromosome 3B were sequenced and used to constitute,
along with three other genomic sequences, 1.98 Mb of
sequence from the wheat B genome. Transposable
element dynamics and proliferation in these B-genome
sequences were analyzed and compared to those in 3.63
Mb of sequence from 19 genomic regions of the wheat A
genome. Our study provides novel insights into the
dynamics and differential proliferation of TEs as well as
their important role in the evolution and divergence of
the wheat B and A genomes.

MATERIALS AND METHODS

Plant material and genomic DNA isolation: Hexaploid
wheat deletion lines used to map the 10 BAC clones on
different deletion bins of chromosome 3B (see results) were
originally described by Qi et al. (2003) and kindly provided by
Catherine Feuillet (INRA, Clermont-Ferrand, France). Hexa-
ploid wheat genotypes were kindly provided by Joseph Jahier
(INRA, Rennes, France). Tetraploid wheat genotypes were
kindly provided by Moshe Feldman (Weizemann Institute).
Genomic DNA was extracted from leaves as described by
Graner et al. (1990).

Primer design and PCR-based tracing of retrotransposon
insertions: The program Primer3 (Rozen and Skaletsky

2000) was used to design oligonucleotide primers on the basis
of TE–TE or TE-unassigned DNA junctions. We often de-
signed and used several couples (including nested) of PCR
primers. Internal controls (PCR primers designed within the
TE) were also used. Primer sequences are given in supple-
mental Table 1. PCR reactions were carried out in a final
volume of 10 ml with 200 mm of each dNTP, 500 nm each of
forward and reverse primers, 0.2 units Taq polymerase (Perkin
Elmer). PCR amplification was conducted using the following
‘‘touchdown’’ procedure: 14 cycles (30 sec 95�, 30 sec 72�
minus 1� for each cycle, 30 sec 72�), 30 cycles (30 sec 95�, 30 sec
55�, 30 sec 72�), and one additional cycle of 10 min 72�.
Amplification products were visualized using standard 2%
agarose gels.

BAC sequencing, sequence assembly, and annotation: BAC
shotgun sequencing was performed at the Centre National de
Sequencage (Evry, France) essentially as described by Chantret

et al. (2005). Genes, TEs, and other repeats were identified by
computing and integrating results on the basis of BLAST
algorithms (Altschul et al. 1990, 1997), predictor programs,
and different software and procedures, detailed below. Cross-
analysis of the information obtained for genes and TEs as well
as for repeats and unassigned DNA was integrated into
ARTEMIS (Rutherford et al. 2000). Sequence annotation
and analysis were performed as described in supplemental
Method 1. The 10 BAC clone sequences were submitted to
EMBL and under the following accession nos.: TA3B54F7,
AM932680; TA3B63B13, AM932681; TA3B63B7, AM932682;
TA3B81B7, AM932683; TA3B95C9, AM932684; TA3B95F5,
AM932685; TA3B95G2, AM932686; TA3B63C11, AM932687;
TA3B63E4, AM932688; TA3B63N2, AM932689. Accession
numbers for the three publicly available genomic sequences
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from the wheat B genome (Sabot et al. 2005; Gu et al. 2006;
Dvorak et al. 2006) are CT009588, AY368673, DQ267103.

Publicly available genomic sequences from the wheat A
genome: The retained publicly available A-genome sequences
consist of 19 sequenced and well annotated BAC clones or
contigs (SanMiguel et al. 2002; Yan et al. 2002, 2003; Wicker

et al. 2003b; Chantret et al. 2005; Isidore et al. 2005; Dvorak

et al. 2006; Gu et al. 2006; Miller et al. 2006), representing
.3.5 Mb. Accession numbers for the analyzed BAC sequences
are the following: diploid A genome—AF326781, AF488415,
AY146588, AY188331, AY188332, AY188333, AY491681,
AY951944, AY951945, DQ267106, AF459639; tetraploid A
genome—AY146587, AY485644, AY663391, CT009587,
DQ267105; hexaploid A genome—AY663392, CT009586,
DQ537335.

Chromosome 3B BAC clones and fluorescent in situ
hybridization: The 10 BAC clones and/or their subclones were
originally mapped by fluorescence in situ hybridization (FISH)
on flow-sorted 3B chromosomes using the Cot-1 fraction as
blocking DNA to suppress hybridization of repeated sequences
(Dolezel et al. 2004; Safar et al. 2004; M. Kubalakova and
J. Dolezel, personal communication). Further FISH hybrid-
ization experiments were conducted, without Cot-1 DNA, on
mitotic metaphase chromosomes of hexaploid wheat (T.
aestivum) cv. Chinese Spring. The FISH hybridization protocol
is presented in supplemental Method 2.

Estimation of Long Terminal Repeat-retrotransposon in-
sertion dates: For all genomic sequences of the B and A
genomes of wheat, retrotransposon copies with both 59 and 39
long terminal repeats (LTRs), and target-site duplications
(TSD) were considered as corresponding to original inser-
tions and analyzed by comparing their 59 and 39 LTR
sequences. The two LTRs were aligned and the number of
transition and transversion mutations was calculated using
MEGA3 software (Kumar et al. 2004). A mutation rate of 1.3 3
10�8 substitutions/site/year (SanMiguel et al. 1998; Ma et al.
2004; Ma and Bennetzen 2004; Wicker et al. 2005; Gu et al.
2006) was used. The insertion dates and their standard errors
(SE) were estimated using the formula T ¼ K2P/2r (Kimura

1980).
Statistical analysis: All statistical analyses and the different

tests (Kolmogorov–Smirnov, Bootstrap, and probability den-
sity functions) were done with the R-package (http://www.r-
project.org). Kolmogorov–Smirnov tests (Férignac 1962)
were applied to check whether the distribution of insertion
dates of retrotransposons deviates from uniformity, and
whether they are different when comparing different TE
families or superfamilies within and between the B and A
genomes. Probability density of TE insertion dates was es-
timated using Gaussian kernel density estimation (Silverman

1986), taking into account measured standard deviation for
each individual insertion date (Kimura 1980).

RESULTS

Constitution of a genomic sequence data set rep-
resentative of the wheat B genome—analysis of 10 BAC
sequences from the wheat chromosome 3B: Only three
large well-annotated genomic sequences (BAC clones),
representing 0.55 Mb of sequence, were available for the
wheat B genome (Sabot et al. 2005; Dvorak et al. 2006;
Gu et al. 2006). To obtain more representative genomic
sequences, we sequenced and annotated 10 BAC clones
of wheat chromosome 3B, representing 0.15% of the
chromosome length (1.43 Mb) (Figure 1). Detailed

annotation files are deposited at EMBL/GenBank Data
Libraries.

These sequenced genomic regions show a high pro-
portion of TEs, which represent 79.1% of the cumula-
tive sequence length (Figure 1, supplemental Table 2).
Other repeated DNA sequences represent 2.4% and
unassigned DNA sequences account for 17.5% of the
cumulative sequence length.

We conducted gene prediction analysis for the
remaining 18.5% non-TEs and nonrepeated DNA,
using different search programs (see supplemental
Method 1 and supplemental Text 1 for detailed de-
scription). Genes of known and unknown functions or
putative genes were defined on the basis of predictions
and the existence of rice or other Triticeae homologs.
Hypothetical genes were identified on the basis of
prediction programs only. Pseudogenes were not well
predicted and frameshifts need to be introduced within
the coding sequences (CDS) structure to better fit a
putative function on the basis of BLASTX (mainly with
rice). Truncated pseudogenes (genes disrupted by large
insertion or deletion) and highly degenerated CDS
sequences were considered as gene-relics. Combined to-
gether, all these types of gene sequence information
(GSI) account for only 1.0% of the sequence and are
present in seven BAC clones (one or two genes per clone)
while the remaining three BAC clones (TA3B95C9,
TA3B95G2, TA3B63N2) contain no genes (indicated in
Figure 1A and detailed in supplemental Text 1, supple-
mental Table 3, and supplemental Table 4).

Six genes (of known or unknown function) and two
putative genes were identified using the FGENESH
prediction software (http://www.softberry.com) and by
identification of homologs in rice (Figure 1A, supple-
mental Table 3). Six additional ‘‘gene-relics’’ or ‘‘pseu-
dogenes’’ were also identified on the basis of colinearity
with rice (Figure 1A, supplemental Table 3). Finally, 10
CDS, designated as ‘‘hypothetical genes,’’ were identi-
fied according to the FGENESH prediction program
only (Figure 1A, supplemental Table 4).

TE prediction, annotation, classification, and nomen-
clature were performed essentially as suggested by the
unified classification system for eukaryotic TEs (Wicker

et al. 2007) with two modifications. The Athila retro-
transposons were analyzed separately from the other
Gypsy retrotransposons (see also supplemental Methods
1). The Sukkula retrotransposons were considered as
belonging to the Gypsy superfamily because of similar-
ities with the Erika (Gypsy) elements. The 79.1% of TEs
were shown to be composed of a wide variety of TEs,
distributed as follows: 61.9% class I (171 TEs from 48
families), 16.2% class II (113 TEs from 28 families), and
1.0% unclassified TEs (18 TEs from 9 families) (Figure
1). The CACTA TEs represent the majority (96%) of
class II TEs. More details about the TE composition in
the 10 different BAC clones of wheat chromosome 3B
are provided in supplemental Text 2.

Differential Proliferation of Wheat Transposons 1073
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Twenty-one transposable element families, some of
which are present in several copies, were identified for
the first time in this study (Figure 1A, indicated by
arrows). They account for 9.8% by number and 7.9% by
length of the overall sequences. Class I retrotransposons
are the category for which we found the majority of
novel TE families (17). Description of these novel TEs,
their features, and the suggested nomenclature are
presented in supplemental Text 2 and supplemental
Table 5.

The 10 sequenced BAC clones or their subclones
were originally mapped by FISH on flow-sorted 3B
chromosomes, using the Cot � 1 fraction as blocking
DNA to suppress hybridization of repeated sequences
(Dolezel et al. 2004; Safar et al. 2004; M. Kubalakova

and J. Dolezel, personal communication). As described
by Devos et al. (2005) and Paux et al. (2006), specific PCR
markers, based on TE–TE or TE-unassigned DNA junc-
tions, were used to confirm the different BAC clone
map positions on the deletion bins (Qi et al. 2003) of
chromosome 3B (except TA3B63E4) (Figure 1B). Details
of PCR markers and genotyping results are given in
supplemental Table 6.

Representation of transposable elements and the
wheat B genome: Five BAC clone sequences were
publicly available from the B genome of wheat (Sabot

et al. 2005; Dvorak et al. 2006; Gu et al. 2006). Four of
these were sequenced for two orthologous regions in
tetraploid and hexaploid wheat species (one BAC clone

per region and per species) (Sabot et al. 2005; Gu et al.
2006). As they share nearly identical sequences (99%)
with common TE insertions, they were considered as
redundant in our study and only the longest BAC clone
sequences (three in total) were counted in calculation
and appreciation of TE proliferation. These, added to
the above-described 10 genomic region sequences of
wheat chromosome 3B, constitute 1.98 Mb of sequence
from the wheat B genome. Four main TE superfamilies
occupy 66.5% of the analyzed B-genome loci: the Athila
superfamily (54 elements), the Copia superfamily (57
elements), the Gypsy superfamily (79 elements), and the
CACTA superfamily (70 elements) (Table 1). Interest-
ingly, proportions of the Athila, Copia, and Gypsy retro-
transposons (respectively, 10.8, 14.2, and 28.1%) (Table
1) are very similar to estimates based on 11 Mb of the
chromosome 3B sequence BAC end (Paux et al. 2006).
The major deviation concerns the proportion of CACTA
class II TEs, which is higher in the 13 genomic regions
(13.4%) than in the overall BAC-end sequences (4.9%),
probably due to their clustering in some BAC clones
that we have sequenced, such as TA3B54F7 (40.5% of
CACTA TEs) (Figure 1).

The 13 sequences represent only �0.03% of the B
genome. However, statistical tests, using SE as well as a
bootstrap analysis with 10,000 resamplings, confirm the
robustness of estimations of sequence proportions of
the Gypsy, Copia, Athila, and CACTA TE superfamilies
(Table 1). We also evaluated the variation of mean

TABLE 1

Details of TEs from the four most represented superfamilies in 13 genomic regions of the wheat B genome, compared
to publicly available sequences from 19 genomic regions of the wheat A genome

13 genomic regions of the wheat B
genome (1.98 Mb)a

19 publicly available genomic regions of the
wheat A genome (3.63 Mb)b

Athila Copia Gypsy CACTA Athila Copia Gypsy CACTA

Observed number of TEs 54 57 79 70 72 149 123 53
Sequence proportion

(means 6SE)%c

10.8 6 1.6 14.2 6 2.5 28.1 6 3.8 13.4 6 3.3 10.4 6 1.8 21.8 6 1.8 19.7 6 2.9 9.4 6 1.9

Bootstrap means deviationd �0.07 10.02 10.02 �0.05 10.01 �0.02 �0.03 �0.09
Complete TEs with TSD (%) 13 18 39 19 19 60 38 32
Incomplete (truncated) TEs 41 39 40 51 53 89 85 21
LTR-mediated homologous

recombination
Entire TE without TSD 3 7 0 — 0 4 0 —
Solo LTR 4 2 2 — 5 15 9 —
Illegitimate recombination 34 30 38 51 48 70 76 21

Complete TEs/incomplete
(truncated) TEs

0.32 0.46 0.98 0.37 0.36 0.67 0.45 1.52

a This corresponds to 1.43 Mb from the 10 genomic regions sequenced in this study and 0.55 Mb from three other publicly
available genomic regions from Sabot et al. (2005), Gu et al. (2006), and Dvorak et al. (2006). See materials and methods

for BAC clone sequence references.
b Nineteen genomic regions available for the A genome (SanMiguel et al. 2002; Yan et al. 2002, 2003; Wicker et al. 2003b;

Chantret et al. 2005; Isidore et al. 2005; Dvorak et al. 2006; Gu et al. 2006; Miller et al. 2006). See materials and methods

for BAC clone sequence references.
c Relative to cumulative sequence length. SE, standard errors for estimated means.
d Differences between arithmetic means (line above) and bootstrap analysis (Efron 1979) with 10,000 resamplings.

Differential Proliferation of Wheat Transposons 1075



sequence proportions estimated for the four TE super-
families by comparing all possible clone number repre-
sentations and combinations (from 1 to 12 BAC clones)
(Figure 2). Results show that representing the wheat B
genome with a low number of BAC clones results in very
variable proportions of the TE sequences (Figure 2).
These variations decrease significantly by increasing the
number of considered BAC clones (Figure 2). This
confirms the usefulness of our effort in sequencing
more BAC clones for better representation of the wheat
B genome.

It is also interesting to note that direct FISH hybrid-
ization, using the whole BAC clone as a probe, resulted
in dispersed and mostly homogenous signals across all
wheat chromosomes for 8 of all 10 BAC clones of wheat
chromosome 3B (except TA3B63C11 and TA3B54F7)
(Safar et al. 2004 and supplemental Figure 1), thus
confirming sequencing results that show high TE
composition.

Constitution of a genomic sequence data set
representative of the wheat A genome: The publicly
available A-genome sequences that we were able to use
are more abundant and consist of 20 sequenced and
well-annotated BAC clones or contigs. Ten of these were
comparatively sequenced for five orthologous regions
of the wheat A genome at the diploid, tetraploid, and/
or hexaploid levels and were partially overlapping
(Wicker et al. 2003b; Chantret et al. 2005; Isidore

et al. 2005; Dvorak et al. 2006; Gu et al. 2006), while
others were determined at only one ploidy level (mostly
diploid) (SanMiguel et al. 2002; Yan et al. 2002, 2003;
Miller et al. 2006). Comparisons show that no shared
TE insertions were observed between orthologous
regions (from two ploidy levels), except in the region
of the high-molecular-weight (HMW) glutenin gene,
the sequences of which were nearly identical at the
tetraploid and hexaploid levels (Gu et al. 2006). Thus,
we used only the sequence from hexaploid wheat to

represent the HMW glutenin gene region and consid-
ered all the other different orthologous regions (from
different ploidy levels) separately. This led to 19 BAC
clones, representing 3.63 Mb of sequence, that were
analyzed for the wheat A genome.

The Gypsy TEs were found to occupy 19.7%, the Athila
TEs 10.4%, the Copia TEs 21.8%, and the CACTA TEs
9.4% of the cumulative sequence length (Table 1).
Similarly, for the B-genome sequences, we also analyzed
and validated the robustness of the estimation of
sequence proportions of the main TE superfamilies
and their representation of the A genome (Figure 2).
Similar proportions of the Gypsy, Copia, Athila, and
CACTA TEs were found whether the 11 genomic
sequences from the diploid A genome or those de-
termined from A genomes of tetraploid (six regions)
and hexaploid (three regions) wheat species were
considered separately or combined (data not shown).

Comparison of TE sequence proportions and ratios
of complete to truncated copies: Our analysis showed a
significantly higher number of Gypsy retrotransposons
in the wheat B-genome sequences than in the A genome
(Table 1). Conversely, a higher proportion of Copia
retrotransposons is observed in genomic sequences of
the wheat A genome than in the B genome (Table 1).
Proportions of the Athila and CACTA TEs were not
statistically different between the two genomes (Table 1).

Major differences were found between the three main
retrotransposon superfamilies in the ratio of complete
(intact) copies, defined as having both LTRs and target-
site TSD, as compared to degenerated and truncated
copies that resulted from LTR-mediated unequal ho-
mologous recombinations or illegitimate DNA recom-
bination (Devos et al. 2002; Ma et al. 2004; Ma and
Bennetzen 2004; Vitte and Bennetzen 2006) (Table
1). In the B-genome sequences, the Athila and Copia
retrotransposons show low ratios of complete to in-
complete retrotransposons (respectively, 0.32 and 0.46),

Figure 2.—Changes of the coefficient of vari-
ation of proportions (in percentages) of the main
transposable element superfamilies calculated
over all possible BAC clone combinations and
simulated over a size varying from 1 to 12 BAC
clones for the wheat B genome and 1 to 18 for
the wheat A genome (combination size). For
each number of considered BAC clones (x-axis),
sequence proportions (in percentages) were cal-
culated for all possible BAC clone combinations,
and the coefficient of variation between these
proportions was calculated (y-axis).
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whereas the Gypsy retrotransposons show the highest
ratio (0.98) (Table 1). In comparison, the 3.63 Mb of
genomic sequence of the wheat A genome shows a lower
ratio (0.45) of complete to incomplete Gypsy retrotrans-
posons whereas proportions of intact Copia retrotrans-
posons are relatively higher than those observed in the B
genome (0.67) (Table 1). The Athila retrotransposon
ratio in the A genome is comparable to the ratio in the B
genome (0.36 and 0.32, respectively).

CACTA TE original insertions are characterized by
the ‘‘CACTA’’ sequence and 3-bp TSD sequence motifs
surrounding terminal inverted repeats (TIR) at both
ends. We used these signatures to define complete
CACTA copies, where the ‘‘CACTA,’’ TIR, and TSD
sequence motifs are observed at both ends, and trun-
cated copies, where the ‘‘CACTA’’ and TSD motifs are
absent from one or both ends. The ratio of complete to
incomplete copies of the CACTA class II TEs was about
five times lower in the wheat B genome (ratio of 0.37)
than in the A genome (ratio of 1.52) (Table 1).

Insertion dates and proliferation of LTR retrotrans-
posons: To understand differences in sequence propor-
tions and the ratios of complete to truncated copies
between retrotransposon superfamilies, as well as be-
tween the B and A genomes, we compared TE pro-
liferation periods and rates.

The two LTRs are identical at the time of retrotrans-
poson insertion and their sequence divergence reflects
time lapsed since the insertion (SanMiguel et al. 1998).
Several studies have shown that LTRs evolve at approx-
imately twice the rate of genes and UTR regions, and we
used a rate of 1.3 3 10�8 substitutions/site/year (Ma

et al. 2004; Ma and Bennetzen 2004; Wicker et al. 2005;
Gu et al. 2006).

We calculated the LTR divergence and dates of
insertion of the Athila, Copia, and Gypsy retrotransposon
(complete copies with both LTRs and TSD) found in the
wheat B and A genomes (Figure 3). Such TE insertion
dates offer a very important insight into the relative
timing of various events, regardless of the approaches
used to estimate nucleotide substitution rates or the
molecular clock calibration points used in these
calculations.

The vast majority of complete retrotransposons in the
B and A genomes of wheat (86 and 92%, respectively)
were estimated to be ,3 million years old (Figure 2) in
agreement with several previous studies of grasses and
other plants species (SanMiguel et al. 1998, 2002;
Wicker et al. 2003b, 2005; Gao et al. 2004; Ma et al.
2004; Du et al. 2006; Piegu et al. 2006; Wicker and
Keller 2007). This is explained by the fact that LTR
retrotransposons are continuously removed by unequal
homologous recombination and illegitimate DNA re-
combination as new ones are inserted (Vicient et al.
1999; Devos et al. 2002; Ma et al. 2004; Pereira 2004).
Insertion of the Egug element (RLGa_Egug_TA3B95C9-
1 �5 MYA; divergence of 0.131) is the oldest such event

found in our study and the most recent one is the
Sukkula insertion (RLG_Sukkula_TA3B63B7-2) for which
only a 1-base indel differentiates the two LTRs of 4192/
4193 bp.

Comparison of LTR divergence dates revealed that
different LTR–retrotransposon superfamilies and fam-
ilies proliferated at different periods and rates during
evolution of the wheat B and A genomes (Figure 3). We
applied Kolmogorov–Smirnov tests to check whether
within the last 3 million years (0.078 divergence) the
distribution of insertion dates of retrotransposons
deviates from uniformity (thus confirming a burst of
higher proliferation), and whether these dates are
different when comparing different retrotransposon
families or superfamilies within and between the wheat
B and A genomes (thus illustrating differential pro-
liferation). This was done for all complete copies of the
three main retrotransposon superfamilies as well as for
the most abundant retrotransposon families (nine) that
have five or more complete copies in the B and/or A
genomes (Figure 3).

Superfamily level comparison: The combination of
all complete retrotransposon copies at the superfamily
level (Figure 3A) indicated that the distribution of the
Gypsy retrotransposon insertion dates in both B and A
genomes and that of Copia retrotransposons in the A
genome were significantly different from uniform
(P-value ,0.01) because of their higher proliferation
during the last 2 million years (Figure 3A). Proliferation
of the Copia retrotransposons in the B genome was
uniform and low all across the 3-million-year period,
whereas proliferation of the Athila retrotransposons was
different from a uniform distribution in both genomes
at P-value ,0.1.

One possible reason for the non-uniform distribu-
tions of retrotransposon insertion dates within the 3-
million-year period is because older insertions are more
likely to be removed (completely or partially) from the
genome (see above). Therefore, we checked whether
distributions of insertions are significantly different
from a uniform distribution for the most recent period
of evolution during which the impact of DNA removal
should be lower. To carry out this analysis, we divided the
LTR–retrotransposon insertions according to the me-
dian (of their distribution) that varies depending on the
retrotransposon superfamily and family (Figure 3A,
gray circle). Kolmogorov–Smirnov (Férignac 1962)
tests were then conducted on half of the complete
copies, which show the most recent insertion dates.
Distribution of insertion dates of the Gypsy retrotrans-
posons in the wheat B genome and that of the Copia
retrotransposons in the B and A genomes can be
considered as uniform (P-value .0.05, Figure 3A),
indicating that they have constantly proliferated during
this most recent period. In contrast, the distribution of
Athila retrotransposons in the wheat B and A genomes
and that of Gypsy retrotransposons in the A genome

Differential Proliferation of Wheat Transposons 1077
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are not uniform (P-value ,0.05, Figure 3A), consistent
with a decreasing proliferation during the most recent
period.

Comparison of the proliferation of the three retro-
transposon superfamilies shows that distribution of the
Athila retrotransposons is statistically different from
that of the Gypsy retrotransposons (Figure 3A, P-value
,0.05) in the B genome. The Athila distribution is
significantly different from that of the Gypsy and Copia
retrotransposons (Figure 3A, P-value ,0.05) in the A
genome.

Comparison of the distributions of the three retro-
transposon superfamilies between the B and A genomes
shows that Copia distributions are significantly different
(Figure 3A, P-value ¼ 0.628) due to their higher
proliferation and more recent insertions in the A
genome. Both genomes show similar old distribution
of the Athila retrotransposons (Figure 3A). Distributions
of the Gypsy retrotransposons were not statistically
different between the two genomes for the entire 3-
million-year period (Figure 3A, P-value .0.05). How-
ever, separate Kolmogorov–Smirnov tests for the most
recent period show that these have proliferated less in
the wheat A genome (P-value¼ 0.052, Figure 3A), unlike
in the wheat B genome (P-value ¼ 0.38, Figure 3A).

Distribution of the most abundant retrotransposon
families: Some specific retrotransposon families were
abundant in the B and/or A genomes. This is the case
of the Angela and Wis families, together representing
72 and 85% of the Copia superfamily in the B and A
genomes, respectively (Figure 3B). This is also the case
of the Sabrina family representing 62 and 63% of the
Athila superfamily in the B and A genomes, respectively
(Figure 3B). There are more families that compose the
Gypsy retrotransposon superfamily, the most abundant
being Fatima, representing 25% in both genomes
(Figure 3B).

Kolmogorov–Smirnov tests show nonsignificant devi-
ations (P-value .0.05) from uniform distributions for
all nine retrotransposon families (with five or more
observed complete copies in at least one genome), with
the exception of the Jeli (Gypsy) elements in the B
genome and the Angela (Copia) elements in the A
genome, which have more recently proliferated (Figure
3B). Separate analysis for the most recent period,
corresponding to half of the complete copies, shows
that, as expected from the superfamily-level analysis, the
Wham family in the A genome and the Sabrina family in
the B genome have not recently proliferated (P-value
,0.05, Figure 3B).

Distribution of insertion dates of the Wham and
Sabrina families is different from almost all the other
seven families within and between the B and A genomes
(P-value ,0.05). Distribution of insertion dates of the
Angela family in the wheat A genome is statistically
different (P-value ,0.05) from that of the Fatima family
in both genomes. Distributions of insertion dates of the

remaining families do not show statistical differences
(P-value .0.05) within and between the wheat B and
A genomes (Figure 3B).

Moreover, some retrotransposon families were abun-
dant and present in several complete copies in only one
genome (Romani, Daniela, Erika, and Wham for the A
genome; Egug and Jeli for the B genome) but absent or
presenting few copies in the other (Figure 3B). It is
likely that this corresponds to differential proliferation
of the considered retrotransposons, as different copies
were detected in different genomic regions of wheat B
or A genomes.

LTR–retrotransposon proliferation was neither en-
hanced nor repressed by the allotetraploidization
event: The allotetraploidization event that brought
the B and A genomes of wheat together in one nucleus
was estimated to occur no more than 0.5–0.06 MYA
(Huang et al. 2002; Dvorak et al. 2006; Chalupska et al.
2008). This corresponds to a divergence interval of
0.013–0.016, using the corrected rate of 1.3 3 10�8

substitutions/site/year for more rapid divergence of
LTRs (Ma et al. 2004; Ma and Bennetzen 2004; Dvorak

et al. 2006).
Comparisons show that retrotransposon insertions

continued in wheat B and A genomes during the last
0.5–0.6 million years, apparently without being en-
hanced nor repressed by the allotetraploidization event
(Figure 3). For example, analysis of genomic sequences
available from the three ploidy levels of the A genome
does not show differences in proliferation periods and
rates of retrotransposons (Figure 3).

To check the accuracy of these observations and to
calibrate the divergence rate used for coding sequences,
on one hand, and that used for LTRs of retrotransposons,
on the other hand, we traced several retrotransposons for
their insertion prior or posterior to the allopolyploidiza-
tion event. A PCR-based tracing strategy, derived from the
retrotransposon-based insertion polymorphism method
(Flavell et al. 1998; Devos et al. 2005; Paux et al. 2006),
was developed for 21 retrotransposon insertions from the
B genome, sampled as having different estimated in-
sertion dates (Figure 3, indicated by gray triangles). It
simply relies on primers designed in both the retrotrans-
poson and its flanking sequences (either unassigned
DNA or an older preinserted TE sequence) so that PCR
amplification will be specific to the retrotransposon
insertion. As the diploid wheat species donor of the B
genome is unknown (Feldman et al. 1995; Blake et al.
1999; Huang et al. 2002), we analyzed the occurrence
(i.e., presence or absence) of the 21 retrotransposon
insertions in hexaploid (T. aestivum) and tetraploid (T.
turgidum) wheat genotypes, which carry the wheat B
genome. Examples of PCR-based tracing of the 21
original retrotransposon insertions in the wheat geno-
types compared with their estimated insertion dates
(6SE) are presented in Figure 4. Full tracing results
are supplied in supplemental Table 7 and sequences of

Differential Proliferation of Wheat Transposons 1079



the PCR primers in supplemental Table 1. With the
exception of Jeli_TA3B95C9-1, all the other 7 most
recently inserted retrotransposons, which have calcu-
lated insertion date intervals (means 6SE) equal to or
less than the 0.5–0.6 MYA interval (divergence 0.013–
0.016), were detected in some but not all genotypes
carrying the B genome, suggesting their occurrence after
the tetraploidization event (Figure 4 and supplemental
Table 7). In contrast, all 13 retrotransposon insertions,
which have calculated insertion intervals (means 6SE)
.0.7 MYA, were detected in all tested genotypes carrying
the B genome, suggesting their occurrence prior to the
allotetraploidization event (Figure 4 and supplemental
Table 7). Given the uncertainty in calculating intervals of
insertion dates, the PCR-based tracing method confirms
the calibration of LTR divergence on that of gene di-

vergence. More importantly, it also confirms that retro-
transpositions (insertions) were not enhanced or
repressed by the alloteraploidization event.

Relative proliferation periods of the CACTA class II
transposable elements: The CACTA class II DNA TEs
represent an important proportion of the B- and A-
genome sequences (13.4 and 9.4%, respectively). As for
the main LTR–retrotransposon superfamilies, ratios of
complete to truncated copies are very different for B
(0.37) and A (1.52) genomes (Table 1). In contrast to
LTR retrotransposons, the CACTA TEs do not have long
repeats or other features, which would allow determi-
nation of their insertion dates on the basis of sequence
divergence. Therefore, their proliferation periods and
rates were evaluated indirectly, relative to their level of
insertions into or by other CACTA TEs and, more

Figure 4.—PCR-based tracing
of series of retrotransposons, in-
serted at different dates in wheat
chromosome 3B across a collec-
tion of wheat tetraploid (T. turgid-
um) and hexaploid (T. aestivum)
genotypes. Averages and intervals
(means 6SE) of retrotransposon
insertion dates are presented.
The interval of the allotetraploid-
ization event (0.5–0.6 MYA), cal-
culated according to gene
sequence divergence (Huang

et al. 2002; Dvorak et al. 2006;
Chalupska et al. 2008), is in gray.
Retrotransposons for which inser-
tion dates were estimated on the
basis of divergence of their LTR
prior to the tetraploidization
event were generally detected in
almost all genotypes, whereas
those posterior to the tetraploid-
ization event were detected in on-
ly some genotypes. Gels show
PCR-based detection of insertion
of RLC_Alixa_TA3B95C9-1 (into
DTC_Caspar_TA3B95C9-1) in all
tested genotypes, except one
and insertion of RLG_Nathalia_
TA3B63E4-1 (into DTC_Vincent_
TA3B63E4-2) in some genotypes.
Primer sequences, details of inser-
tion dates (averages and inter-
vals), and PCR-based detection
in different wheat genotypes are
given in supplemental Table 1
and supplemental Table 7.
AABBDD (hexaploid wheat acces-
sions): -1—T. aestivum cv. Renan;

-2—T. aestivum cv. Chinese Spring; -3—T. aestivum spelta, Erge 27216; -4—T. aestivum spelta, Erge 2776; -5—T. aestivum spelta, Erge
2771; -6—T. aestivum spelta Rouquin, Erge 6329; -7—T. aestivum macha 1793, Erge 27240; -8—T. aestivum compactum rufulum 71V,
Erge 26786; -9—T. aestivum compactum crebicum 72V, Erge 26787; -10—T. aestivum compactum clavatum 73V, Erge 26788; -11—T.
aestivum compactum icterinum 74V, Erge 26789; -12—T. aestivum compactum erinaceum 75V, Erge 26790; -13—T. aestivum sphaer-
ococcum tumidum perciv globosum, Erge 27016; -14—T. aestivum cv. Soisson. AABB (T. turgidum, tetraploid wheat accessions):
-15—T. turgidum durum cv. Langdon; -16—T. turgidum durum; -17—T. turgidum dicoccum, -18—T. turgidum dicoccoides; -19—T.
turgidum polinicum; -20—T. turgidum turgidum.
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importantly, by elements of the three main LTR–
retrotransposon superfamilies for which proliferation
periods and rates were evaluated on the basis of the
dates of insertions (described above). This was calcu-
lated for all CACTA TE copies as well as for complete
and truncated copies separately (Table 2).

In the wheat B genome, the majority of CACTA TE
insertions (mainly those detected as truncated copies)
occurred in DNA annotated as unassigned (Table 2).
For the rest, significantly higher insertions of CACTA
TEs into Athila and other CACTA TEs than into Copia
and Gypsy retrotransposons were observed. The two
latter retrotransposon superfamilies were significantly
more inserted into, rather than by, CACTA TEs (Table
2). These observations indicate that proliferation of the
CACTA TEs in the B genome of wheat started before,
and continued during and after Athila retrotransposon
proliferation, whereas very few insertions occurred
during the last waves of high proliferation of Copia
and Gypsy.

Similarly, a high level of insertions into unassigned
DNA was observed for the CACTA TEs in the A genome.
However, for the remaining insertions, no clear period
of proliferation could be determined as these show
similar levels of insertions into or by all other TE
superfamilies (Table 2). These observations, combined
with the observed higher level of complete copies (Table
1), suggest that the CACTA TE proliferation continued
in the wheat A genome during the last waves of pro-
liferation of Copia and Gypsy, unlike those in the B
genome.

DISCUSSION

To constitute representative genomic sequences of
the wheat B genome, in this study we have sequenced 10
BAC clones of the chromosome 3B, representing the
most important number of genomic regions sequenced
for a single wheat chromosome and a cumulative
sequence length of 1.429 Mb (0.15% of the chromosome
length). As expected, TE proliferation was pronounced
(representing 79.1%). Five of these were revealed as
gene-containing BAC clones at a density of one or two
genes per clone; two other BAC clones contain gene
relics or pseudogenes, whereas the three remaining
BAC clones were missing genes. This confirms the
previous conclusion about the more random distribu-
tion of genes on the wheat genome (Devos et al. 2005).
Interestingly and in comparison with rice, a high level
of ‘‘truncated genes’’ was revealed [six gene relic or
pseudogenes, several of which because of TE insertions
(three confirmed cases)]. If the confirmed gene num-
ber (excluding hypothetical genes) identified in the
1.43-Mb sequences (eight) is extrapolated to the whole
wheat chromosome 3B of 1 Gb estimated size, then 5594
genes might be present. A slightly higher number
(6000) was calculated from BAC-end sequence analysis
(Paux et al. 2006).

Representation of transposable elements: In this
study, TE dynamics, proliferation, and evolutionary
pathways were analyzed and compared in 1.98 Mb of
sequence from 13 BAC clones of the wheat B genome
and 3.63 Mb of sequence from 19 BAC clones of the

TABLE 2

Associations of CACTA transposable elements with the four most represented TE superfamilies and other DNA sequence classes in
13 genomic regions of the wheat B genome and 19 publicly available genomic sequences of the wheat A genome

13 genomic regions of the wheat B
genome (1.98 Mb)a

19 publicly available genomic regions of the
wheat A genome (3.63 Mb)b

DNA sequence classes

CACTA TEs inserted
into other DNA

sequencesc

Other DNA sequences
inserted into
CACTA TEsc

CACTA TEs inserted
into other DNA

sequences

Other DNA sequences
inserted into
CACTA TEs

Athila TEs 12: 4/8 6: 0/6 7: 7/0 0: 0/0
Copia TEs 1: 0/1 5: 0/5 10: 7/3 8: 6/2
Gypsy TEs 1: 1/0 6: 0/6 5: 4/1 6: 5/1
CACTA TEs 7: 4/3 6: 1/5 4: 4/0 3: 3/0
Other TEs 3: 3/0 0: 0/0 2: 1/1 0: 0/0
Unclear TE associationsd 2: 0/2 2: 0/2 4: 0/4 4: 0/0
Unassigned DNA 44: 7/37 — 21: 9/12 —
Total 70: 19/51 25: 1/24 53: 32/21 21: 14/7

a This corresponds to 1.43 Mb from the 10 genomic regions sequenced in this study and 0.55 Mb from three other publicly
available genomic regions from Sabot et al. (2005), Gu et al. (2006), and Dvorak et al. (2006). See materials and methods

for BAC clone sequence references.
b Nineteen genomic regions available for the A genome (SanMiguel et al. 2002; Yan et al. 2002, 2003; Wicker et al. 2003b;

Chantret et al. 2005; Isidore et al. 2005; Dvorak et al. 2006; Gu et al. 2006; Miller et al. 2006). See materials and methods

for BAC clone sequence references.
c Results are as follows: total CACTA TE copies: complete CACTA TE copies/truncated CACTA TE copies.
d From cases where we cannot be certain that a CACTA TE is inserted into or by another TE element.
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wheat A genome. These genomic sequences represent
very small fractions (,0.03%) of their respective ge-
nomes. Nevertheless, it has been argued that, for
studying abundant repeats, sequencing and annotation
of a small proportion of the genome can be represen-
tative (Brenner et al. 1993; Vitte and Bennetzen 2006;
Liu et al. 2007). We have been able to confirm the
adequate representation where less variation in the
proportion of the main TE superfamilies was observed
when analyzing a large number of BAC clones (Figure
2). Interestingly, TE proportions observed in the 13
genomic regions of the B genome of wheat are similar to
those obtained from 11 Mb of BAC-end sequences
of wheat chromosome 3B (Paux et al. 2006). Similarly,
TE proportions were not significantly different for the
wheat A genome when they were compared with the
different ploidy levels (see results).

Although they are representative of abundant wheat
TEs available in the TREP database (Wicker et al. 2002;
http://wheat.pw.usda.gov.ITMI/Repeats), the class I and
class II TEs observed in the genomic sequences of the
wheat B and A genomes may not cover all wheat TEs. It
is expected that more wheat TEs will be identified, as
more wheat genomic sequences will become available.
This is particularly supported by the identification in
this study of .21 different novel TE families, most of
which (17) are retrotransposons. We also believe that
low-copy TEs and those that tend to ‘‘compartmentalize’’
in specific regions, such as pericentromeric heterochro-
matin regions (which is not the case in our regions),
would be missed, over-, or underrepresented in this
study (Ma and Bennetzen 2006; Liu et al. 2007). This
could be the case for the CACTA TEs, which show the
highest variation in sequence proportion between re-
gions because they tend to be clustered in the Triticeae
genomes (our unpublished results and Wicker et al.
2003a, 2005).

Transposable elements proliferated differentially in
the B and A genomes of wheat: Abundance of TEs
varies widely across different organisms. Human (Homo
sapiens) DNA is composed of 45% (Lander et al. 2001)
repetitive sequences, Drosophila melanogaster of 3.9%
(Kaminker et al. 2002), and maize of 67% (Haberer

et al. 2005; Liu et al. 2007) whereas TE content in the
wheat genomic sequences analyzed in this study or in
other studies (Li et al. 2004; Gu et al. 2006; Paux et al.
2006) is �80%. Proportions of different classes of TEs
also vary among organisms. Class II TEs are almost .10
times less abundant than class I TEs and constitute a
small fraction (,2%) of the human, rice (Piegu et al.
2006), maize (Kronmiller and Wise 2008), Arabidop-
sis, and cotton (Hawkins et al. 2006) genomes. In
comparison, class II TE abundance is relatively high in
the wheat B and A genomes (14.1 and 9.9%, respec-
tively), the majority of which (95%) are CACTA TEs,
which are particularly abundant in the Triticeae ge-
nomes (Wicker et al. 2003a, 2005). Class I retrotrans-

poson abundance is relatively high in several plant
genomes, 58.7 and 56.6% estimated in this study for
the wheat B and A genomes, respectively; 40–50% in
cotton species (Hawkins et al. 2006); 35–60% in rice
species (Piegu et al. 2006); and 64% in maize (Liu et al.
2007; Kronmiller and Wise 2008).

In this study, combination of TE sequence analysis
and classification, comparison of proportions of com-
plete to incomplete copies, TE insertion date estima-
tions, and PCR-based tracing of insertions allow us to
compare TE proliferation periods and rates in the wheat
B and A genomes (Figure 5). It is evident that TEs
appear to proliferate differentially in waves of high
activity followed by periods of low activity (Figure 5).
Both genomes show similar rates and relatively old
proliferation periods for the Athila retrotransposons
(Figure 5). However, the Copia retrotransposons have
proliferated relatively more recently in the A genome
whereas a more recent Gypsy proliferation is observed
in the B genome. Due to their biology and replication
mechanism, it was not possible to directly estimate the
CACTA class II TE insertion dates. We have estimated
their proliferation periods and rates relative to that of
the three main LTR retrotransposon superfamilies. In
the wheat B genome, the CACTA TE high proliferation
period started before and overlaps with that of the Athila
retrotransposons. In the wheat A genome, in addition to
the relatively old proliferation similar to that in the B
genome, CACTA TEs continued to proliferate during
the same period as Gypsy and Copia retrotransposons.
Determining the ancient proliferation periods of
CACTA TEs partially explains why CACTA TEs often
tend to be clustered together (see results and Wicker

et al. 2003a, 2005), although they were detected in
almost all analyzed BAC clones. Differential prolifera-
tion of TEs provides a valid explanation for the size
variation of closely related wheat genomes (Bennett

and Smith 1976, 1991; http://data.kew.org/cvalues/
homepage.html).

Four families (Angela, Wis, Sabrina, Fatima) were
abundant, representing the majority of LTR retrotrans-
posons in the B and A genomes of wheat, some of which
proliferated differentially (see results). Proliferation
of specific types of TEs in specific genomes (or
species), leading to rapid genome size variation and
sequence divergence, has also been observed in other
plant species. Analysis of maize (Zea mays) genomic
sequences suggests that the high percentage of LTR
retrotransposons is due to proliferation of only a few
families of TEs (Meyers et al. 2001; Liu et al. 2007;
Kronmiller and Wise 2008). Similarly, comparison of
TE proportions between various cotton species (Gos-
sypium species) revealed differential lineage-specific
expansion of various LTR–retrotransposon superfami-
lies and families, leading to threefold genome size
differences (Hawkins et al. 2006). Species-specific
differential retrotransposon expansions are also the
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cause of the size doubling of the Oryza australiensis
genome as compared to cultivated rice (O. sativa)
(Piegu et al. 2006).

This is the first time that dynamics as well as pro-
liferation periods and rates of TEs have been compared
between two closely related wheat genomes. This was
possible only because in this study we sequenced 10
different genomic regions that constituted a genomic
sequence data set representative of the wheat B
genome. For the wheat A genome, more representative
genomic sequence data were rendered publicly avail-
able. There have been initial attempts to evaluate TE
proliferation in the wheat genomes. Li et al. (2004)
analyzed the D genome of the diploid Ae. tauschii and
showed that the copy number of most TEs have
increased gradually following polyploidization. How-
ever, they used dot blots, which are not very accurate.
Sabot et al. (2005) have updated TE annotation in
wheat genomic sequences and reported their compo-
sition and distribution in relation to genes. They
suggested that Copia TEs have been most active in the
wheat A, B, and D genomes, combined together (Sabot

et al. 2005). Accurate comparison of dynamics as well as
proliferation periods and rates between individual
genomes of wheat could not be conducted in the study
of Sabot et al. (2005) as, in the genomic sequences
available at that time, the A genome was overrepre-
sented whereas the B genome was underrepresented.
By using more representative genomic sequences in
this study, we showed the more recent activation of the
Copia and CACTA TEs in the wheat A genome but not
in the B genome in which a more recent Gypsy pro-
liferation is observed. Overrepresentation of the A-

genome sequences in the study of Sabot et al. (2005)
may explain the reason why they found that Copia TEs
have been most active in the wheat A, B, and D genomes
combined together. Thus our analysis, using represen-
tative sequence data sets, for the first time shows
differential proliferation of TEs between the wheat A
and B genomes and illustrates the inadequacy of
combining sequence data sets from different genomes
as was previously done.

Neither enhancement nor repression of transpos-
able element proliferation following allotetraploidiza-
tion: As estimated from their insertion dates and
confirmed by PCR-based tracing analysis, the majority
of the differential proliferation of TEs in B and A
genomes of wheat (87% and 83, respectively) occurred
prior to the allotetraploidization event that brought
them together in T. turgidum and T. aestivum ,0.5 MYA
(Huang et al. 2002; Dvorak et al. 2006; Chalupska et al.
2008). More importantly, the allotetraploidization event
appears to have neither enhanced nor repressed retro-
transpositions. We suggest that, in addition to the Ph1
gene preventing homeologous recombination (Griffiths

et al. 2006), differential proliferation of TEs has also
contributed to the rapid divergence of the B and A
genomes of the wheat diploid progenitors and the
relative stability of the natural wheat allopolyploids that
occurs thereafter.

Different levels of stability, estimated as elimination
of DNA sequences, were observed in newly synthesized
wheat allopolyploids, depending on wheat genome
combinations (Feldman and Levy 2005 and our un-
published results). The natural wheat allopolyploids
combining the B and A genomes are relatively stable

Figure 5.—Proliferation peri-
odsandratesofthemainretrotrans-
poson superfamilies in the wheat B
and A genomes. Expressed as prob-
ability density functions, where the
area under each curve was calcu-
lated on the basis of the estimated
insertion dates of retrotransposons
(in Figure 3) and their correspond-
ing standard errors, using Gaussian
kerneldensityestimation(Silverman

1986). The curves have been scaled
with respect to the number of ob-
servations, so that the sum of their
areas (given for each retrotranspo-
son superfamily in the key) equals
the probability of 1 and compari-
sons between genomes and retro-
transposon superfamilies can be
performed. When calculated stan-
dard errors were very low, a mini-
mum value of 80,000 years
(corresponding to 0.002 diver-
gence) was used. The shaded field
is due to uncertainty in very recent
insertion date estimations.
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and cannot be exactly resynthesized because the diploid
progenitor of the B genome is unidentified (Feldman

et al. 1995; Blake et al. 1999; Huang et al. 2002; Dvorak

et al. 2006). Nevertheless, by studying a synthetic wheat
allotetraploid combining the A and S genomes (the
closest identified diploid relatives to the progenitors of
the A and of the B genomes of natural wheat poly-
ploids), Kashkush et al. (2003) reported on transcrip-
tional activation of the Wis LTR retrotransposon but not
its transposition following allotetraploidization. This
is in agreement with the lack of enhancement of trans-
positions observed in this study in wheat natural
allopolyploids combining the A and B genomes. Com-
paratively, less TE proliferation, estimated as the in-
creased rate of deletions and the decreased rate of
insertions, was recently observed in the cotton polyploid
species Gossypium hirsutum as compared to its diploid
progenitors Gossypium arboretum and Gossypium raimondii
(Grover et al. 2008).

Apparent transposable element proliferation as a
balance between two evolutionary forces: TEs ‘‘trans-
position’’ and also their removal: As in this study, the
vast majority of complete retrotransposons studied so
far were also estimated to be ,3 million years old
(SanMiguel et al. 1998, 2002; Wicker et al. 2003b, 2005;
Gao et al. 2004; Ma et al. 2004; Du et al. 2006; Piegu et al.
2006; Wicker and Keller 2007). These findings imply
that there are mechanisms of active deletion of LTR
retrotransposons from the genome, such as unequal
homologous recombination and illegitimate recombina-
tion (Vicient et al. 1999; Devos et al. 2002; Ma et al. 2004;
Pereira 2004). Proliferation periods and rates estimated
for TEs at a given evolutionary period are the result of
both antagonist evolutionary forces: TE insertion activity
(transpositions) (Bennetzen and Kellogg 1997) and
the removal of TEs (Petrov et al. 2000; Petrov 2002a).
Thus, it is not clear whether the insertions and/or
truncation (removal) rates of TEs are constant or vary
during genome evolution. The ‘‘burst of insertions’’
described for TEs could correspond to periods of (i)
high insertion activity, (ii) low rates of TE removal, and/
or (iii) combinations of both evolutionary forces.

The fact that Copia retrotransposons have been active
until recently in the Arabidopsis thaliana genome allowed
Pereira (2004) to calculate the rate of their elimination
(or half-life) as 472,000 years, outside of centromeric
regions. Using this method and assuming that repetitive
sequences are removed from the genome at a constant
rate, a higher half-life (79,000 years) was calculated for
Copia removal in rice (Wicker and Keller 2007). As the
insertion-date distribution of Copia retrotransposons in
Triticeae (wheat and barley) is not exponential, Wicker

and Keller (2007) suggested that their half-life is much
longer than in rice, thus representing a major differ-
ence between small and large genomes of plants.
Similar distributions are observed in our study for all
three retrotransposon superfamilies in both B and A

genomes of wheat. Our analysis suggests that lower
proliferation of the LTR retrotransposons during the
most recent period could account for these apparent
nonexponential distributions of insertion dates (in-
cluding Copia retrotransposons) (Figure 5).

Our study clearly shows that, during their evolution,
specific types of TEs have undergone differential pro-
liferation in specific wheat genomes (or species) but not
in others, leading to rapid sequence divergence. Little
is known about the mechanistic causes that lead to
differential proliferation of a single or related group of
TEs across the genome of a specific species. These rapid
TE expansions could correspond to periods of relaxed
selection pressure such as genome duplication, inter-
specific hybridizations (although this was not revealed
in our study), or stress conditions. It is also possible that
TE proliferation could be caused by advantageous
mutations in the TE sequence. A third alternative is
differential deregulation of epigenetic silencing that
allows specific TE families to proliferate in specific
genomes.
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III  Résultats complémentaires  

III.1  ‘Supplemental Data’ en ligne de l’Article 1  

En complément du texte principal, l’Article 1 présente également de nombreux 

résultats complémentaires, sous la forme de ‘Supplemental Data’, mises à disposition sur le 

site de l’éditeur. J’ai repris ici ces résultats en les présentant selon trois axes : l’annotation des 

séquences des 10 clones BAC du chromosome 3B, la cartographie des clones BAC par 

hybridation cytogénétique in situ (FISH) et les résultats des analyses PCR portant sur le 

traçage de la dynamique insertionnelle des TEs dans une collection de lignées de blés et sur le 

‘mapping’ des clones BACs sur les BINs de délétions du chromosome 3B.   

III.1.1 Annotation des séquences de 10 clones BAC du chromosome3B 

Les séquences des 10 clones BAC du chromosome 3B ont été annotées selon la 

méthode décrite dans le chapitre ‘Matériels et Méthodes d’annotation’ de la thèse. Ces 

‘Supplemental Data’ présentent le détail de l’ensemble de ces annotations et des résultats 

correspondant aux niveaux des gènes (Supplemental Text 1) et des TEs (Supplemental Text 

2). Ils s’appuient sur des tableaux présentant la proportion précise des différentes types de 

séquences (Supplemental Table 2), le détail de l’annotation des gènes et de leur 

classification (Supplemental Table 3 et Supplemental Table 4) et la caractérisation des 

nouveaux TEs identifiés dans ces séquences (Supplemental Table 5).  



DNA Sequence classes 
Count 

(number) 
Cumulative 

size (bp) Proportion (%) 
Transposable elements    

ClassI 171 884,291 61.9% 
   Athila 37 154,791 10.8% 
   Copia 45 209,605 14.7% 
   Gypsy 57 439,932 30.8% 
   LTR (unknown) 10 46,259 3.2% 
   LINE 17 31,402 2.2% 
   Other (unknown) 5 2,302 0.2% 

Class II 113 231,687 16.2% 
   CACTA 54 221,563 15.5% 
   MITE 56 7,156 0.5% 
   LITE 3 2,968 0.2% 

Unclassified 18 14,271 1.0% 
    
Other Repeat 58 34,373 2.4% 
    
    
Gene related sequences 
(GRS) 23 13,826 1.0% 
   Known 3 3,811 0.3% 
   Unknown 3 2,157 0.2% 
   Putative 2 1,066 0.1% 
   Pseudogenes 1 798 0.1% 
   Relics 4 1,371 0.1% 
   Hypothetical 10 4,623 0.3% 
    
Unassigned DNA  250,376 17.5% 
 
Total Length  1,432,824  

 

Supplemental Table 2A. Overall sequence class proportion of 10 
sequenced BAC clones of wheat chromosome 3B.
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Supplemental Text 1. Sequence annotation of 10 BAC clones from wheat 

chromosome 3B: Gene prediction, description and synteny with rice. 
 

We conducted gene prediction analysis for the remaining 18.5% non-TEs and non-

repeated DNA, using different search programs (see Supplemental Method 1 for detailed 

annotation method). Genes of known and unknown functions, or putative genes were 

defined based on predictions and the existence of rice or other Triticeae homologs. 

Hypothetical genes were identified based on prediction programs only. Pseudogenes 

were not well predicted and frameshifts need to be introduced within the CDS structure to 

better fit a putative function based on BLASTX (mainly with rice). Truncated 

pseudogenes (genes disrupted by large insertion or deletion) and highly degenerated CDS 

sequences were considered as gene-relics.  

Combined together, all these types of gene sequence information (GSI) account for only 

1.0% of the sequence and are present in seven BAC clones (one or two genes per clone) 

while the remaining three BAC clones (TA3B95C9, TA3B95G2, TA3B63N2) contain no 

genes (indicated in Figure 1A, Supplemental Table 3 and Supplemental Table 4). 

Six genes (of known and unknown functions), and 2 putative genes were detected on 5 of 

the BAC clones (indicated on Figure 1A and detailed in Supplemental Table 3): BAC 

clone TA3B63B13 contains two genes of known functions, one of which was 

incompletely sequenced (located on the end of the BAC clone), BAC clone TA3B81B7 

one putative gene, BAC clone TA3B95F5 one putative and two other genes of unknown 

functions, BAC clone TA3B63C11 one known gene and BAC clone TA3B63E4 one 

incompletely sequenced gene of unknown function.  

In addition to genes (of known or unknown functions) and putative genes, the search for 

sequence homologies between the whole 18.5% non-TE and non-repeated DNA 

sequences and the rice genome sequence (http://www.tigr.org/tdb/e2k1/osa1/), allowed us 

to detect several conserved sequences between wheat and rice. As summarized, one 

pseudogene and four gene-relics detected in (respectively) the BAC clones TA3B54F7 

(one pseudogene), TA3B63B7 (two gene-relics), TA3B81B7 (one gene-relic) and 

TA3B63C11 (one gene-relic) (Supplemental Table 3), could not be predicted with the 

CDS prediction program (FGENESH), as they show frameshifts, stop mutations, TE 
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insertions and/or large indels, and are probably no longer functional (Supplemental Table 

2). Three of these five truncated genes (pseudogenes and gene-relics) have resulted from 

TEs insertions (Supplemental Table 3). 

The wheat chromosome 3B is homologous to the rice chromosome 1. For orthology and 

synteny analysis, we considered the rice chromosome 1 and its duplicated segments that 

are found on other chromosomes (GUYOT et al. 2004 and TIGR site 

http://www.tigr.org/tdb/e2k1/osa1/segmental_dup/). Three BAC clones (TA3B63B13, 

TA3B81B7, TA3B95F5) have one or two of their orthologous rice genes that can be 

mapped on the rice chromosome 1 and were considered as confirmed in their synteny 

(Table 1). It is interesting to note that the two genes of known functions, separated by 

88,114 bp on the BAC clone TA3B63B13 (Figure 1A) have their respective orthologs 

separated by 22,816 bp on rice chromosome 1. Thus, for this intergenic region, there is 

four-fold size difference between rice and wheat since their divergence from a common 

ancestor. Three other BAC clones (TA3B54F7, TA3B63C11 and TA3B63E4) also have 

homologs on rice chromosome 1, but the best match was observed with genes mapped on 

other rice chromosomes (Supplemental Table 3). BAC clone TA3B63B7 shows, for its 

putative gene and pseudogene, homologies with rice genes located on rice chromosome 

other than chromosome 1 (Supplemental Table 3).  

No GSI or orthologous rice regions could be assigned to the three remaining BAC clones 

(TA3B95C9, TA3B95G2, TA3B63N2). 

Finally 10 hypothetical genes were identified based on gene prediction only in the BAC 

clones TA3B54F7 (one), TA3B63B13 (two), TA3B81B7 (one), TA3B95F5 (four), 

TA3B63C11 (two) (Supplemental Table 4). 
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Supplemental Text 2. Sequence annotation of 10 BAC clones from wheat 

chromosome 3B: Transposable element prediction, annotation, classification and 

composition. 

 

TEs prediction, annotation, classification and nomenclature were performed essentially as 

suggested by the unified classification system for eukaryotic TEs (WICKER et al. 2007) 

with two exceptions. The Sukkula were considered as Gypsy because of similarities with 

the Erika (Gypsy) elements. The Athila retrotransposons were analyzed separately from 

the other Gypsy retrotransposons (see also Supplemental Method 1 for detailed 

classification and annotation method).  

The 79.1% of TEs space were shown to be composed of a wide variety of TEs, 

distributed as follows: 61.9% for class I (171 TEs from 48 families), 16.2% for class II 

(113 TEs from 28 families) and 1% for unclassified TEs (18 TEs of nine families) 

(Figure 1). Transposable elements distribution is not homogeneous or random across the 

10 sequenced genomic regions, which map to different locations of the chromosome 3B. 

While class I retrotransposons constitute the highest TEs proportion of eight sequenced 

regions, BAC clone TA3B54F7 shows the highest proportion of CACTA class II (40.5%), 

while the smallest BAC clone TA3B63C11 (21.23 kb) carry no TEs (Figure 1). On the 

other hand, there are no clear relationships between sequence composition of the 10 

genomic regions and their BIN map position on the chromosome 3B (Figure 1). For 

example BAC clones TA3B63B7, TA3B95F5, TA3B63N2 and TA3B54F7, which map 

on the , deletion BIN 3BL7 of the long arm of chromosome 3B, show different sequence 

classes and TEs proportions. 

 

Class I transposable elements 

The 61.9% class I TEs were composed of 171 TEs belonging to 48 families. Three main 

retrotransposon superfamilies constitute the majority of class I TE DNA sequences, as 

follows: 10.8% Athila- (37 TEs from four families), 30.8% Gypsy- (57 TEs of 14 

families) and 14.7% Copia- (45 TE from 10 families) like ‘long terminal repeats (LTR)’-

retrotransposons (Figure1, see also supplemental Table 1 for details). With the exception 
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of BAC clones TA3B63C11 (no TE detected), class I TEs composition range between 

32.5% and 89.7%, depending on the sequenced region (Figure 1C). 

 

Class II transposable elements 

Class II TEs represent 16.2% of the cumulative sequence length (113 TEs from 28 

families) and are composed of 54 CACTA, 56 MITEs and 3 LITEs. In term of sequence 

representation, the CACTA TEs represent the majority (96%) of class II DNA sequences. 

As in previous studies with Triticeae (WICKER et al. 2003a, 2005) the CACTA 

transposons were often found clustered in the genome. This is particularly the case for 

BAC clone TA3B54F7 where 15 CACTA TEs (complete and truncated) were found, 

representing 40.5% of the 190 kb (Figure1 and Supplemental Table 1). It is also the case 

of BAC clones TA3B95G2, TA3B95C9, TA3B95F5 and TA3B63N2, each containing 6-

13 CACTA-like elements (complete and truncated) representing 15-20% of the BACs 

sequence lengths. The other five BAC clones are relatively CACTA-poor regions 

containing 0 to 2 CACTA TEs.  

 

Novel transposable elements 

Twenty-one transposable element families were identified for the first time in this study 

(Figure 1, indicated by arrows), four of which are present in several copies. Description 

of these novel TEs, their features, characteristics as well as the suggested nomenclature 

are presented in Supplemental Table 5. They account for 9.8% by number and 7.9% by 

length of the overall sequences.  

Class I retrotransposons are the category for which we found the majority of novel TE 

families (17). From these, 11 novel LTR class I retrotransposon families were identified. 

Three novel LTR retrotransposons show stretches of weak similarities with known 

Copia-like and three other with known Gypsy retrotransposon families. They were 

designated with new family names, based on the TE classification guidelines (WICKER et 

al. 2007), and considered as belonging to the same super-families of the referenced TE 

with which they show the highest similarity (Supplemental Table 5).  

We were not able to assign five of the novel LTR retrotransposon families to any of the 

three LTR retrotransposon superfamilies. Three of them (Marina, Camillia, and Cathia) 
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do not show matches in their LTR or internal domains with known LTR retrotransposon 

families (and superfamilies) and were identified based on their structural features 

(Supplemental Table 4). Two of these seem complete and the LTR_STRUC program 

(MCCARTHY et al. 2003) predicts two LTRs, with target site duplications (TSD) as well 

as predicted polynucleotide binding site (PBS) and a polypurine tract (PPT) signatures. 

The novel retrotransposon Cathia has its 3’ LTR truncated, but LTR_STRUC predicts a 

putative PBS and a PPT (Supplemental Table 5) after adjustments of parameters.  

Overall, seven novel LTR-retrotransposons (from six novel families) have 5’ and 3’ 

LTRs and target site duplication (TSD) motifs, which allow the estimation of their 

insertion dates (see Results: Insertions dates and proliferation of LTR-retrotransposons). 

Three novel non-LTR class I retrotransposons were identified as LINE families and the 

remaining three novel class I TEs show weak similarities with class I TE polyproteins 

and could not be assigned as LTR or non-LTR class I TEs.  

The three novel class II TE families include one CACTA and two MITEs of new families, 

sharing weak homologies with known CACTA and MITE.  

The two copies of the novel unclassified element that we named Aurelie share a stretch of 

weak homology with other Triticeae unclassified transposable elements (Supplemental 

Table 5). 

 



Supplemental Figure 1. Fluorescence in situ hybridization (FISH) pattern observed for 10 
sequenced BAC clones from wheat chromosome 3B on mitotic metaphase chromosomes of Triticum 
aestivum cv. Chinese Spring (CS). BAC clone TA3B63B13 (a), TA3B63N2 (b),TA3B 81B7 
(c),TA3B63C11 (d), TA3B63B7 (e), TA3B54F7 (f), TA3B95C9 (g), TA3B63E4 (h), TA3B95G2 (i), 
TA3B95F5 (j). The BAC DNA labelled with biotin-14-dCTP and detected with Texas-red avidin DCS. 
Chromosomes were counterstained with DAPI. a, b, c, e, g, h, i and j FISH pattern of BAC clones, 
which strongly hybridized to all chromosomes of CS and the hybridization signal covered the entire 
chromosome length. d BAC TA3B63C11 did no give a clear hybridization signal on any wheat 
chromosome. f FISH pattern of BAC TA3B54F7 with different hybridization intensities and also 
hybridized more strongly seven pairs of chromosomes. Bars represent 10 mm.Details of FISH 
experiment is supplied in Supplemental Method 2
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III.1.2 Analyses FISH (Fluorescent In Situ Hybridisation).  

Nous avons utilisé la méthode FISH pour observer l’hybridation des 10 clones BAC 

sur les chromosomes. Les résultats complémentaires de cette partie présentent les détails de la 

méthode utilisée (Supplemental Method 2) et les résultats des hybridations (Supplemental 

Figure 1).  

 

Supplemental Method 2. Fluorescent in situ hybridisation (FISH) protocol 

 

The root tips of the hexaploid wheat Triticum aestivum cv. ‘Chinese Spring’ were 

treated in a saturated water solution of α-bromonaphtalene at 4°C for 24 h and fixed in 1:3 

acetic-ethanol. After the root tips were placed on aceto-carmine during 20 minutes and 

squashed in 45% acetic acid. The BAC clones were labelled by random priming with biotin-

14-dUTP (Invitrogen, life technologies). Chromosome preparations were incubated in Rnase 

A (100 ng/µL) and pepsin (0.05%) in 10 mmol HCl, then fixed with paraformaldehyde (1%), 

dehydrated in an ethanol series (70%, 90% and 100%) and air-dried. The hybridization 

mixture consisted of 50% deionized formamide, 10% dextran sulfate, 2 X SSC, 1% SDS and 

labelled probe (100 ng per slide). Chromosome preparations and pre-denatured (92°C for 6 

min) probe were denatured at 85°C for 10 min. In situ hybridization was carried out overnight 

in a moist chamber at 37°C. After hybridization, slides were washed for 5 min in 50% 

formamide in 2 X SSC at 42°C, followed by several washes in 4 X SSC-Tween20. 

Biotinylated probes were detected with Texas-red avidin (Vector Laboratories). The 

chromosomes were mounted and counterstained in Vectashield (Vector Laboratories) 

containing 2.5µg/mL 4’,6-diamidino-2-phenylindole (DAPI). Fluorescence images were 

captured using a CoolSnap HQ camera (Photometrics, Tucson, Ariz) on an Axioplan 2 

microscope (Zeiss, Oberkochen, Germany) and analyzed using MetaVueTM (Universal 

Imaging corporation, Downington, PA). 



Supplemental Table 1. Sequences and positions on the corresponding BAC clones of PCR 
primers used for tracing of the TE insertions (Figure 4 and Supplemental Table 7) as well as 
for the mapping of the 10 BAC clones on the deletion BINs of wheat chromosome 3B (Figure 
1 and Supplemental Table 6).
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III.1.3 Analyses PCRs (Polymerase Chain Reaction) 

De nombreuses PCRs ont été effectuées dans le cadre de cet article pour préciser 

certains points ou comme bases d’analyses. Cette partie présente les résultats 

complémentaires concernant la localisation des 10 clones BAC sur les BINs de délétion du 

chromosome 3B (Supplemental Table 1) ainsi que la vérification de la méthode de datation 

des rétrotransposons par des PCRs sur des collections de génotypes de blé (Supplemental 

Table 6, Supplemental Table 7). 
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Supplemental Table 6. Mapping of 10 sequenced BAC clones on wheat chromosome 
3B deletion lines, with PCR-specific markers derived from transposable elements (TE)-
TE junctions.



Angela4 Angela3 Angela2 Angela1 Wis1

LTR

Polyprotéine
Domaine interne

A

B

C

D

Figure I-1. Détection de recombinaisons homologues inégales dans le BAC B63B13. (A) 
Structure du cluster d’éléments Angela. (B) Divergence entre les différents éléments. (C) 
Formation du cluster d’Angela par une série de recombinaison homologues inégales. (D) 
Résultats des PCRs sur une collection de lignées de blés (les cases oranges correspondent 
aux amplifications) 

Codon stop
‘Frameshift’

Angela2 Angela3 Angela4 Angela2 Angela3 Angela4
Angela1 0,023 0,023 0,025 0,008 0,012 0,014
Angela2 0,014 0,015 0,004 0,006
Angela3 0,011 0,006

Divergence des LTRs Divergence des domaines internes
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III.2 Prolifération des TEs par recombinaisons homologues 

inégales  

L’analyse des différents TEs présentée dans l’Article 1 montre une proportion plus 

élevée de copies tronquées par rapport aux copies non-tronquées (Article 1, Table 1). Ces 

copies tronquées résultent de différents mécanismes de recombinaisons homologues inégales 

que j’avais schématisés dans mon introduction générale (Figure 8). De plus, la majorité des 

copies tronquées provient de recombinaisons illégitimes d’ADN. Les copies tronquées par des 

recombinaisons homologues inégales ‘médiées’ par les LTRs sont beaucoup moins 

nombreuses (Article 1, Table 1). Ces recombinaisons forment des Solo-LTRs avec TSD 

(Target Site Duplication) et des éléments dits ‘complets sans TSD’ (Figure 8). Cette absence 

de TSD confirme leur origine par recombinaisons homologues inégales et non par insertion.  

En analysant en détail les différentes séquences génomiques, j’ai trouvé que le clone 

BAC B63B13 présente à son extrémité 5’ une structuration intéressante des rétrotransposons 

de la famille des Angela (superfamille des Copia, classe I). En effet les premières 23.681 pb 

(14,4 % de la longueur du clone BAC) sont composées d’un cluster de quatre copies de cet 

élément que nous avons désignées Angela4, Angela3, Angela2, Angela1 partant de l’extrémité 

5’ (Article 1 - Figure 1a, Figure I-1A). La copie Angela4 à l’extrémité du clone BAC est 

incomplètement séquencée alors que la copie Angela1 est flanquée par un fragment LTR de 

l’élément Wis1. Une analyse plus détaillée (Figure I-1A, I-1B) montre que les quatre copies 

d’Angela sont organisées en tandem, avec un seul LTR séparant le domaine interne de chaque 

copie (essentiellement composé de la polyprotéine). Ces quatre copies sont d’origine 

relativement récente comme l’atteste la forte conservation de leur polyprotéine, avec quelques 

mutations stop et/ou décalage du cadre de lecture (‘frameshift’), en fonction des copies 

(Figure I-2B). Cependant, les séquences flanquant les LTRs montrent l’absence de TSDs qui 

joue le rôle de signature d’une nouvelle insertion (Figure I-1A). Ces quatre LTRs semblent 

correspondre à des LTR-3’, et aucun ne serait le LTR-5’ d’une des quatre copies Angela. Plus 

intéressant encore, les comparaisons des séquences des quatre copies montrent que la copie 

Angela4 est plus proche d’Angela3, elle-même plus proche d’Angela2 qui est plus proche 

d’Angela1 (Figure I-1B), que l’on compare séparément ou ensemble les séquences des 

polyprotéines et des LTRs (Figure I-1B). 
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Ces observations suggèrent que les quatre copies d’Angela ne résultent pas 

uniquement d’une activité insertionnelle. Après l’insertion initiale de la copie Angela1, les 

copies Angela2, Angela3 et Angela4 ont été générées par au moins trois cycles de 

recombinaisons homologues inégales, médiées par les LTRs comme illustré dans la Figure I-

1C. Ces cycles multiples de recombinaisons homologues inégales ont donné quatre copies 

Angela (au moins) dupliquées en tandem (Figure I-1C). Il est vraisemblable que ces 

événements de recombinaisons homologues inégales ont eu lieu entre chromatides sœurs 

(Figure I-1C). Les comparaisons des séquences nous ont aussi permis d’évaluer les dates 

récentes de ces événements. Nous avons  pu valider, avec des PCRs, l’origine récente de 

l’insertion de la copie Angela1 (détectée seulement dans quelques génotypes portant le 

génome B) et l’origine plus ancienne du fragment de Wis1 (détecté dans tous les génotypes) 

(Figure I-1D). La forte conservation des séquences entre les quatre copies Angela ne nous a 

pas permis de développer des marqueurs PCRs permettant de préciser l’origine récente de leur 

duplication en tandem. 

J’ai également trouvé un événement similaire de recombinaison homologue inégale 

sur le même clone BAC (Article 1, Figure1a). Cet événement a abouti à la duplication d’un 

élément de la famille Wham (superfamille Athila). De la même façon que le cas des 

duplications en tandem des Angela, décrites ci-dessus, deux copies Wham (B63B13_Wham2 

et B63B13_Wham3) sont séparées par un seul LTR qui ne montre pas de signatures TSD, 

suggérant que B63B13_Wham3 dériverait d’une duplication par recombinaison homologue 

inégale de B63B13_Wham2. 

Les cas décrits ci-dessus illustrent qu’en plus de leur activité insertionnelle, 

l’amplification des rétrotransposons dans les génomes du blé s’est aussi faite par des 

recombinaisons homologues inégales impliquant leurs LTRs et sans impliquer leur 

machinerie de transposition.  

Une amplification en tandem de séquences, concernant des gènes NBS-LRR, a été 

également décrite dans l’orge (Wicker et al. 2007b). Cependant, les motifs impliqués étaient 

bien plus courts (<20 bp) et correspondaient plus à des recombinaisons illégitimes qu’à des 

recombinaisons homologues inégales. 
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IV  Discussion 

L’abondance des TEs varie largement entre les différents organismes  (Figure 5). Mon 

étude présente pour la première fois la dynamique, les taux et les périodes de prolifération des 

éléments transposables comparés dans deux génomes du blé. Ceci a été rendu possible par le 

séquençage de 10 régions génomiques du génome B du blé (chromosome 3B) qui ont 

constitué, avec les séquences disponibles du génome A, des sets de données de séquences 

représentatives des deux génomes. Il a été suggéré que pour analyser les éléments 

transposables les plus abondants, le séquençage d’une faible proportion du génome pourrait 

suffire (Brenner et al. 1993, Vitte et Bennetzen 2006, Liu et al. 2007, Charles et al. 2008). 

Néanmoins, les TEs de classe I et classe II étudiés sont loin de couvrir l’ensemble des TEs du 

blé comme l’atteste l’identification de nombreux nouveaux TEs (21 nouvelles familles dont 

17 rétrotransposons) dans cette étude. De nombreux autres TEs seront probablement identifiés 

au fur et à mesure de l’avancée des programmes de séquençage. 

 

La majeure partie des séquences génomiques analysées (80%) pour les génomes A et 

B du blé est composée d’éléments transposables. Néanmoins, les TEs qui les composent ont 

évolué différemment dans les deux génomes. Nous avons ainsi montré que les TEs des 

superfamilles Copia (classe I) et CACTA (classe II) ont plus récemment proliféré dans le 

génome A mais pas dans le génome B. Ce dernier a eu une prolifération plus importante des 

éléments de la superfamille Gypsy (classe I). D’autres études ont initialement essayé d’évaluer 

la prolifération des éléments transposables dans les génomes des blés. Li et al. (2004) a 

analysé le génome D de l’espèce dipoïde Ae. tauschii et a conclu que le nombre de copies de 

la plupart des TEs a augmenté après l’allohexaploïdisation, la méthode utilisée (‘dot blots’) 

n’étant cependant pas très précise. 

Sabot et al. (2005) ont actualisé l’annotation des TEs dans les séquences génomiques 

disponibles (à l’époque) et étudié leur composition et distribution par rapport aux gènes. Ils 

ont suggéré que les éléments de la superfamille Copia ont été les plus actifs en considérant 

l’ensemble des trois génomes A, B et D du blé. Ceci n’est en fait valable que pour le génome 

A qui était sur-représenté dans l’étude de Sabot et al. (2005) alors que les génomes B et D 

étaient sous-représentés.  
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Mon étude révèle que la majorité des clones BAC du génome B (7/10), séquencés sans 

a priori d’ancrage par des gènes, portent des gènes complets (5) ou tronqués (mutation ou 

relique) (2). Ceci confirme des conclusions antérieures montrant que les gènes sont distribués 

de façon uniforme sur les chromosomes du blé (Devos et al. 2005). Il est intéressant de noter 

que trois des six gènes tronqués l’ont été par des insertions d’éléments transposables (Article 

1, Figure 1a) illustrant le rôle de ces derniers dans l’évolution des génomes du blé.  

Comme dans l’analyse présentée ici, les dates d’insertion de la majeure partie des 

copies complètes (ayant les deux LTRs) sont estimées à moins de 3 Ma (SanMiguel et al. 

1998, 2002, Wicker et al. 2003b, 2005, Gao et al. 2004, Ma et al. 2004, Du et al. 2006, Piegu 

et al. 2006, Wicker et Keller 2007). Les éléments plus anciens ne sont pas conservés 

suggérant des mécanismes d’élimination ‘active’ des rétrotransposons comme la 

recombinaison illégitime ou la recombinaison homologue inégale (Vicient et al. 1999, Devos 

et al. 2002, Ma et al. 2004, Pereira 2004). Mon étude montre que la proportion des TEs 

complets est plus faible que celle des TEs tronqués (Article 1, Table 1). D’autre part, la 

majeure partie des éléments a été tronquée par des recombinaisons illégitimes (Article 1, 

Table 1). De plus, mon étude a révélé des cas d’amplification des rétrotransposons impliquant 

la recombinaison homologue inégale et sans impliquer leur machinerie de transposition. 

 

Mon étude confirme la pertinence des méthodes de datation des insertions des 

rétrotransposons basées sur la divergence des séquences de leur LTRs. En effet, du fait de leur 

mécanisme de réplication (Figure 2), les séquences des deux LTRs d’un rétrotransposon sont 

normalement identiques quand l’insertion a lieu. Mon étude a révélé une bonne corrélation 

entre les estimations des dates d’insertion (avant ou après la tétraploïdisation) et les profils 

PCRs observés pour 24 des insertions datées sur des lignées de polyploïdes : la 

présence/absence des insertions dans certaines ou dans toutes les lignées permet de vérifier si 

une insertion a bien eu lieu avant ou après la tétraploïdisation. Aucune de ces 24 insertions 

étudiées n’était commune aux génomes A, B et D ce qui confirme les observations antérieures 

sur la non-conservation de l’espace TEs entre les génomes (Wicker et al. 2003b, Chantret et 

al. 2005,  Isidore et al. 2005, Gu et al. 2006, Dvorak et al. 2006). Par ailleurs, l’étude révèle 

que la majeure partie (87%) de la prolifération différentielle des TEs dans les génomes A et B 

du blé s’est produite avant l’événement de polyploïdisation qui les a réunis il y a près de 0,5 

Ma. 
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Les taux et les périodes de prolifération des TEs sont donc la résultante de deux forces 

d’évolution : leur insertion (transposition) (Bennetzen et Kellogg 1997) mais aussi leur 

élimination (Petrov et al. 2000, Petrov 2002a). Les résultats de l’Article 1 nous ont permis de 

caractériser la force d’insertion dans les génomes A et B du blé. Le traçage par PCR utilisé 

dans cette étude a même permis de retracer l’histoire insertionnelle des TEs dans différentes 

accessions de chaque génome étudié. Cependant, les estimations sont moins précises en ce qui 

concerne l’autre force d’évolution des TEs, c’est à dire leur élimination par recombinaisons 

homologues inégales ou illégitimes. Jusqu'à présent, les études comparatives s’intéressaient 

principalement à la comparaison d’un génotype représentatif de chaque génome (Wicker et al. 

2003b, Chantret et al. 2005, Isidore et al. 2005, Gu et al. 2006, Dvorak et al. 2006). Des 

analyses comparatives entre différents haplotypes au sein de chaque génome permettraient 

d’apprécier l’étendue, la vitesse et le taux de variabilité, qui résultent de cette force évolutive 

majeure (recombinaisons homologues inégales ou illégitimes des TEs). 
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 Partie II : Caractérisation de l’élimination active des 

TEs dans les génomes du blé : analyse de 

variabilité haplotypique inter- et intra-génomique 
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I  Introduction 

L’étude présentée en Partie I sur l’analyse de séquences représentatives des génomes 

A et B du blé a montré que la proportion des TEs complets est plus faible que celle des TEs 

tronqués (Article 1, table 1). De plus, les dates d’insertion estimées pour la plupart des 

rétrotransposons complets sont inférieures à 3 Ma, comme celles trouvées dans d’autres 

études (SanMiguel et al. 1998, 2002, Wicker et al. 2003b, 2005, Gao et al. 2004, Ma et al. 

2004, Du et al. 2006, Piegu et al. 2006, Wicker et Keller 2007). Ces résultats suggèrent des 

mécanismes d’élimination rapide des rétrotransposons. Nous avons montré que la 

recombinaison illégitime est le mécanisme principal de délétion des TEs dans le blé (Article 

1). Mes études ont aussi confirmé que les taux et les périodes de prolifération des TEs sont la 

résultante de deux forces d’évolution : leur insertion (transposition) (Bennetzen et Kellogg 

1997) et leur élimination (Petrov et al. 2000, Petrov 2002a). 

J’ai pu notamment apprécier l’insertion des TEs dans les génomes A et B du blé 

(Article 1, Figure 3). L’activité insertionnelle est continue au cours du temps : elle n’a été ni 

activée ni réprimée par les événements de polyploïdisation récents (allotétraploïdisation et 

allohexaploïdisation) (Article 1, Figure 3 et 4). Cependant, nous avons montré que cette 

prolifération est différentielle entre les deux génomes. Une stratégie de traçage par des 

marqueurs PCR des insertions datées de rétrotransposons a permis de vérifier la présence ou 

l’absence de ces insertions dans différents génotypes des génomes du blé. Cette analyse 

haplotypique inter- et intra-génomique a donc montré une importante variabilité 

insertionnelle. 

 

L’élimination des TEs, appréciée sur la base de la proportion des éléments tronqués, 

semble importante. Je n’ai malheureusement pas pu analyser de façon précise, dans l’étude 

précédente, l’étendue de cette force d’évolution dans les différents génomes. En effet, 

l’insertion d’un TE mobilise sa séquence entière tandis qu’une délétion par recombinaison 

illégitime, principale force d’élimination des TEs observée dans le blé, ne concerne pas 

précisément la séquence entière d’un TE. Elle peut aussi bien impliquer une partie d’un TE 

que plusieurs éléments ainsi que l’ADN les séparant. On ne peut pas connaître, a priori, 

l’étendue d’une délétion et donc utiliser la stratégie de traçage par marqueur PCR pour 
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distinguer la présence ou l’absence de la délétion, comme cela a été réalisé pour les insertions  

de TEs dans l’Article 1. 

 

Les comparaisons d’haplotypes permettent d’apprécier l’étendue des insertions et des 

éliminations des TEs, ce qui est primordial pour la compréhension de l’organisation et de 

l’évolution des génomes du blé. Cette analyse peut se faire sur trois niveaux de comparaison 

(inter-génomique, intra-génomique, inter-spécifique) donnant une représentation de 

l’évolution de l’espace TEs à des échelles de temps différentes.  

Il a été aussitôt révélé que l’espace occupé par les TEs (espace TEs) n’est pas du tout 

conservé entre les génomes du blé (Isidore et al. 2005, Chantret et al. 2005, Gu et al. 2006, 

Dvorak et al. 2006, Salse et al. 2008b), qui ont divergé il y a 2,5-4 Ma (Huang et al. 2002) 

indiquant une évolution rapide. Les analyses comparatives inter-génomiques de l’espace TEs 

ne permettent donc pas de préciser la variabilité haplotypique. Cependant, nous avons montré 

précédemment qu’une analyse sur un jeu de séquences suffisamment important (représentatif) 

des génomes permet d’apprécier l’activité insertionnelle et sa variabilité à ce niveau (Article 

1).  

 

Les analyses de génomique comparative sur les génomes du blé ont rarement porté sur 

des accessions ou des génotypes différents de la même espèce (comparaison intra-génomique 

et intra-spécifique). Ce niveau de comparaison aurait pourtant permis d’évaluer l’étendue de 

l’insertion et de l’élimination des TEs sur une courte échelle de temps d’évolution. Si la 

conservation entre les séquences est suffisante, on peut même déduire les bases moléculaires 

précises des événements de réarrangements (délétions, inversions). 

Des études de comparaisons intra-génomiques partielles ont été réalisées sur le blé et 

ont permis une appréciation préliminaire des forces d’insertion et d’élimination des éléments 

transposables (Wicker et al. 2003b, Chantret et al. 2005, Isidore et al. 2005, Gu et al. 2006, 

Dvorak et al. 2006).  Ces études ont essentiellement comparé les séquences d’un locus à 

différents niveaux de ploïdie dans les génomes A, B et D. 

Chantret et al. (2005) ont suggéré le rôle des TEs dans l’élimination indépendante du 

locus Ha dans les génomes A et B des blés polyploïdes par recombinaison illégitime. Les TEs 

favoriseraient donc ce mécanisme de délétion très important dans le blé. Isidore et al. (2005) 

ont aussi montré que la variabilité haplotypique préexistait avant les évènements récents de 

polyploïdisation. En comparant une ou deux régions orthologues dans trois espèces 

différentes du génome A du blé (T. urartu, T. monococcum et T. turgidum), Dubcowsky et 
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Dvorak (2007) ont estimé le taux de remplacement de l’espace TEs (la proportion non 

conservée) à 62 ± 3% par Ma. Avec une telle dynamique, il n’est pas surprenant que l’espace 

TEs ne soit pas conservé entre les différents génomes du blé, ayant divergé il y a moins de 4 

Ma. 

La variabilité haplotypique intra-spécifique a été plus ou moins étudiée dans d’autres 

espèces de Poaceae. Au cours des dernières années, la variabilité du maïs a été intensivement 

analysée et a montré que la proportion des séquences génomiques non-conservées entre les 

lignées est très importante, avec moins de 50% de séquences communes (Tikhonov et al. 

1999, Fu et Dooner 2002, Song et Messing 2003, Brunner et al. 2005, Lai et al. 2005, 

Morgante et al. 2005, Wang et Dooner 2006, Xu et Messing 2006). La prolifération 

différentielle des éléments transposables et surtout le mouvement des gènes par les TEs de 

type Helitrons, très actifs dans le maïs, sont les principaux responsables de l’importante 

variabilité trouvée dans cette espèce (Lai et al. 2005, Morgante et al. 2005, Wang et Dooner 

2006, Xu et Messing 2006). La comparaison de plusieurs génotypes d’orge (Scherrer et al. 

2005, Wicker et al. 2009a) et de riz (Han et Xue, 2003, Piegu et al. 2006) révèle que la 

prolifération différentielle des TEs est la raison principale de cette variabilité dans ces 

espèces. 

  

Les tailles importantes des génomes du blé et la difficulté de préparer certaines 

ressources génomiques comme les banques BAC représentaient un frein majeur aux 

approches comparatives de ce type. A mon arrivée, l’équipe OEPG (Organisation et Evolution 

des Génomes des Plantes) de Boulos Chalhoub avait acquis et surtout développé de 

nombreuses ressources génomiques dans le cadre d’un projet de séquençage comparatif sur le 

blé (APCNS2003). Une attention particulière était portée sur le locus Ha. Une première étude 

de ce locus, menée par cette équipe, a montré le rôle important des TEs dans l’évolution des 

génomes du blé, en relation avec la polyploïdie (Chantret et al. 2005). Le séquençage 

comparatif de ce locus dans plusieurs génotypes de plusieurs espèces de blé, à différents 

niveaux de ploïdie était en cours. J’ai donc analysé la variabilité haplotypique de ce locus (le 

plus séquencé) dans 16 haplotypes des génomes A, B, S et D correspondant à des génotypes 

différents, et représentant des niveaux de ploïdie différents. Une publication est en cours de 

préparation (non-soumise) et les principaux résultats et conclusions sont détaillés dans ce 

chapitre. 
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II  Matériels et méthodes 

II.1 Ressources génomiques 

L’utilisation des séquences génomiques disponibles pour ce locus Ha (Chantret et al. 

2005) (8 clones BAC) et le séquençage complémentaire de 12 clones BAC portant cette 

région dans différents génotypes des espèces T. urartu, Ae. speltoides, Ae. tauschii et T. 

aestivum, a abouti à la comparaison des séquences génomiques d’un total de 16 haplotypes 

différents (20 clones BAC) (Tableau II-1) couvrant le locus Ha dans les génomes A, B, S et 

D. Pour simplifier la présentation des résultats, nous avons désigné les séquences et les 

haplotypes par des noms usuels. Nous avons au final comparé six haplotypes du génome A [3 

diploïdes  (Mono, 8K2-8K13 et 114L16), 1 tétraploïde (DurumA) et 2 hexaploïdes (RenanA 

et CSA)], trois haplotypes du génome B [1 tétraploïde (DurumB) et 2 hexaploïdes (RenanB et 

CSB)], deux haplotypes diploïdes du génome S (SAA-SAB, GAA) et cinq haplotypes du 

génome D [3 diploïdes (137E09, Lagudah, 41M61) et 2 hexaploïdes (RenanD et CSD)].  

 

Sept des douze ‘nouveaux’ clones BAC ont été isolés, par PCR selon la stratégie 

d’Isidore et al. (2005), sur des banques BACs construites par le laboratoire qui couvrent les 

espèces T. aestivum ssp. aestivum (clones CSA, CSB et CSD), T. urartu (clones 8K2 et 8K13) 

et Ae. speltoides (clones SAA et SAB) (Tableau II-1, en bleu). Deux de ces banques BACs 

(celles couvrant T. urartu et Ae. speltoides) ont été créées spécialement afin de réaliser le 

projet de séquençage comparatif (APCNS 2003). Les 5 autres clones BAC ont été fournis par 

des collaborateurs internationaux (Tableau II-1, en vert). A. Akhunov (UC, Davis, USA) nous 

a fourni 4 clones venant de banques BACs réalisées à partir des génotypes évalués comme les 

plus proches des polyploïdes pour les génomes A, B et D [T. urartu (clone 114L16), Ae. 

speltoides (clone GAA) et Ae. tauschii (clone 41M6)] et d’un génotype de Ae tauschii 

(137E09) évalué comme le plus éloigné du génome D (Akhunov et al. 2005). Finalement, E. 

Lagudah nous a fourni le clone L-tau7.2p1, chevauchant avec le clone (BAC10) du même 

génotype. Les séquences de ces deux clones ont ensuite été regroupées en une seule.  
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II.2 Annotation et analyse des séquences génomiques 

II.2.1 Annotation et comparaison de séquences 

L’annotation des gènes et des éléments transposables a été réalisée de la même façon 

que pour l’Article 1. Cette méthode est détaillée précisément dans le chapitre général 

‘Matériels et Méthodes d’annotation’ de cette thèse. Chantret et al. (2005, 2008) ont fait une 

première étude comparative du locus Ha en se basant sur la séquence de 8 clones BAC 

représentant 8 haplotypes des génomes A, B et D. Mon analyse comparative porte sur la 

séquence de 16 haplotypes, et a consisté à confirmer, étendre et préciser les observations sur 

la conservation des gènes précédemment décrite dans Chantret et al. (2005, 2008) et analyser 

la dynamique (insertion et élimination) de l’espace TEs en comparant les différents 

haplotypes dans chacun des 4 génomes.  

II.2.2 Méthode de datation 

J’ai utilisé une combinaison d’approches pour apprécier les dates de divergence des 

différents génomes et haplotypes analysés. Les divergences inter-génomiques ont été évaluées 

sur la base de comparaisons des séquences des gènes, en utilisant une horloge moléculaire de 

4,9x10-9 substitutions/site/an (Chalupska et al. 2008). Les divergences intra-génomiques et 

intra-spécifiques ont été calculées sur la base des comparaisons de l’espace TEs encore 

conservé, par la méthode de Kimura 2 paramètres (Kimura 1980) implémentée dans le 

logiciel MEGA4 (Kumar et al. 2004) et en utilisant une horloge moléculaire de 1,3x10-8 

substitutions/site/an pour l’espace TEs et pour les deux LTRs d’un même rétrotransposon 

(SanMiguel et al. 1998, Ma et al. 2004, Ma et Bennetzen 2004, Wicker et al. 2005, Gu et al. 

2006).  

II.2.3 Calcul des taux de remplacement de l’espace TEs 

Nous avons utilisé la méthode de Dubcowsky et Dvorak (2007) pour calculer les taux 

de remplacements. Pour une région donnée, on obtient le taux de remplacement entre deux 

haplotypes (haplotype1 et haplotype2) en divisant la somme des longueurs des segments 

inter-géniques non communs dans les haplotype1 et haplotype2 par la somme des longueurs 

totales des segments (conservés et non conservés) de ces deux haplotypes. 
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II.2.4 Confirmation et traçage par PCR des principaux événements de 

réarrangement 

Un effort particulier s’est porté sur le développement de marqueurs PCR afin de 

pouvoir confirmer les réarrangements observés dans les génotypes étudiés. Les 

oligonucléotides des PCRs ont été dessinés de façon à couvrir les ‘breakpoints’ détectés en 

comparant les différents haplotypes. Harry Belcram, ingénieur au laboratoire, s’est chargé de 

ce développement, de leur utilisation et de l’analyse des résultats des PCRs obtenus. 
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III  Résultats 

Nous disposions à l’origine de la séquence de 8 clones BAC couvrant la région Ha (la 

région contenant le locus Ha) dans les génomes A, B et D du blé (Chantret et al. 2005, 2008). 

Pour préciser les analyses comparatifs du locus Ha, nous avons séquencé 12 autres clones 

BAC pour obtenir au final 16 haplotypes différents des génomes A (6), B (3), S (2) et D (5) 

représentés par un ou deux clones BAC (Tableau II-1). 

 

Nous avons donc analysé la variabilité génomique entre ces différents haplotypes aux 

niveaux inter-génomique, intra-génomique (le même génome à différents niveaux de ploïdie) 

et intra-spécifique. Les comparaisons sur ces deux derniers niveaux d’analyse sont 

complémentaires et sont présentées conjointement. Nous avons comparé l’espace gènes (taux 

de SNPs, divergence) et l’espace TEs (taux de SNPs, divergence, taux de remplacement) dans 

chacune de ces comparaisons.  

III.1 Analyse de la variabilité inter-génomique  

La conservation entre les séquences des génomes A, B, S et D concerne uniquement 

quelques gènes : l’espace TEs est complètement différent (Figures II-1, II-3, II-4, présentées 

ci-après, en même temps que leurs analyses respectives) comme cela a été précédemment 

décrit (Chantret et al. 2005, Isidore et al. 2005, Dvorak et al. 2006, Gu et al. 2006). L’étude 

de la variabilité haplotypique inter-génomique est donc restreinte à l’espace gènes. 

Nous avons identifié 21 gènes différents représentant 198 copies sur l’ensemble des 

séquences des 16 haplotypes. Les comparaisons montrent que seuls les gènes BGGP (codant 

pour la Beta-1-3-galactosyl-O-glycosyl-glycoprotéine), Gsp-1 (Grain Softness Protein-1), 

AAA-ATPase (AAA-ATPase) et Nodulin (Nodulin) sont conservés dans tous les haplotypes 

des 4 génomes. Les gènes d’AAA-ATPase et de Nodulin sont présents en cluster de copies 

dupliquées en tandem (Figures II-1, II-3, II-4). Les gènes dupliqués en tandem ont été exclus 

de la comparaison. Leur évolution est nettement plus dynamique que la plupart des autres 

gènes, comme l’atteste le nombre de copies tronquées ou ‘pseudoisées’ des gènes AAA-

ATPase et Nodulin présentes dans les séquences rendant difficile de préciser les relations 

d’orthologie entre ces copies. Les gènes Unknown-2, CHS (Chalcone synthase) et VAMP 
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(Vesicule Associated Membran Protein) ne sont pas présents dans les génomes B et S, mais 

ont été trouvés en commun dans certains haplotypes des génomes A et D (Figures II-1, II-3, 

II-4). Nous avons utilisé leur comparaison en complément, après avoir exclu le gène 

Unknown-2 trouvé dupliqué en tandem dans le génome A (Figure II-1). 

Au final, nous avons comparé les gènes BGGP et Gsp-1 entre les différents haplotypes 

des 4 génomes ainsi que CHS et VAMP entre les génomes A et D. La comparaison précise des 

copies de ces gènes m’a permis de calculer leur divergence et d’estimer les dates relatives de 

radiation des différents génomes en utilisant un taux de mutation de 4,9x10-9 mutations / site / 

an (Chalupska et al. 2008) (Tableau II-2). Ces estimations varient, en fonction des gènes et 

des génomes comparés, de 6,9 Ma à plus de 10 Ma, ce qui est deux à trois fois plus important 

que la divergence de 2,5-4 Ma couramment admise (Huang et al. 2002). De façon 

intéressante, nos estimations sont très similaires à celles obtenues pour la comparaison des 

gènes Acc (acetyl-CoA carboxylase) qui donnaient une divergence entre les génomes A, B et 

D comprise entre 2 et 9 Ma (Chaluspka et al. 2008), mais qui suggéraient que l’estimation de 

2,5-4 Ma était plus fiable. De la même façon, la faible taille de notre échantillon (2 à 4 gènes 

de moins de 1,5 kb) n’est pas suffisante pour être représentative et les gènes considérés ont 

probablement évolué plus rapidement que la moyenne des gènes. Nous avons donc représenté 

la divergence de ces principaux génomes en calibrant leur origine commune à environ 2,5 Ma 

couramment utilisée (Huang et al. 2002, Chalupska et al. 2008) (Figure II-6, présentée dans la 

conclusion). Cette figure est présentée en conclusion car elle inclut l’ensemble des 

divergences trouvées dans cette étude. 

Sur la base des comparaisons des deux gènes BGGP et Gsp-1, le génome A semble 

légèrement plus proche du génome D que du génome B. Un résultat similaire a été trouvé au 

niveau du locus SPA (Salse et al. 2008b). La comparaison des séquences du génome B avec 

celles du génome S, connu comme le génome diploïde le plus proche, ont montré un espace 

TEs complètement différent et un taux de SNPs extrêmement élevé (Tableau II-2) pour les 

gènes BGGP et Gsp-1 détectés en commun. Les dates de divergence estimées suggèrent que 

les deux génomes B et S sont bien différents et ont divergé peu après la séparation de leur 

ancêtre avec les génomes A et D (Tableau II-2). 

Comme attendu, les gènes Pina et Pinb ont été identifiés dans la plupart des génomes 

des blés diploïdes (quand les clones BAC séquencés les couvraient) et dans les génomes D du 

blé hexaploïde mais pas dans les génomes A et B des blés polyploïdes où ils ont été délétés 

(Chantret et al. 2005, Figures II-1, II-3, II-4). 
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III.2 Analyse de la variabilité intra-génomique et intra-

spécifique 

Les différents haplotypes de chacun des génomes A, B, S et D ont été comparés 

séparément. A cette échelle de divergence (< 4 Ma), on observe une forte conservation de 

l’espace gènes, mais également la conservation d’une proportion variable de l’espace TEs. 

Les espèces T. aestivum, T. urartu, Ae. speltoides et Ae. tauschii sont représentées par 

plusieurs haplotypes que nous avons comparés aux niveaux intra-génomique et intra-

spécifique. L’alignement des séquences des différents génomes A, B, S et D sont présentés 

dans les Figures II-1, II-3 et II-4. Cette étude m’a permis de déterminer l’étendue des 

réarrangements liés aux insertions et éliminations des TEs et parfois les bases moléculaires 

des mécanismes correspondants, quand les séquences étaient assez conservées. Les différentes 

comparaisons de séquences m’ont ainsi permis d’évaluer les taux de SNPs et la divergence 

entre les espaces TEs et gènes ainsi que le taux de remplacement de l’espace TEs. De plus, de 

brusques variations du taux de SNPs le long de la séquence permettent de détecter la présence 

d’haplotypes ‘mixtes’ ayant pour origine une recombinaison génétique.  

III.2.1 Variabilité haplotypique du génome A 

Comparaison des séquences géniques 

Nous avons comparé les gènes BGGP, Gsp-1 et VAMP qui sont présents dans les six 

haplotypes du génome A. Les gènes sont globalement très proches et nous avons préféré 

présenter leur divergence par le nombre de SNPs trouvés entre les gènes dans les 

comparaisons deux à deux. Les gènes des haplotypes 114L16, 8K2-8K13, DurumA, RenanA 

et CSA sont extrêmement proches entre eux (Tableau II-3A). La distance entre les gènes de 

ces haplotypes et ceux de Mono est significativement plus importante (Tableau II-3A). Cette 

divergence plus élevée d’un haplotype de T. monococcum est attendue, puisque c’est une 

espèce distante de T. urartu (l’espèce progénitrice du génome A dans les polyploïdes). 

Les gènes CHS et Unknown-1 ont pu être comparés entre l’haplotype diploïde 8K2, 

tétraploïde Durum et hexaploïde CS. La comparaison de Unknown-1 entre le tétraploïde et 

l’hexaploïde donne sensiblement le même nombre de SNPs que ceux observés pour BGGP, 

Gsp-1 et VAMP (Tableau II-3A). Par contre, la copie Unknown-1 du diploïde 8K2 est très 

divergente comparée aux copies des polyploïdes (Tableau II-3A). Les nombres de SNPs sont 
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même bien plus élevés que pour ceux trouvés dans les comparaisons avec les gènes de Mono. 

Les comparaisons avec le gène CHS montrent également des nombres de SNPs plus élevés 

que ceux observés pour les autres gènes (Tableau II-3A).  

Les autres gènes trouvés dans les séquences du génome A présentant des copies 

tronquées (Hg-1) et/ou dupliquées en tandem (Nodulin, AAA-ATPase) n’ont pas été comparés 

pour éviter des cas de divergences spécifiques. Les gènes Pina et Pinb sont absents des 

haplotypes polyploïdes du génome A du blé à la suite de la délétion du locus Ha (Figure II-2, 

Chantret et al. 2005) et n’ont donc pas été comparés. 

 

Les divergences calculées pour les gènes sont globalement si faibles qu’elles ne 

permettent pas de préciser les dates de séparation des différents haplotypes, même si les gènes 

de Mono apparaissent clairement comme les plus divergents. Je me suis donc basé sur la 

divergence des séquences de l’espace TEs encore conservé pour estimer les divergences entre 

ces haplotypes. 

 

Comparaison des régions inter-géniques  

Nous avons donc comparé l’ensemble des différents haplotypes du génome A en 

séparant ces comparaisons en plusieurs parties. Nous avons ainsi comparé les haplotypes 

diploïdes entre eux puis avec le tétraploïde et enfin le tétraploïde et les hexaploïdes entre eux. 

Nous n’avons malheureusement pas pu comparer les haplotypes diploïdes et hexaploïdes car 

ils ne couvrent que très peu de séquences inter-géniques en commun (<500 bp). Pour 

l’ensemble des comparaisons, nous avons estimé les taux de SNPs, la divergence et les taux 

de remplacement (Tableau II-3B). 

 

Comparaison des haplotypes diploïdes (8K2, 114L16 et Mono) 

Les séquences inter-géniques des haplotypes 8K2 et 114L16 montrent un taux de 

SNPs de 13,5 SNPs / kb et une divergence de 0,54 Ma (Tableau  II-3B).  La divergence entre 

Mono et celles de ces deux haplotypes est deux fois plus importante (Tableau II-3B), 

correspondant effectivement à une radiation il y a environ 1 Ma (Huang et al. 2002) des deux 

espèces T. urartu et T. monococcum portant le génome A. 

Les taux de remplacement observés en comparant les haplotypes diploïdes (de 34,3 à 

41,8 %) sont dus en majeure partie à des insertions différentielles d’éléments transposables 

(de 32,4 à 40,2 %) (Tableau II-3B).  
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Comparaison des haplotypes diploïdes à celui du tétraploïde (8K2, 114L16 et Mono 

contre DurumA)  

La séquence de Mono est la plus divergente des diploïdes comparées à celle du 

tétraploïde DurumA, montrant un taux de SNPs de 29,9 SNPs / kb, et une date de divergence 

estimée à 1,18 Ma. Les comparaisons 8K2/DurumA et 114L16/DurumA montrent un taux de 

SNPs allant de 13,6 SNPs / kb à 17,6 SNPs / kb et un temps de divergence estimé de 0,53 Ma 

et 0,68 Ma respectivement. En se basant sur cette analyse, 114L16 semble légèrement plus 

proche du tétraploïde DurumA que 8K2 et Mono est approximativement deux fois plus 

divergent de DurumA que 114L16 et 8K2 (Tableau II-3B). 

Nous avons remarqué une soudaine rupture de colinéarité entre les séquences de 8K2 

et de DurumA en 5’ du gène CHS (Figure II-2, Rupture 1). Les séquences d’ADN sont en 

effet complètement différentes sur 51.154 pb dans 8K2 et 31.838 pb dans DurumA. Cette 

partie de la séquence de DurumA est couverte par la séquence d’un autre haplotype 

(l’hexaploïde CSA) contrairement à celle de 8K2 qui n’est couverte par aucune autre 

séquence. Cette rupture de colinéarité pourrait correspondre à une large insertion / délétion 

qui ne serait pas entièrement couverte par la séquence des clones BAC ou à une 

recombinaison génétique ayant apporté dans 8K2 une portion de séquence d’un haplotype très 

divergent. 

Le gène Unknown-1, identifié dans la séquence de 8K2, montre plus de 90% de 

similarité avec les gènes Unknown-1 de DurumA et de l’hexaploïde CSA. Pour expliquer 

cette rupture de colinéarité par des insertions / délétions, il faut donc faire intervenir au moins 

deux événements de part et d’autre du gène. De plus, les niveaux de divergence pour ce gène 

dans les comparaisons 8K2/DurumA et 8K2/CSA sont nettement plus élevés que pour les 

gènes BGGP, Gsp-1 et VAMP (Tableau II-3A). Ces résultats suggèrent plutôt que cette 

rupture de colinéarité correspond à une recombinaison génétique entre 8K2 et un haplotype 

très divergent du tétraploïde DurumA. Il faudrait néanmoins une séquence d’un haplotype 

diploïde présentant une configuration similaire à celle des polyploïdes pour cette région pour 

confirmer cette hypothèse. 

 

Pour calculer les taux de remplacement, nous avons pris en considération la délétion 

du locus Ha ainsi que la perte de colinéarité évoquée précédemment. Nous les avons 

respectivement assimilés à une délétion d’au moins 73.397 pb en se basant sur la taille du 

locus Ha dans Mono et à un réarrangement d’au moins 31.838 pb correspondant à la plus 

petite des deux séquences non-colinéaires. Les taux de remplacement ‘minimums’ ainsi 
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recombinaison entre les coordonnées 4.772 et 6.290 sur le clone BAC de Renan, soit sur 1,5 

kb juste après le gène Unknown-2a (Figure II-2B). 

  

Nous avons également observé une rupture de colinéarité supplémentaire avec les 

comparaisons DurumA/CSA et DurumA/RenanA (Figure II-1, Rupture 2). D’une façon très 

similaire à ce qu’on a précédemment observé entre 8K2 et DurumA, les 90.422 bp de 

DurumA et les 74.800 bp de RenanA situées en 3’ de la relique de Nodulin sont complètement 

différentes et un gène d’AAA-ATPase est trouvé en commun entre les zones ‘indépendantes’. 

Cette partie de la séquence de RenanA est partiellement couverte (25.012 bp) par la séquence 

de CSA. Dans les hexaploïdes, on trouve un cluster de 4 gènes d’AAA-ATPases suivant un 

gène de Nodulin (Figure II-1). La quatrième copie est incomplète, mais est très proche des 

autres copies du cluster. Dans le tétraploïde, la quatrième copie d’AAA-ATPase trouvée dans 

la région ‘indépendante’ est complète et relativement divergente des autres AAA-ATPase du 

cluster. Cela suggère de nouveau une recombinaison génétique qui reste à confirmer en 

mettant en évidence une séquence de diploïde ou de tétraploïde présentant une configuration 

similaire à celles des hexaploïdes. 

 

Les taux de remplacement entre le tétraploïde et les hexaploïdes, prenant en compte la 

rupture de colinéarité de la même façon que précédemment, sont très élevés (64,8% et 

71,4%). Les insertions différentielles d’éléments transposables sont toujours présentes et 

comptent pour 6,4% et 9,0% des remplacements, mais ce sont les réarrangements qui ont joué 

un rôle prédominant dans ces taux de remplacements. En effet, il y a d’une part la rupture de 

colinéarité, mais aussi des délétions importantes dans la région 1 : 2 dans CSA (6.604 pb et 

53.630 bp) et 1 dans DurumA (14.400 pb) (Figure II-1). La séquence de RenanA ne couvre 

pas entièrement ces délétions, mais la présence de l’élément transposable de la famille Inga, 

au début de la séquence, sous une forme non tronquée, suggère que la délétion de 53.630 bp 

de CSA n’est pas dans RenanA. Nous avons pu confirmer par PCR sur l’ADN génomique de 

T. aestivum ssp. aestivum cv Renan que ces délétions n’étaient effectivement pas présentes 

dans cet haplotype, confortant encore une fois l’hypothèse d’une recombinaison génétique. 

III.2.2 Variabilité haplotypique des génomes B et S 

A la différence des génomes A et D, l’espèce progénitrice du génome B n’est toujours 

pas identifiée. La plus proche espèce connue du progéniteur du génome B, Ae. speltoides 
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recombinaison entre les coordonnées 4.772 et 6.290 sur le clone BAC de Renan, soit sur 1,5 

kb juste après le gène Unknown-2a (Figure II-2B). 

  

Nous avons également observé une rupture de colinéarité supplémentaire avec les 

comparaisons DurumA/CSA et DurumA/RenanA (Figure II-1, Rupture 2). D’une façon très 

similaire à ce qu’on a précédemment observé entre 8K2 et DurumA, les 90.422 bp de 

DurumA et les 74.800 bp de RenanA situées en 3’ de la relique de Nodulin sont complètement 

différentes et un gène d’AAA-ATPase est trouvé en commun entre les zones ‘indépendantes’. 

Cette partie de la séquence de RenanA est partiellement couverte (25.012 bp) par la séquence 

de CSA. Dans les hexaploïdes, on trouve un cluster de 4 gènes d’AAA-ATPases suivant un 

gène de Nodulin (Figure II-1). La quatrième copie est incomplète, mais est très proche des 

autres copies du cluster. Dans le tétraploïde, la quatrième copie d’AAA-ATPase trouvée dans 

la région ‘indépendante’ est complète et relativement divergente des autres AAA-ATPase du 

cluster. Cela suggère de nouveau une recombinaison génétique qui reste à confirmer en 

mettant en évidence une séquence de diploïde ou de tétraploïde présentant une configuration 

similaire à celles des hexaploïdes. 

 

Les taux de remplacement entre le tétraploïde et les hexaploïdes, prenant en compte la 

rupture de colinéarité de la même façon que précédemment, sont très élevés (64,8% et 

71,4%). Les insertions différentielles d’éléments transposables sont toujours présentes et 

comptent pour 6,4% et 9,0% des remplacements, mais ce sont les réarrangements qui ont joué 

un rôle prédominant dans ces taux de remplacements. En effet, il y a d’une part la rupture de 

colinéarité, mais aussi des délétions importantes dans la région 1 : 2 dans CSA (6.604 pb et 

53.630 bp) et 1 dans DurumA (14.400 pb) (Figure II-1). La séquence de RenanA ne couvre 

pas entièrement ces délétions, mais la présence de l’élément transposable de la famille Inga, 

au début de la séquence, sous une forme non tronquée, suggère que la délétion de 53.630 bp 

de CSA n’est pas dans RenanA. Nous avons pu confirmer par PCR sur l’ADN génomique de 

T. aestivum ssp. aestivum cv Renan que ces délétions n’étaient effectivement pas présentes 

dans cet haplotype, confortant encore une fois l’hypothèse d’une recombinaison génétique. 

III.2.2 Variabilité haplotypique des génomes B et S 

A la différence des génomes A et D, l’espèce progénitrice du génome B n’est toujours 

pas identifiée. La plus proche espèce connue du progéniteur du génome B, Ae. speltoides 
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(SS), reste assez éloignée des polyploïdes. En effet, l’espace TEs n’est pas conservé entre les 

haplotypes du génome S et du génome B et comme nous l’avons vu dans la comparaison 

inter-génomique, l’espace gènes est relativement divergent (Figure II-3). Nous avons donc 

analysé les haplotypes de S et de B séparément comme deux génomes différents, et non en 

tant qu’haplotypes d’un même génome. 

Comparaison des gènes des haplotypes S (GAA,SAA,SAB) 

Les gènes Pina et Pinb du locus Ha sont trouvés dans les deux haplotypes du génome 

S. Nous avons trouvé un taux de SNPs important pour ces deux gènes (Tableau II-4A), en 

particulier pour le gène Pinb. Cependant, ces taux restent inférieurs à ceux trouvés pour 

l’autre gène du locus Ha (Gsp-1) lors de la comparaison entre les haplotypes du génome B et 

S (Tableau II-2) confirmant la divergence des haplotypes S après la séparation des deux 

génomes.  

Comparaison de l’espace inter-génique des haplotypes S 

Les deux régions inter-géniques des génomes S sont assez divergentes (21,4 SNPs/kb, 

0,83 Ma de divergence), malgré l’absence de larges réarrangements (>50bp) ou d’insertions 

différentielles d’éléments transposables (Tableau II-4B). 

Comparaison des gènes des haplotypes B (DurumB, RenanB, CSB) 

Les gènes BGGP et Gsp-1 ont été trouvés en commun dans les trois haplotypes du 

génome B des polyploïdes. Les comparaisons ont montré des taux de SNPs extrêmement bas 

et stables entre les gènes des trois haplotypes (Tableau II-4C), contrastant avec les taux élevés 

de SNPs détectés en comparant les gènes des haplotypes S et B. (Tableau II-2). 

Comparaison de l’espace inter-génique des haplotypes B 

Les séquences inter-géniques du tétraploïde et des hexaploïdes sont extrêmement 

proches. Les comparaisons entre les trois séquences ont donné sensiblement les mêmes 

résultats, avec des taux de SNPs très faibles, compris entre 0,2 et 0,5 SNP/kb et des 

divergences comprises entre 10.000 et 19.000 ans correspondant à moins de 40 SNPs sur plus 

de 75kb de séquence (Tableau II-4D). 

De plus, nous avons trouvé très peu d’indels dans ces différentes comparaisons et 

aucun réarrangement important. Il y a respectivement 14 et 15 indels correspondant à 27 et 23 

bp de différences entre les séquences de DurumB/RenanB et DurumB/CSB, confirmant les 
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très faibles taux de SNPs et temps de divergence (Tableau II-4D). Les deux séquences des 

haplotypes hexaploïdes sont extrêmement proches dans le génome B (13 indels, 28 bp). 

Cette proximité contraste largement avec les différences observées dans la 

comparaison du génome A des hexaploïdes. 

III.2.3 Variabilité haplotypique du génome D 

Comparaisons des gènes  

Les gènes BGGP, Gsp-1, VAMP et CHS sont dans les séquences de tous les haplotypes 

du génome D. Nous avons trouvé un taux de polymorphisme très faible entre les gènes des 

différentes haplotypes, exceptés les gènes de l’haplotype diploïde 137E09 qui montrent des 

taux de polymorphismes légèrement supérieurs comparés aux gènes des autres haplotypes 

(Tableau II-5A).  

Comparaison de l’espace inter-génique (137E09,Lagudah, 41M6, RenanD, CSD) 

Les séquences des deux haplotypes hexaploïdes RenanD et CSD sont extrêmement 

proches (Figure II-4). Très similairement aux résultats trouvés pour le génome B des 

hexaploïdes, le taux de SNPs est très faible et stable sur toute la séquence (0,8 SNP/kb et 0,03 

Ma de divergence) (Tableau II-5B). Nous avons également calculé ces taux pour les autres 

comparaisons entre les haplotypes du génome D, mais nous avons trouvé d’importantes 

variations dans les taux de SNPs le long des séquences pour toutes les autres comparaisons 

(Figure II-5). De la même façon que pour le génome A, nous avons séparé les séquences en 4 

régions pour lesquelles les comparaisons donnent des taux de SNPs relativement stables 

(Figure II-5). 

La région 1 comprend les séquences situées en 5’ du gène VAMP. Cette région est 

principalement couverte par les haplotypes CSD et 41M6 : ils ont près de 18kb (17.953 pb) en 

commun contre moins de 3 kb pour les autres comparaisons de cette région. On obtient un 

taux de SNPs de 12,3 SNPs/kb pour une divergence de 0,48 Ma (Tableau II-5C). On observe 

de plus une petite rupture de colinéarité en 3’ du gène CHS (une séquence de 7.124 pb de 

41M6 complètement différente des 25.933 pb dans CSD) dans la comparaison (Figure II-4, 

Rupture 3). Les autres comparaisons pour cette région donnent des taux de SNPs compris 

entre 7,5 et 13,5 SNPs/kb et des divergences entre 0,29 et 0,52 Ma (Tableau II-5C). 

La région 2 se situe entre le gène VAMP et le début de la région ‘inversée’ en 3’ du 

gène Pina, présentée ci-après dans la description de la région 3 (Figure II-4). Cette région est 



A B C Ta
bl

ea
u 

II-
5.

C
om

pa
ra

is
on

 d
e 

la
 s

éq
ue

nc
e 

de
s 

gè
ne

s 
et

 d
e 

l’e
sp

ac
e 

TE
s 

du
 g

én
om

e 
D

. (
A

) 
N

om
br

e 
de

 S
N

Ps
 tr

ou
vé

s 
da

ns
 le

s 
co

m
pa

ra
is

on
s 

de
ux

 à
de

ux
 d

es
 g

èn
es

 d
an

s 
le

s 
di

ffé
re

nt
s 

ha
pl

ot
yp

es
 d

u 
gé

no
m

e 
D

. (
B)

 C
om

pa
ra

is
on

 d
es

 s
éq

ue
nc

es
 d

e 
l’e

sp
ac

e 
TE

s 
du

 g
én

om
e 

D
, 

av
ec

 l
e 

ta
ux

 d
e 

SN
Ps

, 
la

 d
iv

er
ge

nc
e 

et
 l

es
 t

au
x 

de
 r

em
pl

ac
em

en
t. 

C
es

 d
er

ni
er

s 
so

nt
 s

ép
ar

és
 e

n 
tro

is
 :

 
im

po
rta

nc
e 

de
 l’

in
se

rti
on

 d
es

 T
Es

, d
es

 ré
ar

ra
ng

em
en

ts
 d

e 
gr

an
de

 ta
ille

 (>
50

 p
b)

 e
t l

es
 p

et
its

 in
de

ls
(<

50
pb

). 
(C

) C
om

pa
ra

is
on

 d
es

 
sé

qu
en

ce
s 

de
 l’

es
pa

ce
 T

Es
 p

ar
 ré

gi
on

, d
an

s 
le

 c
as

 o
ù

le
s 

ta
ux

 d
e 

S
N

P
s

flu
ct

ue
nt

 d
e 

fa
ço

n 
im

po
rta

nt
e 

le
 lo

ng
 d

es
 s

éq
ue

nc
es

.

13
7E

09
La

g
41

M
6

CS
D

13
7E

09
La

g
41

M
6

CS
D

13
7E

09
La

g
41

M
6

CS
D

13
7E

09
La

g
41

M
6

CS
D

13
7E

09
 (A

e.
 T

au
sc

hi
i)

La
gu

da
h 

(A
e.

 T
au

sc
hi

i)
6

2
2

7
41

M
6 

(A
e.

 T
au

sc
hi

i)
6

0
2

0
3

3
6

8
CS

D 
(T

. a
es

tiv
um

)
5

1
1

3
1

1
2

2
1

6
5

8
Re

na
nD

 (T
. a

es
tiv

um
)

5
1

1
0

3
1

1
0

2
2

1
0

6
5

8
-

B
G

G
P

 (1
27

8 
pb

)
G

sp
-1

 (
49

2 
pb

)
V

A
M

P
 (6

48
 p

b)
C

H
S

 (1
25

1 
pb

)

N
b

%
N

b
%

N
b

%
R

en
an

D
 / 

C
S

D
11

10
66

28
83

3
0,

8
0,

03
0,

2%
  

0
0,

0%
 

1
0,

2%
   

 
12

0,
0%

13
7E

09
 / 

La
gu

da
h

12
00

47
17

56
4

va
ria

bl
e

va
ria

bl
e

90
,4

%
  

11
79

,6
%

 
11

10
,6

%
   

 
55

0,
2%

13
7E

09
 / 

41
M

6
11

98
53

10
59

2
va

ria
bl

e
va

ria
bl

e
89

,5
%

  
11

79
,7

%
 

8
9,

7%
   

 
46

0,
1%

La
gu

da
h 

/ 4
1M

6
12

91
95

42
58

8
va

ria
bl

e
va

ria
bl

e
35

,6
%

  
2

6,
4%

 
13

29
,0

%
   

 
58

0,
2%

13
7E

09
 / 

C
S

D
12

18
14

10
59

4
va

ria
bl

e
va

ria
bl

e
90

,6
%

  
12

80
,1

%
 

14
10

,3
%

   
 

60
0,

1%
La

gu
da

h 
/ C

S
D

24
09

34
80

42
8

va
ria

bl
e

va
ria

bl
e

24
,7

%
  

5
7,

9%
 

20
15

,6
%

   
 

75
0,

1%
41

M
6 

/ C
S

D
99

57
8

53
61

2
va

ria
bl

e
va

ria
bl

e
13

,3
%

  
3

10
,8

%
 

8
2,

4%
   

 
47

0,
1%

Ta
ux

 d
e 

re
m

pl
ac

em
en

t
To

ta
l (

%
)

TE
s

R
éa

rr
an

ge
m

en
ts

Pe
tit

s 
in

de
ls

(in
se

rti
on

s)
(d

él
ét

io
ns

)

R
ég

io
n 

co
m

m
un

e
R

ég
io

n 
al

ig
né

e
S

N
P

 / 
kb

D
iv

er
ge

nc
e 

 
(M

a)

Ré
gi

on
 

co
m

m
un

e
SN

P 
/ k

b
Di

ve
rg

en
ce

 
(M

a)
Ré

gi
on

 
co

m
m

un
e

SN
P 

/ k
b

Di
ve

rg
en

ce
 

(M
a)

Ré
gi

on
 

co
m

m
un

e
SN

P 
/ k

b
Di

ve
rg

en
ce

 
(M

a)
Ré

gi
on

 
co

m
m

un
e

SN
P 

/ k
b

Di
ve

rg
en

ce
 

(M
a)

13
7E

09
 / 

La
gu

da
h

13
35

   
13

,5
0,

52
61

14
  

28
,0

   
1,

10
   

10
11

5 
  

2,
2 

  
0,

08
   

-
-

-
13

7E
09

 / 
41

M
6

13
36

   
7,

5
0,

29
61

13
  

28
,0

   
1,

10
   

31
43

   
57

,3
   

2,
30

   
-

-
-

La
gu

da
h 

/ 4
1M

6
19

09
   

13
,1

0,
51

20
91

8 
 

1,
0 

  
0,

04
   

79
75

   
48

,4
   

1,
93

   
11

78
6 

  
5,

3 
  

0,
20

   
13

7E
09

 / 
Re

na
nD

13
34

   
12

,0
0,

47
61

16
  

28
,0

   
1,

10
   

31
44

   
56

,3
   

2,
25

   
-

-
-

La
gu

da
h 

/ R
en

an
D

25
75

   
8,

9
0,

35
20

74
8 

 
4,

1 
  

0,
16

   
79

74
   

48
,4

   
1,

93
   

49
13

1 
  

14
,6

   
0,

53
   

41
M

6 
/ C

SD
17

95
3 

  
12

,3
0,

48
20

92
7 

 
3,

7 
  

0,
14

   
80

04
   

1,
5 

  
0,

06
   

67
28

   
8,

8 
  

0,
34

   

R
ég

io
n 

3
R

ég
io

n 
4

   
  R

ég
io

n 
1

R
ég

io
n 

2



92

représentée dans tous les haplotypes. La séquence de l’haplotype 137E09 du diploïde Ae. 

tauschii est la plus divergente comparée aux autres (Tableau II-5C). Elle présente le même 

taux de SNPs (28,0 SNPs/kb) et temps de divergence (1,10 Ma) dans ses différentes 

comparaisons avec les autres séquences de la région 2. Les séquences des haplotypes 

diploïdes Lagudah et 41M6 sont très proches pour cette région (1,0 SNP/kb, 0,04 Ma de 

divergence) mais 41M6 est légèrement plus proche des polyploïdes que Lagudah (3,7 

SNPs/kb contre 4,1 SNPs/kb et 0,14 Ma contre 0,16 Ma divergence) (Tableau II-5C). Ces 

résultats sont conformes aux analyses de marqueurs RFLP qui désignaient 41M6 et 137E09 

comme respectivement les haplotypes d’Ae. tauschii les plus proches et les plus éloignés des 

hexaploïdes (Akhunov et al. 2005). 

La région 3 comprend toute la région ‘inversée’ ainsi que la suite de la séquence 

jusqu’au gène Pinb. Cette région ‘inversée’ est orientée dans un sens pour les séquences de 

137E09 et de Lagudah et dans l’autre sens pour les séquences de RenanD, CSD et 41M6 

(Figure II-4). Cette inversion a été accompagnée de délétions par recombinaisons illégitimes. 

La séquence de 137E07 ne couvre pas toute la région ‘inversée’. Le reste de la séquence de 

cette région 3, après la région inversée, est dans la même orientation dans tous les haplotypes 

la couvrant (non couverte par 137E09). Les séquences présentant la même orientation pour 

l’inversion sont très proches entre elles avec des taux de SNPs de 1,5 et 2,2 SNPs/kb et une 

divergence de 0,06 et 0,08 Ma pour les comparaisons 137E09/Lagudah et Renan/CSD/41M6 

respectivement (Tableau II-5C). Inversement, les comparaisons entre des séquences 

présentant des orientations différentes montrent une divergence élevée (de 48,4 à 57,3 

SNPs/kb et de 1,93 à 2,30 Ma de divergence) (Tableau II-5C). Ces taux de SNPs et ces 

divergences ne concernent pas seulement la région de l’inversion mais bien toute la séquence 

de la région 3.  

La région 4 couvre les séquences situées après le gène Pinb. La comparaison 

Lagudah/RenanD pour cette région porte sur près de 50 kb et donne un taux de SNP de 14,6 

SNPs/kb et un temps de divergence de 0,53 Ma. Les comparaisons 41M6/Lagudah et 

41M6/CSD donnent des taux sensiblement plus bas avec 5,3 et 8,8 SNPs/kb et 0,20 et 0,34 

Ma de divergence respectivement. 

 

Cette alternance de régions très similaires et très divergentes suggère la présence 

possible de recombinaisons génétiques ou de régions avec une évolution spécifique dans le 

génome (pression de sélection accentuée ou relâchée). Pour préciser ces variations de taux de 



Figure II-5. Variation de la distribution des SNPs dans l’espace TEs de 5 haplotypes  du génome D.
(A) Les histogrammes montrent le nombre de SNPs dans des fenêtres de 1000 pb entre les 
séquences trouvées en commun (sans les indels). Ces comparaisons portent uniquement sur les 
séquence inter-géniques. Les parties hachurées représentent les régions non comparables. Les 
comparaisons sont divisées en 4 régions. (B) Détail des SNPs et des Indels pour les séquences 
situées à l’interface de régions.
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SNPs dans et entre les différentes régions ainsi que leur origine, nous avons aussi analysé les 

régions de 2 kb à l’interface des ces régions (Figure II-5B). 

 

La différence de taux de SNPs la plus flagrante entre des régions ressort de la 

comparaison entre les régions 2 et 3 (Figure II-5). La séquence de Lagudah est d’abord très 

proche de celle de 41M6/RenanD/CSD en région 2 et très divergente de celle de 137E09. Puis 

la tendance s’inverse en région 3 et la séquence de Lagudah est très proche de 137E09 et très 

divergente de celles de 41M6/RenanD/CSD. Ces résultats montrent que l’haplotype Lagudah 

est un haplotype mixte issu de recombinaison(s). Trois hypothèses sont possibles : 

H1 : La séquence de la région 3 de Lagudah vient d’une recombinaison avec un 

haplotype proche de 137E09. La séquence de la région 2 de Lagudah ne vient pas d’une 

recombinaison et est très proche de celle de 41M6. 

H2 : La séquence de la région 2 de Lagudah vient d’une recombinaison avec un 

haplotype proche de 41M6. La séquence de la région 3 de Lagudah ne vient pas d’une 

recombinaison et est très proche de celle de 137E07. 

H3 : Les séquences des régions 2et 3 (H3a) ou 3et 4 (H3b) de Lagudah sont issues de 

recombinaisons. 

 

Les importants niveaux de divergence observés pour la région 3 ne se retrouvent pas 

pour les régions 2 et 4. Les différences entre les divergences trouvées entre Lagudah/41M6 et 

Lagudah/CSD (identique à Lagudah/RenanD) pour les régions 2 et 4 ne sont pas flagrantes 

(0,04 Ma et 0,16 Ma contre 0,20 Ma et 0,53 Ma) et ne permettent pas de favoriser une 

hypothèse. 

Pour la région 4, les trois haplotypes (CSD, Lagudah et 41M6) ne sont pas très 

proches deux à deux (divergences comprises entre 0,20 et 0,53 Ma). Cette région n’est donc 

probablement pas recombinante entre les différents haplotypes (excluant H3b). Si la région 4 

de Lagudah, modérément divergente de celles de CSD et 41M6, correspond à une partie non 

recombinée, la région 3, très divergente entre Lagudah/41M6 et Lagudah/CSD, vient 

certainement d’une recombinaison génétique (on exclut donc l’hypothèse H2). 

Il est difficile de trancher entre les 2 hypothèses restantes (H1 et H3a). Lagudah est 

globalement plus proche de CSD et 41M6 pour la région 2 que pour la région 4. Dans la 

région 2, la divergence entre Lagudah/41M6 est nettement plus faible que celle entre 

Lagudah/CSD (0,04 Ma contre 0,16 Ma). Cette très faible divergence entre Lagudah et 41M6 

est surprenante et fait penser à une nouvelle recombinaison dans Lagudah (H3a). Ce scénario 
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fait donc intervenir deux recombinaisons successives dans l’haplotype Lagudah. Cependant, 

les éléments à notre disposition ne sont pas suffisants pour exclure complètement l’hypothèse 

H1, où la recombinaison n’a eu lieu que pour la région 3 avec des régions 2 et 4 évoluant à 

des vitesses sensiblement différentes. 

 

L’analyse des comparaisons de la région 1 apporte une couche supplémentaire de 

complexité. On remarque ainsi une différence de taux de SNPs et divergence assez nette entre 

les régions 1 et 2 de la comparaison 41M6/CSD (12,3 SNPs/kb contre 3,7 SNPs/kb et 0,48 

Ma contre 0,014 Ma de divergence). De plus, on observe, dans la région 1, une rupture de 

colinéarité et un nombre important de réarrangements comparé à la région 2. Ces résultats 

peuvent indiquer une autre recombinaison ou une région plus variable. Le manque de 

couverture des autres haplotypes ne permet pas de conclure, même si la rupture et les 

réarrangements nous font légèrement privilégier l’hypothèse d’une recombinaison génétique. 

 

Nous avons calculé les taux de remplacement entre les différentes haplotypes, dont 

deux sont mixtes (Lagudah et probablement 41M6). Ces taux sont très variables (Tableau II-

5B) et reflètent les importantes différences entre les haplotypes, qu’elles soient dues à 

l’insertion massive d’éléments transposables, à des recombinaisons génétiques et/ou 

illégitimes. 

Les hauts taux de remplacement trouvés dans les comparaisons entre 137E09 et 

41M6/RenanD/CSD (de 89,5% à 90,6%) sont principalement dus à une invasion de la 

séquence par des éléments transposables (dont 6 insertions de TEs les unes dans les autres) 

(Figure II-4, Tableau II-5B). Le taux de remplacement élevé dans les comparaisons entre 

Lagudah et 41M6/RenanD/CSD résulte principalement des réarrangements par recombinaison 

illégitime dans la région 3, apportée par une recombinaison génétique. De la même façon, le 

taux de remplacement important trouvé entre 41M6/CSD/RenanD trouve son origine dans les 

réarrangements observés dans la zone variable ou recombinée. Sans considérer cette zone, la 

différence majeure entre 41M6 et les hexaploïdes est l’insertion de deux éléments 

transposables (Wis et Morgan) uniquement dans ces derniers. 
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IV  Discussion 

Nous avons analysé pour la première fois plusieurs haplotypes représentants les 

génomes A, B, S et D du blé. L’étendue des insertions et des éliminations des éléments 

transposables et leurs conséquences sur l’organisation et l’évolution rapide de ces génomes, 

sur une courte échelle de temps, ont ainsi été évaluées au niveau du locus Ha par des 

comparaisons haplotypiques aux niveaux inter-génomique, intra-génomique et intra-

spécifiques. 

 

Les comparaisons inter-génomiques soulignent l’évolution rapide de l’espace TEs qui 

est complètement différent entre les principaux génomes A, B et D, comme observé dans des 

études précédentes (Chantret et al. 2005, Isidore et al. 2005, Dvorak et al. 2006, Gu et al. 

2006). L’espace TEs est également complètement différent entre les génomes B des blés 

polyploïdes et le génome S de l’espèce diploïde Ae. speltoides confirmant encore une fois des 

résultats précédemment obtenus pour les locus SPA et Acc1 (Chalupska et al. 2008, Salse et 

al. 2008b). Ces observations, combinées à la divergence des séquences des gènes BGGP et 

Gsp-1 (Tableau II-2), confirment la divergence des génomes B et S très peu de temps après 

leur divergence des génomes A et D (Huang et al. 2002, Chalupska et al. 2008, Salse et al. 

2008b). Les génomes B et S sont donc des génomes distincts et ne représentent pas des 

haplotypes différents d’un même génome. Nous avons retracé les dates de radiation de ces 

quatre principaux génomes (Figure II-6), en approximant la divergence des génomes A/D et 

S/B à 3 Ma (Huang et al. 2002, Chalupska et al. 2008). 

 

La variabilité haplotypique dans les différentes comparaisons intra-génomiques et 

inter-specifiques dépend du génome considéré. En effet, une proportion variable de l’espace 

TEs semble être conservée entre les différents haplotypes d’un même génome. Nous avons 

constaté que la non-conservation de cet espace TEs est due aux insertions différentielles de 

TEs mais aussi aux recombinaisons illégitimes et génétiques (Figure II-1, II-3, II-4). 

Variabilité haplotypique des génomes B et S  

La conservation haplotypique la plus forte est observée pour le génome B. Pour ce 

génome, les comparaisons entre les haplotypes des polyploïdes (DurumB, RenanB et CSB) 
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montrent seulement quelques SNPs et Indels tout au long des séquences en commun, soit plus 

de 75 kb, sans aucune insertion ou élimination différentielle de TEs (Figure II-3, Tableau II-

4). En se basant sur la comparaison de l’espace TEs commun, ces trois haplotypes du génome 

B ont divergé très récemment (de 10.000 à 20.000 ans). Autant ce niveau de divergence est 

attendu entre les hexaploïdes, autant il est quelque peu surprenant entre le tétraploïde et les 

hexaploïdes, surtout compte tenu de la divergence observée dans le génome A. Une 

importante conservation haplotypique du génome B a été également observée au niveau du 

locus HMW-Glu (Gu et al. 2006). 

 

Les deux haplotypes du génome S étudiés sont assez divergents (0,83 Ma) mais 

l’espace TEs en commun est complètement dénué de réarrangements importants (>1000bp) 

(Figure II-3) ce qui pourrait indiquer une très faible activité des forces d’insertion et 

d’élimination des TEs dans ce génome. 

Variabilité haplotypique du génome D  

Les deux haplotypes hexaploïdes du génome D (RenanD et CSD) montrent également 

une très forte conservation. Leur séquence est quasiment identique à l’exception de quelques 

SNPs et indels. Leur divergence est estimée à 30.000 ans. (Figure II-4, Tableau II-5), 

confirmant l’origine commune et unique du génome D pour ces deux haplotypes du blé 

hexaploïde. Les haplotypes diploïdes du génome D montrent d’importantes différences 

lorsqu’on les compare entre eux et avec les hexaploïdes. L’haplotype 137E09 est le plus 

divergent (1,10 Ma) et montre une séquence envahie par des éléments transposables, en 

grande partie imbriqués les uns dans les autres. Cependant, en supposant que la suite de la 

séquence de 137E09 ressemble à celle trouvée dans Lagudah, on observerait une contribution 

relativement équivalente de la force insertionnelle et éliminatrice (par recombinaison 

illégitime) dans l’évolution dynamique de l’espace TEs. Une ou plusieurs recombinaisons 

génétiques ont été observées dans les deux autres haplotypes diploïdes (Lagudah et 41M6). 

En considérant uniquement les portions non recombinées, 41M6 est l’haplotype le plus proche 

des hexaploïdes (0,14 Ma de divergence) suivi de Lagudah (0,53 Ma de divergence). La 

principale différence entre ces diploïdes et les hexaploïdes dans les portions non recombinées 

vient de l’insertion du TE Wis dans ces derniers. On notera aussi l’insertion de l’élément 

Morgan dans les hexaploïdes qui n’est pas présent dans 41M6 ni dans Lagudah. La majeure 

partie des différences dans ces régions vient des nombreuses délétions par recombinaisons 

illégitimes associées ou non à des recombinaisons génétiques. Les divergences calculées pour 
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ces trois haplotypes diploïdes concordent avec les résultats obtenus par RFLP qui désignaient 

137E09 et 41M6 comme respectivement l’haplotype le plus divergent et le moins divergent 

des polyploïdes. Néanmoins, la date de divergence trouvée pour la partie non recombinée de 

41M6 reste élevée pour l’haplotype le plus proche (Tableau II-5). Une analyse PCR avec des 

marqueurs spécifiques des insertions différentielles (Wis et Morgan) sur une collection d’Ae. 

tauschii a permis d’identifier un haplotype ayant l’insertion Wis et donc probablement plus 

proche des polyploïdes que 41M6, pour cette région. Ces comparaisons multiples montrent 

qu’à l’exception de l’insertion de l’élément Morgan, la majorité des réarrangements 

génomiques et des insertions différentielles de TEs, décrites précédemment entre les 

haplotypes du génome D diploïdes et hexaploïdes (Chantret et al. 2005) semblent avoir eu 

lieu antérieurement à l’allohexaploïdie, lors de la diversification de l’espèce diploïde Ae. 

tauschii. Ces résultats soulignent l’importance et la complémentarité des comparaisons intra-

spécifiques aux comparaisons intra-génomiques dans les études de l’évolution, par génomique 

comparative, pour prendre en compte la diversité dans les espèces étudiées. 

Variabilité haplotypique du génome A  

L’insertion différentielle des TEs semble représenter la proportion la plus importante 

de l’ADN non conservé entre les haplotypes diploïdes du génome A. Par contre, les 

comparaisons diploïdes/polyploïdes et polyploïdes/polyploïdes montrent une proportion 

importante des réarrangements par recombinaison illégitimes (Figure II-1, Tableau II-3). En 

particulier, nous avons observé de nombreux réarrangements de plusieurs kb voire dizaines de 

kb, en plus de la délétion du locus Ha déjà caractérisée (Chantret et al. 2005). Tous ces larges 

réarrangements ont été validés par PCR au niveau des clones BAC mais aussi des génotypes 

utilisés pour confirmer un séquençage correct de ces clones. Ces réarrangements 

correspondent probablement tous à des délétions par recombinaison illégitime, même si deux 

des ces événements, correspondant aux ruptures de colinéarités entre 8K2/DurumA et 

DurumA/Polyploïdes, restent à préciser. En effet, le manque de couverture et de séquences de 

références pour ces événements ne nous permet pas de statuer formellement sur leur nature, 

même si le scénario d’une recombinaison génétique associée à des recombinaisons illégitimes 

est privilégié.  

Les calculs de divergence ont montré que l’haplotype de T. monococcum est près de 

deux fois plus divergent des polyploïdes que les haplotypes de T. urartu (1,19 Ma conte 0,53 

et 0,67 Ma divergence). Ces estimations sont concordantes avec la date de 

l’allotétraploïdisation (0,5 Ma) et de la divergence des génomes A de T. monococcum, T. 
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urartu et T. turgidum évaluée précédemment (Huang et al. 2002). Par contre, les larges 

différences observées entre les deux hexaploïdes sont étonnantes. En particulier, les deux 

larges délétions par recombinaison illégitime dans CSA ne sont pas présentes dans RenanA. 

Une analyse précise des comparaisons entre les trois polyploïdes nous a permis de mettre en 

évidence une recombinaison génétique, près du gène Unknown-2a (Figure 1A), ayant 

introgressée une partie de la séquence de DurumA dans RenanA. 

 

Au final, nous avons utilisé les divergences des séquences inter-géniques pour calculer 

la divergence entre les différents haplotypes. Dans le cas d’haplotypes mixtes, nous avons 

utilisé les régions de l’haplotype non réarrangées (Figure II-6).  

 

Conclusion 

Nous avons donc observé, à travers l’étude d’haplotypes des génomes A, B, S et D une 

variabilité extensive au niveau du locus Ha, due à la fois à des divergences importantes des 

séquences, des insertions différentielles d’éléments transposables, des recombinaisons 

génétiques entre différents haplotypes et des réarrangements (notamment délétions) par 

recombinaisons illégitimes. 

Nous n’avons pas trouvé d’effet génome ou d’effet polyploïdie en relation avec 

l’activité insertionnelle des éléments transposables. En effet, on trouve une ou quelques 

insertions différentielles de TEs dans tous les haplotypes, sans apparente distinction, à 

l’exception de l’haplotype 137E09 du génome D qui est particulièrement riche en TEs. Ceci 

confirme nos travaux sur des séquences représentatives des génomes A et B, qui montraient 

que la majorité des insertions d’éléments transposables avait eu lieu avant les évènements de 

polyploïdisation (Charles et al. 2008). 

Les comparaisons des différents haplotypes diploïdes des génomes D, appartenant à la 

même espèce (Ae. tauschii), a permis de mettre en évidence une importante variabilité intra-

spécifique essentiellement due à de multiples recombinaisons génétiques. L’étude du locus 

Lr34 (Wicker et al. 2009a) avait précédemment mis en évidence des recombinaisons 

génétique dans Ae. tauschii. C’est donc probablement un phénomène global dans cette espèce. 

Nous avons également identifié une recombinaison génétique entre des espèces différentes 

pour le génome A. La barrière d’espèces induite par la polyploïdie est faible au niveau 

tétraploïde/hexaploïde dans le génome A, confirmant des résultats de transfert de gènes entre 

tétraploïde et hexaploïde observés dans ce génome au locus Xpsr920 (Dvorak et al. 2006). 



Figure II-7. Bases moléculaires des différentes recombinaisons illégitimes observées. Les 338 
recombinaisons illégitimes (non-homologues) polarisées (insertion ou délétion) identifiées dans les 
séquences des génomes A, B, et D se répartisent en 51 grandes recombinaisons (>50 pb) et 287 
petites recombinaisons (<50pb).
Les recombinaisons de grande taille sont très majoritairement des délétions (49/51). Des petits motifs 
répétés (cercle rouge, 3-20 pb) ont été détectés pour la moitié d’entre-elles (23/51).
Les recombinaisons de petite taille sont plus equilibrées entre les insertions (120/287) et les délétions 
(167/287). Les expansions/contractions de micro/mini-satellites sont les mécanismes les plus 
fréquents (168/287).

Réarrangements par recombinaison illégitime (338)

> 50 pb (51) < 50 pb (287)

Séquence1

Séquence2

Séquence1

Séquence2

Motifs répétés 1 (17)

Séquence1

Séquence2

Autre (28)

Séquence1

Séquence2

Séquence1

Séquence2

Séquence1

Séquence2

Séquence1

Séquence2

Expansion/contraction de microsatellites (162)

Autre (79)

Séquence1

Séquence2

Motifs répétés 1 (40)

Motifs répétés 2 (2)

Expansion/contraction de minisatellites (6)Motifs répétés 3 (4)
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Deux autres recombinaisons potentielles ont été détectées dans le génome A sur le tétraploïde 

et un diploïde (8K2) mais le manque de séquences de référence et couvrantes ne nous a pas 

permis de les confirmer. Les haplotypes mixtes trouvés dans le génome D concernent 

uniquement les diploïdes. Notre étude n’a donc pas montré une perméabilité pour le génome 

D entre les niveaux hexaploïde et diploïde. 

Mon étude a révélé et confirmé la généralisation des réarrangements génomiques, 

parfois sur plusieurs dizaines de kb par recombinaisons illégitimes. L’étude comparative 

présentée ici révèle que les réarrangements induisant des éliminations ont eu lieu, pour la 

plupart, dans des séquences d’éléments transposables (Figure II-1, II-4). Comme nous l’avons 

constaté dans l’étude des haplotypes diploïdes du génome D, les recombinaisons génétiques 

peuvent amplifier l’importance des recombinaisons illégitimes en apportant des fragments 

d’haplotypes plus divergents, et donc des délétions par recombinaisons supplémentaires. Un 

dernier type de recombinaison, les recombinaisons homologues inégales, semblent rares 

comme prédit dans mon étude précédente (Article 1) et ont une importance mineure dans les 

réarrangements. Cette comparaison haplotypique sur différents niveaux a montré que les 

recombinaisons illégitimes d’ADN représentent le principal mécanisme à l’origine de la 

dynamique de l’espace TEs.   

 

La variabilité haplotypique importante trouvée dans les génomes du blé ressemble ou 

dépasse celle décrite pour le maïs (Tikhonov et al. 1999, Fu et Dooner 2002, Song et Messing 

2003, Brunner et al. 2005, Lai et al. 2005, Morgante et al. 2005, Wang et Dooner 2006, Xu et 

Messing 2006). Contrairement au blé, la prolifération différentielle des éléments 

transposables et surtout le mouvement des gènes par les TEs de type Helitron, très actifs dans 

le maïs sont les principaux responsables de la variabilité importante du maïs (Lai et al. 2005, 

Morgante et al. 2005, Wang et Dooner 2006, Xu et Messing 2006). Nous n’avons trouvé 

aucune évidence de réarrangements médiés par des helitrons dans les séquences du blé. La  

bonne conservation de l’espace inter-génique entre les séquences des haplotypes d’un même 

génome nous a permis d’examiner les bordures des régions éliminées pour essayer de leur 

associer un mécanisme (Figure II-7). Les petites recombinaisons, largement majoritaires en 

nombre, sont principalement des expansions/contractions de mini/micro-satellites. Les 

grandes recombinaisons sont quasiment toutes des délétions (49/51). Dans la moitié d’entre-

elles, et en particulier pour les grandes délétions du génome A, on distingue des motifs répétés 

probablement impliqués dans la délétion (Figure II-7). 
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La faible variabilité haplotypique observée dans les haplotypes polyploïdes du génome 

B contraste avec les importantes différences trouvées entre les haplotypes polyploïdes du 

génome A. Pourtant, ces deux génomes cohabitent dans ces polyploïdes depuis la 

tétraploidisation. Il serait intéressant de confirmer ou d’infirmer cette surprenante différence 

de comportement évolutif entre deux génomes co-résidents dans le même noyau. 
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 Partie III : Evolution du caractère ‘grain tendre’ dans 

les Poaceae au cours des 60 derniers Ma : 

Emergence des gènes Ha dans l’ancêtre commun 

des Erhrartoideae et des Pooideae, après leur 

divergence avec les Panicoideae 
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I  Introduction 

Dans les analyses que j’ai présentées en Parties I et II, j’ai pu apprécier les effets des 

forces majeures de l’évolution des TEs (insertions et éliminations) sur la dynamique des 

génomes du blé à court terme (< 4 Ma). L’analyse des dates d’insertion des rétrotransposons 

d’un échantillon de séquences représentatif des génomes A et B a montré que 87% des 

insertions de ces éléments ont eu lieu avant les événements récents de polyploïdisation (0,5 

Ma et 0,01 Ma). Elle a aussi montré que l’activité insertionnelle était différente entre ces deux 

génomes, en particulier au niveau des périodes et des intensités de prolifération des 

principales super-familles et familles de TEs (Résultats, Partie I). Sur une échelle d’évolution 

encore plus courte (0-1,2 Ma), la comparaison de régions orthologues entre des haplotypes  

des même génomes du blé a mis en évidence des différences de séquences impliquant des 

dizaines voire des centaines de kb. Les recombinaisons illégitimes, principales responsables 

de ces larges différences, contribuent à cette dynamique des génomes du blé (Résultats, Partie 

II). Elles sont également associées avec des recombinaisons génétiques qui amplifient les 

différences de séquences. 

Cette dynamique importante de l’espace TEs a permis la divergence rapide des 

différents génomes du blé et a donc joué un effet stabilisateur, en défavorisant la 

recombinaison homéologue, dans les blés polyploïdes qui les ont réunis. 

 

La divergence rapide de l’espace TEs nous permet d’apprécier leurs effets sur 

l’organisation et la dynamique des génomes du blé uniquement sur une courte échelle de 

temps (< 3 Ma). Au-delà de cette échelle, l’espace TEs n’est plus comparable (entièrement 

différent). Cependant, les comparaisons de l’espace gènes entre le blé et les différentes 

espèces des Poaceae permet d’apprécier la dynamique des génomes sur une échelle 

d’évolution plus longue (50-60 Ma).  

Le locus Ha, connu pour son importante dynamique dans le blé (Chantret et al. 2005, 

2008), représente un excellent modèle pour des études comparatives entre les différentes 

espèces de Poaceae. Ce locus porte les gènes Gsp-1, Pina et Pinb codant pour des protéines 

du grain [‘Grain Softness Protein’ (GSP), ‘Puroindoline A’ (PinA) et ‘Puroindoline B’ 

(PinB)], dont la présence dans la graine confère le caractère ‘grain tendre’ alors que leur 

absence (ou mutation) confère le caractère ‘grain dur’. Une précédente analyse par génomique 
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comparée du locus Ha a expliqué l’absence du locus dans le blé dur tétraploïde par sa délétion 

indépendante dans les génomes A et B. Des recombinaisons illégitimes impliquant des TEs 

sont à l’origine de ces délétions (Chantret et al. 2005). Le blé tendre a retrouvé son caractère 

grain tendre en incorporant le génome d’Ae. tauschii (DD). Les analyses présentées en Partie 

II ont bien confirmé que ces événements de recombinaisons illégitimes sont fréquents dans 

cette région et sont responsables de la délétion récurrente des gènes Pina et Pinb dans 

différents génomes des blés polyploïdes (Chantret et al. 2005, Li et al. 2008). 

Des orthologues des gènes Ha ont été trouvés dans l’orge (Gsp-1, HindA, HindB1 et 

HindB2) (Caldwell et al. 2004). De plus, des homologues aux gènes Ha ont été détectées dans 

l’avoine (Avenoindoline) et le seigle (Secaloindoline), appartenant à la même tribu que le blé 

(Triticeae), mais aucun homologue aux gènes Ha n’a été détecté dans les Panicoideae (maïs 

et sorgho) et les Ehrhartoideae (riz), qui ont des grains durs (Fabijanski et al. 1988; Gautier et 

al. 2000; Darlington et al. 2001; Morris 2002). Cependant, des comparaisons des séquences 

ont permis l’identification, dans la région orthologue du génome du riz, d’un petit segment de 

105pb, appelé Ha-relic, qui montre 67% de similarité en acides aminés avec le gène Gsp-1 

(Chantret et al. 2004). La situation n’était pas claire chez les Panicoideae (sorgho et maïs) qui 

ont divergé plus tôt des Pooideae (blé, orge) et des Ehrhartoideae (riz) et l’émergence du 

locus Ha et/ou sa disparition récurrente n’étaient donc pas bien précisées au niveau des 

Poaceae. 

 

Pour répondre à ces questions et obtenir plus de précisions sur l’histoire évolutive du 

locus Ha dans différentes espèces, j’ai donc augmenté le champ de la comparaison génomique 

en réalisant du séquençage génomique complémentaire dans une espèce intermédiaire de 

Poaceae (Brachypodium sylvaticum) appartenant à la même sous-famille que le blé (les 

Pooideae, Figure Intro-2), mais aussi en analysant les régions orthologues d’autres espèces 

qui étaient en cours de séquençage (Brachypodium distachyon et sorgho). J’ai essayé 

d’élucider la difficile question de l’émergence de ce locus au cours de l’évolution des 

Poaceae en étudiant l’ensemble de ces séquences ainsi que l’évolution des gènes de la famille 

des prolamines qui codent pour des protéines de réserve proches des protéines Ha. 

Les travaux présentés dans ce chapitre ont été publiés sous la forme d’article dans la 

revue Molecular Biology and Evolution (2009). Je présente aussi sous forme de résultats 

complémentaires les ‘Supplemental data’ de l’article, disponibles en ligne, ainsi que 

l’annotation des gènes Ha-like et des prolamines dans le génome complet de B. distachyon. 

Cette analyse a été réalisée sur une version plus avancée de la séquence de ce génome 
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(couverture 8x, http://mips.helmholtz-muenchen.de/plant/brachypodium/index.jsp) que celle 

utilisée dans l’Article 2 (couverture 4x). J’ai eu accès à cette version grâce à la contribution de 

mon équipe au consortium international de séquençage de B. distachyon. Ce séquençage et 

l’analyse du génome de B. distachyon fait également l’objet d’une publication à laquelle j’ai 

modestement contribué (The International Brachypodium Initiative 2010) (Annexe 5). 
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II   Article 2  

Cet article a été présenté dans la revue Molecular Biology and Evolution 
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Sixty Million Years in Evolution of Soft Grain Trait in Grasses: Emergence of
the Softness Locus in the Common Ancestor of Pooideae and Ehrhartoideae,
after their Divergence from Panicoideae

Mathieu Charles,* Haibao Tang,� Harry Belcram,* Andrew Paterson,� Piotr Gornicki,� and
Boulos Chalhoub*

*Unité de Recherches en Génomique Végétale (UMR INRA 1165–CNRS 8114UEVE), Organization and evolution of Plant
Genomes, Evry, France; �Plant Genome Mapping Laboratory, University of Georgia; and �Department of Molecular Genetics and
Cell Biology, University of Chicago

Together maize, Sorghum, rice, and wheat grass (Poaceae) species are the most important cereal crops in the world and
exhibit different ‘‘grain endosperm texture.’’ This trait has been studied extensively in wheat because of its pivotal role in
determining quality of products obtained from wheat grain. Grain softness protein-1 and Puroindolines A and B (grain
storage proteins), encoded by Ha-like genes: Gsp-1, Pina, and Pinb, of the Hardness (Ha) locus, are the main
determinants of the grain softness/hardness trait in wheat. The origin and evolution of grain endosperm texture in grasses
was addressed by comparing genomic sequences of the Ha orthologous region of wheat, Brachypodium, rice, and
Sorghum. Results show that the Ha-like genes are present in wheat and Brachypodium but are absent from Sorghum
bicolor. A truncated remnant of an Ha-like gene is present in rice. Synteny analysis of the genomes of these grass species
shows that only one of the paralogous Ha regions, created 70 My by whole-genome duplication, contained Ha-like
genes. The comparative genome analysis and evolutionary comparison with genes encoding grain reserve proteins of
grasses suggest that an ancestral Ha-like gene emerged, as a new member of the prolamin gene family, in a common
ancestor of the Pooideae (Triticeae and Brachypoidieae tribes) and Ehrhartoideae (rice), between 60 and 50 My, after
their divergence from Panicoideae (Sorghum). It was subsequently lost in Ehrhartoideae. Recurring duplications,
deletions, and/or truncations occurred independently and appear to characterize Ha-like gene evolution in the grass
species. The Ha-like genes gained a new function in Triticeae, such as wheat, underlying the soft grain phenotype. Loss
of these genes in some wheat species leads, in turn, to hard endosperm seeds.

Introduction

GRASSES (Poaceae), with 10,000 species growing un-
der diverse climates and latitudes, exceed all other plant
families in ecological dominance and economic impor-
tance. Analysis of fossil records and phylogenetic data
established that the grass subfamilies diverged from a com-
mon ancestor 50–80 My (for review, see Kellogg 2001;
Gaut 2002; Prasad et al. 2005; Chalupska et al. 2008).
Divergence time of several important grass lineages
(Triticum, Hordeum, Brachypodium, Oryza, Sorghum,
and Zea) has been recently reexamined based on sequence
comparison of Acc and other genes, using 60 My for the
divergence time of the Panicoideae (Sorghum, Zea) and
Ehrhartoideae (rice) to calibrate the molecular clock
(Chalupska et al. 2008). This and several earlier studies
(Paterson et al. 2004; Bossolini et al. 2007; Faris et al.
2008) concluded that Pooideae (wheat, barley, and Brachy-
podium) and Ehrhartoideae (rice) diverged from each other
50 My, early after their divergence from Panicoideae
(maize, Sorghum). Among the Pooideae, Brachypoidieae
(Brachypodium), and Triticeae (wheat, barley), tribes di-
verged about 35 My. Brachypodium, with its small diploid
genome, has become a model Pooideae grass with a poten-
tial to aid analysis of the large genomes of the Triticeae
(Draper et al. 2001; Foote et al. 2004; Faris et al. 2008).
A 4� draft version of the Brachypodium distachyon geno-
mic sequence is already publicly available (http://www.
modelcrop.org/cgi-bin/gbrowse/brachy4x/, release October

2008), and the Brachypodium consortium is assembling
an 8� genome sequence coverage (Vogel J, personal
communication).

The Hardness (Ha) locus in wheat spans Pina, Pinb,
and Gsp-1 genes (called in this study Ha-like genes) and
encodes Puroindolines A and B (PinA and PinB) and grain
softness protein-1 (GSP-1) that determine the wheat grain
hardness/softness or endosperm texture (for review, see
Morris 2002). Because of the pivotal role of grain texture
in determining quality of products obtained from wheat
grain, this trait has been studied by geneticists (Law
et al. 1978), chemists (Schofield 1986; Blochet et al.
1991, 1993), and molecular biologists (Gautier et al. 1994,
2000; Chantret et al. 2004, 2005, 2008; Li et al. 2008).
At the genome organization level, the Ha locus is about
65 kb in the D genome of hexaploid wheat Triticum aes-
tivum and contains three functional Ha-like genes: Gsp-1,
Pina, and Pinb, as well as a PseudoPinb, a Pinb-relic,
two other predicted genes (Gene3 and Gene5), and several
transposable elements (Chantret et al. 2005; fig. 1A).
Upstream of Gsp-1 gene, the BGGP (Gene1), encoding
b-1-3-galactosyl-O-glycosyl-glycoprotein, delimits the 5#
boundary of the Ha locus. A Nodulin gene (Gene8) and
a cluster of ATPase genes (Genes7-1, 7-2, 7-3, 7-2#, and
7-3#), located 20 kb downstream of PseudoPinb, delimit
the 3# boundary of the Ha locus (fig. 1A; Chantret et al.
2005, 2008). Pina and Pinb genes were also found in Tri-
ticeae species, in which soft endosperm is a dominant trait:
in diploid and hexaploid wheat (Triticum and Aegilops spe-
cies), barley (Hordeum vulgare), rye (Secale cereale), and
oats (Avena sativa). Surprisingly, Pina and Pinb genes are
absent from the A and B genomes of the tetraploid (Triti-
cum turgidum) and hexaploid (T. aestivum) wheat species,
although present in their progenitor species (Gautier et al.
2000). Comparative genomic analysis showed that Pina

Key words: Poaceae, evolution, comparative genomics, grain
endosperm softness.
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and Pinb genes were deleted from the A and B genomes of
polyploid wheat species (Chantret et al. 2005). A large de-
letion at this locus occurred independently not only in the A
and B genomes but also in the G genome of another wheat
allotetraploid (Triticum timopheevii; Li et al. 2008).

Homologs of the Ha-like genes have not been found in
Panicoideae (maize and Sorghum) and Ehrhartoideae
(rice), all with hard endosperm (Fabijanski et al. 1988;

Gautier et al. 2000; Darlington et al. 2001; Morris 2002).
Nevertheless, comparative genome analysis shows that
a short genomic sequence of 105 bp, with 67% amino acids
similarity to Gsp-1 gene, is present in an otherwise orthol-
ogous rice locus (called Ha-rice-relic; Caldwell et al. 2004;
Chantret et al. 2004, 2005). Ha-rice-relic is located be-
tween BGGP gene, orthologous to wheat BGGP and a gene
called HIPL, encoding a Hedgehog-interacting–like

FIG. 1.—Comparison of orthologous and paralogous genomic regions including the Ha locus of wheat, Brachypodium sylvaticum, Brachypodium
distachyon, rice, and Sorghum bicolor. (A) Comparison of orthologous regions between the five species. An overview of the 187,340 bp sequence
(BAC clone Ta1611A10) of the D genome of hexaploid wheat Triticum aestivum (from Chantret et al. 2008). Relative position of HIPL gene as found
in the sequence of the A genome of Triticum turgidum species (Chantret et al. 2008) is also shown. Brachypodium sylvaticum BAC clone (BAC37D5)
of 120,033 bp was sequenced in this study. Oryza sativa and S. bicolor orthologous region sequences and annotations were, respectively, retrieved from
the Michigan State University site (http://rice.plantbiology.msu.edu, release 6 January 2009) and from the Joint Genome Institute Web site (http://
genome.jgi-psf.org/Sorbi1/Sorbi1.home.html, release March 2008; Paterson et al. 2009). The B. distachyon 4X genome sequence is from http://
www.modelcrop.org/cgi-bin/gbrowse/brachy4x/ (release October 2008). Sequence gaps at Ha-like genes were supplied by the international
Brachypodium initiative (Vogel J, USDA, Albany, USA). The wheat genes were named in the same way as in previous studies (Chantret et al. 2005,
2008). Ha-like genes and related sequences are shown in red. Ha-Brachy2 gene is deleted in B. distachyon (marked by a red cross). Genes present in
wheat but not in other species are shown in blue. Genes conserved in multiple species are connected by dashed lines. Light blue boxes represent region,
5# to the Ha locus, compared between B. sylvaticum, rice, and Sorghum but not sequenced in wheat. (B) Additional duplications of Ha-like genes (Ha-
Brachy3 and Ha-Brachy4) observed in B. distachyon at 3 Mb of the Ha locus (red dashed arrow). Flanked genes are also shown. Corresponding rice
orthologous region is also presented and shows no Ha-like genes (red cross). Double arrow on Ha-Brachy3 and Ha-Brachy4 indicates that they are
derived from recent tandem duplication (from each other’s). Black bars, below the B. distachyon presented region, indicate location of sequences
successfully used to derive PCR markers and confirm the presence of Ha-Brachy3, Ha-Brachy4 as well as flanked Myb and Splf genes on same BAC
clones of B. sylvaticum. Thickness of these bars is proportional to the length of the sequence used. (C) Synteny and collinearity of paralogous Ha
regions (derived from last-shared ancestral whole-genome duplication) of rice, Sorghum, and B. distachyon. The predicted location of the Ha-like genes
is between BGGP and HIPL genes. Absence of any Ha-like genes or related sequences is indicated by a red cross. Abbreviations of predicted gene
names are detailed in supplementary figure 2 (Supplementary Material online). Nucleotide positions of analyzed regions of the B. distachyon, rice, and
Sorghum are indicated.
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protein, followed by a Nodulin gene and a cluster of ATPase
genes (Chantret et al. 2004, 2008; fig. 1A). The situation is
not clear for the Panicoideae (Sorghum, maize), which di-
verged earlier from Pooideae (wheat, barley) and Ehrhar-
toideae (rice).

In the present study, we used comparative genome
analysis of orthologous Ha regions from wheat, Brachypo-
dium, rice, and recently sequenced Sorghum bicolor (Paterson
et al. 2009) to analyze the evolutionary origin and trace the
relative time of emergence of Ha-like genes in grasses.

Materials and Methods
Brachypodium sylvaticum Bacterial Artificial
Chromosome Library Screening

A six genome coverage bacterial artificial chromo-
some (BAC) library of B. sylvaticum (Foote et al. 2004)
arrayed on high density filters was initially screened with
probes prepared from separate, as well as mixture of, poly-
merase chain reaction (PCR) products, amplified from the
hexaploid wheat Gsp-1, Pina, and Pinb genes using primers
described in Chantret et al. (2005). Eighteen BAC clones
were initially detected, indicating that homologs of these
three genes are probably present in Brachypodium. Six
of these BAC clones were retained in a second step after
screening based on hybridization signal intensity, finger-
printing, and PCR confirmations. BAC clone (BAC37D5)
was sequenced as described by Chantret et al. (2005).

Another round of PCR screening was also made to
check the presence in B. sylvaticum of additional Ha-
like gene duplicates, revealed from the analysis of the
B.distachyon4�genomesequence (http://www.modelcrop.
org/cgi-bin/gbrowse/brachy4x/, release October 2008; see
Results). Primers were designed based on B. distachyon
genome sequence, and the B. sylvaticum BAC library, orga-
nized into pools, was PCR screened.

Ha Genomic Regions from Grass Species Sequenced
Genomes

Ha region from the B. distachyon was extracted from
the available 4� coverage genome sequence (http://www.
modelcrop.org/cgi-bin/gbrowse/brachy4x/; release October
2008), that of rice from http://rice.plantbiology.msu.edu
(release 6 January 2009), and that of S. bicolor from
http://genome.jgi-psf.org/Sorbi1/Sorbi1.home.html (release
March 2008; Paterson et al. 2009).

Sequence Annotation

Genomic sequences were annotated as described by
Chantret et al. (2005). The first step of our annotation
method is to detect transposable elements (TEs). Primarily,
TEs were detected by a BlastN search against two databases
of repetitive elements: TREP (Wicker et al. 2002, http://
wheat.pw.usda.gov/ITMI/Repeats/index.shtml) and Re-
pbase (Jurka 2000, http://www.girinst.org/Repbase_Update.
html). Core domains (nucleic coordinates of known
elements) were identified through BlastN alignments
against TREPn. Long terminal repeats (LTRs) and limits

were identified through BlastN and CENSOR (Jurka et al.
1996) alignments against Repbase and TREP databases.
Putative polyproteins were identified by BlastX align-
ments against TREPprot. No a priori cutoff was imposed
for BlastX and BlastN. We also used structural detection
method using LTR_STRUC (McCarthy and McDonald
2003) and DOTTER program (Sonnhammer and Durbin
1995) for de novo identification of TEs. TE prediction
and classification were performed as essentially suggested
by the unified classification system for eukaryotic TEs,
based on the 80–80–80 rule (Wicker et al. 2007).
Retrotransposon insertion dates were estimated when nec-
essary based on their LTR divergence as described
(Charles et al. 2008).

The next step is the gene annotation. We used the gene
prediction given by the program FGENESH (http://
www.softberry.com; with the Monocot matrix) as well as
BlastN and BlastX and TBlastX alignments against dbEST
(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/), SwissProt (http://expasy.
org/sprot/), and synteny with characterized rice gene to pre-
cise gene structure and potential functions.

Finally, we systematically proceeded to a comparative
annotation of genes common to several species, checking
the coding sequence, and introns/exons transitions.

Gene Classification

Genes of known and unknown functions or putative
genes were defined based on FGENESH predictions and
the existence of rice or other Triticeae homologs. Hypothet-
ical genes were identified based on FGENESH prediction
only. Pseudogenes were not well predicted by FGENESH
program, and frameshifts need to be introduced within the
coding sequences (CDS) structure to better fit a putative
function based on BlastX (mainly with rice). Large part
of genes, truncated at one end (by TE insertion or unas-
signed DNA), potentially conversing coding capacity were
qualified as ‘‘truncated.’’ Truncated pseudogenes (genes
disrupted by large insertion or deletion) and highly degen-
erated CDS sequences were considered as gene relics.

Identification of Duplicated Paralogous Regions in B.
distachyon, Oryza, and Sorghum

We used the gene annotation of Oryza sativa (http://
rice.plantbiology.msu.edu, MSU rice genome annotation
release 6 January 2009) and S. bicolor (http://genome.jgi-
psf.org/Sorbi1/Sorbi1.home.html, Sbi version 1.4, release
March 2008, Paterson et al. 2009), along with analysis of
the B. distachyon 4� genome sequence coverage (http://
www.modelcrop.org/cgi-bin/gbrowse/brachy4x/, release
October 2008) to identify the syntenic blocks both within
and among the three genomes. Identified syntenic blocks
from B. distachyon were also annotated in the study (FGE-
NESH predictions and Blast against the National Center for
Biotechnology Information nonredundant databases).
BlastP results (E , 1 � 10�5) among the predicted genes
were used as input to feed the collinearity detection pro-
gram MCscan with the default parameters (score .300, E
, 0.01; Tang, Bowers, et al. 2008). MCscan generates a
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number of syntenic blocks, among which we selected the
set of regions that are collinear to the identified Ha region.

Nucleotide and Protein (amino acid) Sequence
Comparisons

We used MEGA3 (Kumar et al. 2004) to make all the
nucleic/proteic multiple alignments. We manually enhance
these alignments taking into account special feature conser-
vations (such as cysteine skeleton and tryptophan-rich do-
main [TRD]) or other domain conservation. The pairwise
similarity comparisons are based on multiple alignments.

Results

Sequence analysis of the Ha locus in the D genome of
hexaploid wheat T. aestivum and the orthologous region of
rice were previously described (Chantret et al. 2005, 2008).
We isolated and sequenced in the present study the Ha or-
thologous region from B. sylvaticum and conduct compar-
ative genome analysis between all three grass species, along
with that from the B. distachyon genome (http://www.
modelcrop.org/cgi-bin/gbrowse/brachy4x/, release October
2008) as well as the recently sequenced S. bicolor genome
(Paterson et al. 2009; fig. 1).

Isolation and Sequencing of the Ha Locus in B.
sylvaticum

Six BAC clones were retained after screening of a six
genome coverage BAC library of B. sylvaticum (Foote et al.
2004) arrayed on high density filters, using probes prepared
from wheat Gsp-1, Pina, and Pinb genes and further char-
acterization, based on hybridization signal intensity, finger-
printing, and PCR. The longest BAC clone (BAC37D5) of
120,033 bp was sequenced.

Two Ha-like genes, Ha-Brachy1 and Ha-Brachy2,
were found in a 120-kb fragment of the B. sylvaticum ge-
nome, flanked by a BGGP gene on one side and by an HIPL
and an ATPase gene on the other (fig. 1A). The tandemly
duplicated Ha-Brachy1 and Ha-Brachy2 genes contain
a single exon each and show 62% amino acid similarity
to each other (fig. 2; supplementary table 1, Supplementary
Material online). Predicted products of these two genes
show 48–54% sequence similarity to wheat GSP-1, PinA,
and PinB proteins throughout their entire length (151 and
146 amino acids; fig. 2; supplementary table 1, Supplemen-
tary Material online), indicating that an Ha-like gene was
present in a common ancestor of the Triticeae and the Bra-
chypoidieae tribes.

Comparison with Ha Locus Region from B. distachyon

A sequence similarity search on the available 4� shot-
gun sequences of the B. distachyon genome (http://
www.modelcrop.org/cgi-bin/gbrowse/brachy4x/, release
October 2008), completed with additional 751 bp sequence,
kindly provided by Dr John Vogel (USDA, Albany, USA)
to fill the sequence gap, identified only the Ha-Brachy1
gene and the Ha-Brachy1-relic at the Ha locus region of

this species. The B. distachyon Ha locus is located on a re-
gion (super_12 contig), which is orthologous to rice chro-
mosome12 and Sorghum chromosome8 (fig. 1A). The
Ha-Brachy1 gene and the Ha-Brachy1-relic are both very
close to their B. sylvaticum counterparts, showing 97% and
93% amino acid similarity, respectively (fig. 2; supplemen-
tary table 1, Supplementary Material online). Thus, Ha-
Brachy1-relic was present prior to the two Brachypodium
species divergence, estimated to 4.2 ± 0.78 My in this
study (data not shown). Surprisingly, the Ha-Brachy2 gene
is absent from the Ha locus region of B. distachyon (fig.
1A). The relatively old tandem duplication of Ha-Brachy1
and Ha-Brachy2 genes, indicated by the low level of ob-
served amino acid similarities in B. sylvaticum (fig. 2; sup-
plementary table 1, Supplementary Material online), from
one side, and precise sequence comparisons between the
two Brachypodium species from the other side, suggest that
Ha-Brachy2 has been deleted from B. distachyon. This oc-
curred apparently by an illegitimate DNA recombination,
driven by 62–65 bp direct repeats that flank the 842 bp de-
leted segment (data not shown).

PuroindolineB

HordoindolineB1

HordoindolineB2

Tryptophanin 3B3T

Tryptophanin 3B3

HordoindolineA

SecaloindolineA

PuroindolineA

Barley GSP-1

Wheat GSP-1

Rye GSP-1

Ha-Brachy4d-p

Ha-Brachy3d-p

Ha-Brachy2s-p

Ha-Brachy1s-p

Ha-Brachy1d-p

0.1

100

100

9967
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FIG. 2.—Neighbor-Joining tree, illustrating relationships between
Ha-like proteins of the Pooideae family. Amino acid sequence alignment
is shown in supplementary figure 1 (Supplementary Material online). The
Ha-like proteins from Brachypodium distachyon are ended by (d), those
of Brachypodium sylvaticum by (s).
Protein reference sequences:

Wheat GSP-1 (CAH10195.1), PuroindolineA (CAH10197.1), and
PuroindolineB (CAH10199.1) from Chantret et al. (2005).

Rye GSP-1 (AAT76525.1) from Simeone and Lafiandra (2005).
SecaloindolineA (ABB88759.1) from Massa and Morris (2006).
Barley GSP-1 (AAV49992.1), hordoindolineA (AAV49987.1), hordoin-

dolineB1 (AAV49986.1), and hordoindolineB2 (AAV49985.1) from
Caldwell et al. (2004).

Tryptophanin 3B3 (ABU39829.1) and 3B3T (ABU39832.1) from
Tanchak et al. (1998).

Ha-like proteins from B. distachyon from http://www.modelcrop.org/cgi-
bin/gbrowse/brachy4x/ (release October 2008).

Ha-like proteins from B. sylvaticum were determined in this study.
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Additional Duplications of Ha-Like Gene in the
Brachypoidieae

Blast similarity searches of Ha-like genes against B.
distachyon genome sequence (http://www.modelcrop.org/
cgi-bin/gbrowse/brachy4x/, release October 2008) allow
identification of two other Ha-like genes that we called
Ha-Brachy3 and Ha-Brachy4. They are located on the
same region (super_12 contig), separated by approxi-
mately 3 Mb (3,015,111 bp) from Ha-Brachy1 gene of
the Ha locus (fig. 1B). Ha-Brachy3 and Ha-Brachy4
genes are separated by 5.8 kb and show 83% amino acid
similarity (fig. 2; supplementary table 1, Supplementary
Material online) and 81% nucleotide sequence identity,
indicating that they are more likely derived from recent
tandem duplication between each other. Ha-Brachy3 is
inserted in this turn by an LTR retrotransposon for which
we estimate insertion date to 1.2 ± 0.36 My. These ad-
ditional Ha-Brachy gene copies show between 50% and
60% amino acid similarity to the other Ha-like genes (fig.
2; supplementary table 1, Supplementary Material
online).

PCR-derived markers (fig. 1B) and BAC library
screening confirm the presence of both Ha-Brachy3 and
Ha-Brachy4 as well as flanked Myb and Splf genes (fig.
1B) on common BAC clones of B. sylvaticum (data not
shown). As expected, PCR analysis confirms that the retro-
transposon insertion in the Ha-Brachy3 gene of B. distachy-
on (fig. 1B) is not common to that of B. sylvaticum (data not
shown). Thus, the Ha-Brachy3 gene is not interrupted in B.
sylvaticum.

Comparison of B. distachyon Ha-Brachy3 and Ha-
Brachy4 genomic region (super_12 contig) with corre-
sponding orthologous regions from rice chromosome12
(fig. 1B) and Sorghum chromosome8 (data not shown),
identified based on flanking conserved genes, did not show
any traces of Ha-like genes in these two later grass species.
These comparisons suggest that Ha-Brachy3 and Ha-
Brachy4 genes were generated in the Brachypoidieae
through duplication from an Ha-like gene of the Ha locus,
after divergence from Ehrhartoideae (rice).

The situation is not clear for Triticeae (wheat and bar-
ley) as their genomes are not entirely sequenced yet. Nev-
ertheless, no Ha-like genes, other than puroindolines or
Gsp-1 genes, were so far described in these Triticeae spe-
cies (reviewed by Morris 2002). Moreover, physical char-
acterization of BAC clones from these species, identified as
harboring Ha-like genes, revealed one single Ha-like region
(Caldwell et al. 2004; Chantret et al. 2004, 2005). Further
characterizations would better confirm whether this addi-
tional Ha-like gene duplication is specific to Brachypoi-
dieae.

Thus, recurring gene duplications and/or deletions oc-
curred independently at different stages of the grass species
evolution, as indicated by the number of Ha-like gene cop-
ies as well as related gene fragments (partially deleted or
incompletely duplicated genes) and pseudogenes found
in the Triticeae and Brachypoidieae Ha locus (fig. 1A
and B; supplementary table 1, Supplementary Material on-
line; Caldwell et al. 2004; Chantret et al. 2005, 2008;
discussed also hereafter).

The Orthologous Ha Locus Region in S. bicolor

A 168-kb fragment of S. bicolor genome (coordinates
55,276,432–55,444,261 on chromosome8; Paterson et al.
2009) was identified as containing a region orthologous
to that spanning the Ha locus sequenced from B. sylvaticum
(fig. 1A). The arguments supporting the orthologous rela-
tionship are presented hereafter. DNA sequence of this frag-
ment is available in three contigs and includes 18 genes and
putative genes (33% of the sequence), class I TEs (23%),
and class II TEs (0.6%). All three numbers are substantially
lower than the corresponding genome-wide averages
(Paterson et al. 2009).

We found no evidence of any Ha-like genes or their
relics, such as those found in Pooideae and rice, in the
Ha orthologous region or anywhere in the sequenced Sor-
ghum genome.

Collinearity of the Orthologous Ha Region in Wheat and
Three Other Grasses

We compared the gene order of the 187-kb region in-
cluding the D genome Ha locus of hexaploid wheat and
amino acid sequences they encode to those of the ortholo-
gous region of rice, Sorghum, and B. sylvaticum (fig. 1A).
The wheat region is larger because of the expansion of
repetitive elements (fig. 1A)—it has a higher TE content
(47%) and a lower gene content (12%). The corresponding
orthologous regions of the other three species are of similar
sizes and have comparable gene content (40%). Never-
theless, gene content is higher in B. sylvaticum than in sor-
ghum when we extend comparison to the entire sequenced
region (detailed hereafter). We detected fewer TEs in Bra-
chypodium than in rice (and wheat). Although some Brachy-
podium TEs may have escaped detection because a
comprehensive library of TE sequences for this species
is not yet available, there is limited remaining space to de-
tect an important proportion of TEs because of the high
gene content. However, wheat, rice, and Sorghum also con-
tain fewer TEs in this region than predicted from the
genome-wide averages (Charles et al. 2008; Charles H, un-
published data).

Six single-copy genes and a cluster of ATPase genes
are found in at least three of the four species (fig. 1A). The
HIPL gene is not present in the sequenced fragment of the D
genome of hexaploid wheat but instead we used the HIPL
gene from the Ha region of the A genome of T. turgidum
(fig. 1A; Chantret et al. 2008) for comparisons. Different
levels of conservation at the amino acid level are observed
for the genes when the four species are considered (fig. 3;
supplementary table 2, Supplementary Material online). In
Sorghum, we have not found any sequences related to the
gene Unknown-2 (fig. 1A).

The level of amino acid sequence similarity is consis-
tent with closer evolutionary relationship between Brachy-
podium and wheat (Triticeae) than between these two
species, rice and Sorghum (fig. 3; supplementary table 2,
Supplementary Material online), with the exception of
the ATPase genes. These genes are often found in clusters
of complete and truncated genes, as well as pseudogenes
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(fig. 1A) making orthology assignments difficult (fig. 3),
suggesting possible gene conversion as previously reported
for rice genes (Wang et al. 2007) and further complicates
the analysis.

Synteny and Collinearity Perturbation

The chalcone synthase gene and a kinase pseudogene
(names shown in blue in fig. 1A) are not present at a corre-
sponding site in the other grass species. Duplication of the
ATPase gene and Nodulin gene cluster in inverse orienta-
tion is also specific to wheat (fig. 1A). In previous papers
(Chantret et al. 2005, 2008), we suggested that the second
cluster was ancestral, based on orientation of the ATPase
genes in wheat, rice, and barley. However, the order and
orientation of the ATPase and Nodulin genes in B. sylvati-
cum and S. bicolor are the same as the order and orientation
of the first cluster of the genes in wheat (fig. 1A), suggesting
that it is ancestral. ATPase3 gene, conserved between rice
and B. sylvaticum, has no orthologs in sorghum and was
probably not covered in the wheat sequenced region.

In B. sylvaticum, Sorghum, and rice, the HIPL gene is
located between the Ha locus and the ATPase genes, but in
the A genome of tetraploid, wheat is located at a noncollin-

ear position separated from the Ha locus by 50 kb (fig. 1A;
Chantret et al. 2008).

Collinearity between Brachypodium, Rice, and Sorghum
outside of the Sequenced Wheat Region

We extended comparison between the 120-kb BAC
clone of B. sylvaticum and the corresponding regions in
Sorghum and rice (fig. 1A). Comparisons of the additional
sequence in Brachypodium, rice, and Sorghum confirmed
a high level of collinearity and similarity between the three
grass species: 10 genes (of known or unknown functions,
putative genes, pseudogenes, and gene relics) out of 21 in B.
sylvaticum, 12 in rice, and 10 in Sorghum are orthologous
in at least two of the species (figs. 1A and 3; supplementary
table 2, Supplementary Material online). A 34-kb large in-
version, including eight of the genes, differentiates B. syl-
vaticum from rice and Sorghum (fig. 1A).

Time of Emergence and Evolutionary Origin of the Ha-
Like Genes

We searched the available genomic sequences of B.
sylvaticum, rice, and Sorghum to determine whether ances-
tral Ha-like genes existed before the whole-genome dupli-
cation (ancient polyploidy) of the cereal genome, which
occurred ;70 My, before the radiation of the major subfa-
milies (Paterson et al. 2004; Salse et al. 2008; Tang, Wang,
et al. 2008). The paralogous regions resulting from the an-
cestral duplication and collinear to the Ha region, based on
the overall content of conserved genes, were identified for
rice, Sorghum, and B. sylvaticum (fig. 1C) using MCscan
search (see Materials and Methods). The two genes flanking
the Ha locus, BGGP and HIPL, are preserved in the three
collinear paralogous genomic segments from B. distachyon,
rice, and Sorghum separated by less then 10 kb (fig. 1C).
These intergenic sequences were searched extensively, and
no Ha-like genes or related sequences were identified. We
concluded that the Ha-like genes emerged after the whole-
genome duplication and after the divergence of Pooideae
and Ehrhartoideae from Panicoideae.

Homologs of Ha-like genes (Gsp-1, Pina and Pinb)
encoding GSP-1 and Puroindolines were previously identi-
fied in the Triticeae (wheat [Triticum and Aegilops species],
barley [H. vulgare], and rye [S. cereale]) and Aveneae (oats:
A. sativa) tribes (Tanchak et al. 1998; Gautier et al. 2000;
Kan et al. 2006; Gollan et al. 2007; Mohammadi et al.
2007; reviewed by Bhave and Morris 2008).

Puroindoline-like proteins (products of Ha-like genes)
from wheat endosperm and several other grasses (Blochet
et al. 1993; Tanchak et al. 1998; Gautier et al. 2000; Kan
et al. 2006; Gollan et al. 2007; Mohammadi et al. 2007;
reviewed by Bhave and Morris 2008) are characterized
by a cysteine skeleton and a unique TRD. Products of
Ha-Brachy1, Ha-Brachy2, Ha-Brachy3, and Ha-Brachy4
genes have the cysteine skeleton and one and two con-
served residues of the TRD (fig. 4A and B; supplementary
fig. 1, Supplementary Material online). The N-terminal 19-
amino acid signal peptide and 100-amino acid domain also
found in alpha amylase inhibitor and seed storage proteins
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FIG. 3.—Amino acid sequence comparisons of proteins encoded by
the predicted genes at the Ha locus regions of wheat, Brachypodium
sylvaticum, rice, and Sorghum, shown in the order, the genes are found in
B. sylvaticum. (A) Genes not present in the sequenced region of the wheat
genome. (B) Genes present in the sequenced region of the wheat genome.
Neighbor-Joining trees for genes, present in at least three of the four grass
species, are shown. Pairwise sequence identities for all predicted proteins
are listed in supplementary table 2 (Supplementary Material online).
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domain (IPR006106; http://www.ebi.ac.uk/interpro/IEn-
try?ac5IPR006106) are highly conserved in Ha-like
proteins (fig. 4B and C; supplementary fig. 1, Supplemen-
tary Material online).

The cysteine skeleton of Puroindolines and GSP-1
proteins is also present in seed storage proteins of the pro-
lamin superfamily (Kan et al. 2006; Bhave and Morris
2008). Prolamins encoded by Alpha, Beta, and Gamma

gliadin and low molecular weight (LMW)-glutenin genes
(Gao et al. 2007) as well as the avenin and avenin-like genes
from oats and wheat show significant sequence similarities
with Ha-like proteins (38–49%, depending on the domain,
detailed in fig. 4). One gene from each of these prolamins
was chosen as a reference for the subsequent sequence com-
parisons with Ha-Brachy1 gene (fig. 4C). Although the cys-
teine skeleton is also generally well conserved (at least 7 out

FIG. 4.—Similarity comparisons (Heatmap) between a putative protein encoded by Ha-Brachy1s gene of Brachypodium sylvaticum used as
reference, GSP-1, Puroindolines, other Ha-like and Prolamins proteins. (A) An overview of the primary structure of the Ha-Brachy1s-p protein with its
characteristic features: A 10-residue cysteine skeleton (red dots and vertical lines) and tryptophan residues (green dots and vertical lines) of the TRD.
The N-terminal position of the processed protein is indicated by black arrow. (B) Comparison with representative Ha-like proteins from Pooideae. The
Brachypodium distachyon Ha-like proteins are ended by (d), those of B. sylvaticum by (s). (C) Comparison with representative known Pooideae
prolamins. (D) Comparison with representative cysteine-rich prolamins from rice (for an overview of all the rice prolamins, see supplementary fig. 2,
Supplementary Material online). The 13-amino acid window sliding from the left to the right boundaries shown in gray was used for Heatmap
comparisons. For the clarity of the illustration, comparisons of only representative sequences per each group of proteins showing a very high level of
similarity are shown. The signal peptide is strongly conserved in all proteins, the cysteine skeleton is found in all proteins, whereas tryptophan residues
of the TRD are found only in proteins encoded by Ha-like genes.

Uniprot reference of wheat and oats prolamin representative sequences:
Alpha/beta gliadin (P04721, P04722, P04723, P04724, and P04725) are represented by P04721.
Gamma gliadin (P04729, P04730, and P08453) are represented by P04729.
LMW glutenin (P10385 and P10386) are represented by P10386.
Avenin-like: A5A4L4.
Alpha amylase inhibitor (A4ZIZ0, Q4U195, and P01085) are represented by A4ZIZ0.
Alpha globulin: Q0Q5D4.
Avenin: DQ370180.

Reference of rice prolamin representative sequences:
Os03g55740-p represents Os11g0535100-p/Os03g55740-p/Os03g55734-p.
Os07g10570-p represents Os07g10570-p/Os07g10580-p.
Os06g31070-p represents Os06g31060-p/Os06g31070-p.
Os12g16890-p represents Os12g16880-p/Os12g16890-p/Os12g17010-p.
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of 10 cysteine residues found in orthologous position), no
tryptophan residues of the TRD found in Ha-like proteins
are found in Pooideae prolamins. The peptide signal do-
main is still strongly conserved with wheat prolamins
and avenins, whereas lower conservations were observed
between IPR006106 domain of the Ha-like encoded pro-
teins and the corresponding Pooideae prolamins (fig. 4C).

None of the 31 prolamin genes (annotated as prolamin
or putative prolamin genes) found in the rice genome
(http://rice.plantbiology.msu.edu/cgi-bin/putative_function_
search.pl) contains the TRD characteristic of puroindolines.
The29completecopiesof thesegenesgroupinsixclades(sup-
plementary fig. 2, Supplementary Material online), four of
which encode proteins with the cysteine skeleton and the
IPR001954 domain (a ‘‘child’’ domain of IPR006106 found
in gliadins and LMW glutenins). The coding sequence of
the Ha-rice-relic is most similar to prolamin encoding genes
belonging to these four groups. Interestingly, Ha-like proteins
show higher amino acid sequence similarity to these rice pro-
lamins than to Triticeae prolamins: gliadins and LMW glute-
nins (fig. 4C and D).

Finally, our analysis shows that several prolamins of
Panicoideae, such as beta and gamma zeins (Woo et al.
2001), exhibit cysteine skeleton. None of these could be
compared (aligned) with prolamins of Ehrhartoideae and
Triticeae analyzed above (data not shown) because sequen-
ces are too divergent.

Discussion

Our study shows that Ha-like genes are present in Bra-
chypoidieae (B. sylvaticum andB. distachyon), tribe sister to
the Triticeae, and Aveneae tribes of the Pooideae subfamily
of grasses. Although Ha-like genes were not initially found
in Ehrhartoideae (rice: O. sativa) and Panicoideae (maize:
Zea mays, and sorghum: S. bicolor; Gautier et al. 2000), ge-
nome sequence analysis of the Ha orthologous region from
rice showed a short sequence related to Ha-like genes
(Caldwell et al. 2004; Chantret et al. 2004, 2005) that is prob-
ably a nonfunctional truncated gene remnant (Ha-rice-relic).
Similarly, Ha-like genes, with specific deletions, duplica-
tions and/or truncations, were identified at the Ha locus re-
gion of theBrachypoidieae tribe and additionalHa-like gene
duplications (Ha-Brachy3 and Ha-Brachy4 genes) also
occurred at 3 Mb from the Ha locus region. Thus, it was im-
portant to analyze and confirm the absence of Ha-like–
related sequences at the Ha orthologous region of recently
sequenced S. bicolor (Panicoideae subfamily of grasses;
Paterson et al. 2009), which diverged earlier from Pooideae
(wheat, barley, Brachypodium) and Ehrhartoideae (rice).
Overall, comparative genome analysis of orthologous Ha
regions as well as comparison with sequences of genes
encoding prolamins from wheat, Brachypodium, rice, and
Sorghum allow elucidation of evolutionary origin and time
of emergence of Ha-like genes in grasses.

Evolutionary Origin of Ha-Like Genes

As the Ha-like proteins of Triticeae and Aveneae, the
Brachypoidieae Ha-like proteins contain one and two

conserved tryptophan residues of the TRD and a conserved
cysteine skeleton (fig. 4A; Blochet et al. 1993; Gautier et al.
2000). These conserved features suggest that the Brachypo-
dium Ha-like proteins may also play a role in determining
endosperm hardness/softness, although this trait has not
yet been investigated in this model species.

Our sequence comparisons confirmed previous obser-
vations of a common evolutionary origin of GSP-1 and Pur-
oindolines encoded by the Ha-like genes and proteins of the
prolamin superfamily (Kan et al. 2006; Bhave and Morris
2008). The prolamin superfamily was defined by Kreis et al.
(1985) and initially comprised three groups of seed proteins
rich in prolines and glutamines: the major prolamin storage
proteins of Triticeae (alpha, beta and gamma gliadins;
LMW glutenins), the alpha amylase/trypsin inhibitors of ce-
real seeds, and the 2S storage albumins from oilseed rape
and other dicotyledonous plants. An expanded family in-
cludes also, among others, the major prolamins of Panicoi-
deae and the alpha globulins of cereals (Shewry et al. 2004;
Kan et al. 2006). All these prolamins are seed-specific pro-
teins found only in the Plant Kingdom. It has been postu-
lated that addition of a repetitive domain in grass prolamin
genes accelerated their divergence and drastically limited
their sequence homology with prolamins from other species
(Shewry et al. 2002; Nagy et al. 2005). The TRD motif is
specific to GSP-1 and Puroindolines encoded by Ha-like
genes and is not shared with other prolamins (see Results
and fig. 4).

None of the rice prolamin genes are conserved at or-
thologous position in Sorghum, confirming previously re-
ported highly divergent and dynamic evolution of grass
prolamins, similar to other seed storage proteins, not syn-
tenic, often clustered and known to generate recombinant
copies by gene fusion, duplication, or other types of geno-
mic rearrangements (recombination, frameshifts; Kreis
et al. 1985; Shewry et al. 2002; Nagy et al. 2005; Gao
et al. 2007).

Evolution of Ha-Like Genes by Recurring and
Independent Duplications and/or Deletions

The present study supplies further insights about dy-
namic evolution of the Ha-like genes through independent
duplications and/or deletions, which appear to occur recur-
rently at different stages of the grass species evolution.
Gsp-1, Pina/Hina, and Pinb/Hinb genes of Triticeae
(wheat/barley) were most likely formed by duplication of
an ancestral Ha-like gene (Caldwell et al. 2004; Chantret
et al. 2005, 2008), closely after the divergence of the three
tribes (Triticeae, Aveneae, and Brachypoidieae). Our study
also shows that independent duplications and deletions of
Ha-like genes (Ha-Brachy1, Ha-Brachy2, Ha-Brachy1-
relic, Ha-Brachy3, and Ha-Brachy4) have also occurred
in the Brachypoidieae lineage (figs. 1A, 1B, and 2). Another
recent duplication occurred independently in barley (Hinb-1
andHinb-2) (Caldwell et al. 2004). Deletions ofHa-like gene
occurred also independently in the A and B genomes of
T. turgidum (Pina and Pinb; Chantret et al. 2005), the
G genome of in T. timopheevi (Pinb; Li et al. 2008), and in
B. distachyon (Ha-Brachy2) as revealed in the present study.
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Time of Emergence of the Ha Locus in Grasses

There are two possible explanations of the presence of
Ha-like genes on only one duplicated region in wheat, Bra-
chypodium, and rice and their absence from both duplicated
regions of Sorghum (the whole-genome duplication predat-
ing radiation of the major grass subfamilies is considered

here) 1) The Ha genes emerged in this locus in a common
ancestor of Pooideae and Ehrhartoideae after the duplica-

tion and after their divergence from Panicoideae or 2) an

Ha-like gene was present in the ancestral grass genome but

survived in only one of the two paralogous regions and only

survived in some lineages, Pooideae and Ehrhartoideae,

FIG. 5.—Suggested model for origin, time of emergence, and evolution of the Ha-like genes and locus in grasses. (A) Ancestral Ha region from the
BGGP gene (black arrow) to the HIPL gene (red arrow) before the whole-genome duplication (polyploidization) predating divergence of grass
subfamilies, with no Ha-like genes or related sequences. (B) Genes of the cysteine-rich prolamin superfamily were present in the ancestral grass
genome. (C) The whole-genome duplication occurred in grasses 70 My (Paterson et al. 2004; Salse et al. 2008). (D) Emergence of an Ha-like gene in an
ancestor of Ehrhartoideae and Pooideae, at one paralogous Ha region, after their divergence from Panicoideae by gene duplication, translocation, and
divergence of a member of the prolamin superfamily. The cysteine residues are shown as red vertical lines in a rectangle representing the protein. (E)
The TRD characteristic of GSP-1 and Puroindolines encoded by Ha-like genes (green vertical bar) appeared in an Ha-like gene ancestor either before or
shortly after Pooideae and Ehrhartoideae diverged. (F) Evolution of Ha locus and genes by duplications, deletions, and/or truncations, occurring
independently in each of the Pooideae and Ehrhartoideae families and tribes. ‘‘þ’’ indicates Ha-like gene copies observed in all studies species, ‘‘þ/�’’
those that were found deleted in specific species of the indicated grass family or tribe. Ha-like genes and prolamin encoding genes positions are marked
with small blue triangles (filled for complete; empty for truncated or ‘‘pseudoized’’ copies). Rectangles represent primary structures of putative encoded
proteins where the cysteine residues and tryptophan residues of the TRD are represented by, respectively, red and green vertical bars.
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but not Panicoideae. Current evidence on the evolutionary
origin of Ha-like genes—their closer relatedness to genes
encoding prolamins of Pooideae and Ehrhartoideae than
to those of Sorghum—favors the first explanation.

Concluding Remarks

As summarized in figure 5, the present study allows
retracing of emergence, origin, and specific evolution of
the Ha-like genes and locus. This locus emerged, in the an-
cestor of the Pooideae and Ehrhartoideae, between 60 and
50 My, as a new member of the prolamin gene family. The
genes were subsequently lost in Ehrhartoideae. After inde-
pendent duplications and divergent evolution, illustrating
their rapid dynamic, Ha-like genes gained a new function
in Pooideae, such as wheat, underlying the soft grain phe-
notype. Loss of these genes in some wheats leads, in turn, to
hard endosperm seeds.

Supplementary Material

Supplementary figures 1 and 2 and tables 1 and 2 are
available at Molecular Biology and Evolution online (http://
www.mbe.oxfordjournals.org/). Sequence of B. sylvaticum
BAC clone 37D5 was deposited at EMBL/GenBank under
the accession number FJ234838.
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III  Résultats complémentaires  

III.1 ‘Supplemental Data’ en ligne de l’Article 2 

Ces résultats complémentaires présentent les analyses de similarités entre les différents 

gènes Ha-like des Pooideae ainsi que les différents gènes de prolamine des Poaceae. Ces 

analyses présentent l’alignement des protéines des gènes Ha-like (Supplementary Figure 1) et 

l’arbre phylogénétique des gènes de prolamine trouvés dans le génome du riz (Supplementary 

Figure 2). Elles présentent aussi les similarités entre les gènes Ha-like (Supplementary Table 

1) et entre l’ensemble des gènes adjacents trouvés dans les séquences des différentes espèces 

(Supplementary Table 2). 

 

 



Supplementary Table 1: Amino acid similarities between wheat, Brachypodium 
sylvaticum, barley (Hordeum-Gsp-1, Hinda, Hindb1, Hindb2) and rice Ha-like genes 
found at orthologous Ha regions.
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Supplementary Table 2. Pairwise amino acid similarity comparison between genes 
of B. sylvaticum, rice, Sorghum and wheat, found at orthologous Ha regions (genes 
are presented according to their order in B. sylvaticum, fig. 1).
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III.2  Organisation et évolution des gènes Ha-like dans le 

génome de Brachypodium distachyon 

La séquence du génome de Brachypodium s’est révélée primordiale dans l’étude de 

génomique comparée des Poaceae présentée dans l’Article 2, pour son rôle d’intermédiaire 

évolutif entre le riz et le blé. L’analyse présentée dans cet article suggère que les gènes ‘Ha-

like’ ont évolué à partir d’un gène de la famille des prolamines dans l’ancêtre commun des 

Ehrhartoideae et des Pooideae. La disponibilité de la séquence complète du génome de B. 

distachyon (couverture 4x) a permis d’élargir l’étude des gènes Ha-like à cette espèce. Nous 

avons donc analysé, dans le cadre de notre collaboration au consortium international de 

séquencage et d’annotation des gènes de B. distachyon (The International Brachypodium 

Initiative 2010), les gènes Ha-like et ainsi que les prolamines, en collaboration avec Yong-

Qiang Gu (USDA, Albany, Etats-Unis) apportant ainsi ma modeste contribution aux efforts 

internationaux portant sur l’annotation des gènes de cette espèce. 

J’ai donc eu accès à une version plus fine de la séquence du génome de B. distachyon 

me permettant de préciser l’organisation et les relations entre les gènes Ha-like et les 

prolamines en commençant par leur identification avec une recherche de similarité sur tout le 

génome. Une fois les gènes identifiés et annotés, j’ai pu faire une comparaison entre ceux-ci 

et ceux trouvés dans d’autres espèces de Poaceae (Article 2) dans une analyse  

phylogénétique et étudier les relations d’orthologie entre ces différents gènes. 

III.2.1 Identification des gènes Ha-like et des prolamines dans le génome entier 

de B. distachyon et comparaison à ceux trouvés dans le riz  

J’ai recherché, par similarité (BLASTX) des gènes ressemblant aux Ha-like dans le 

génome entier de B. distachyon, en utilisant des séquences de copies complètes des gènes Ha 

(Ha-Brachy1, Ha-Brachy3 et Ha-Brachy4) identifiés dans l’Article 2. La recherche a permis 

de détecter 13 gènes (prédictions) montrant des niveaux de similarité variables avec les gènes 

de référence (http://mips.gsf.de/proj/plant/jsf/Brachypodium/index.jsp,Tableau III-1, en noir 

et rouge). Parmi ceux-ci, il y a évidemment trois gènes Ha-like (Tableau III-1, en rouge) mais 

également 10 autres gènes de la famille des prolamines (Tableau III-1, en noir). Nous avons 

aussi détecté quatre gènes plus éloignés de la famille des prolamines (1 gène de 2-S albumin, 

1 gène d’alpha-globulin et 2 gènes d’HMW-glutenin), ayant des homologues dans le blé et ne 



Tableau III-2. Résultats des BLASTX sur le génome du riz avec les protèines Ha-like 
comme références. Ce sont des gènes de prolamines regroupés en 10 clusters et déjà
majoritairement annotées en temps que telles.
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montrant pas une similarité détectable avec les gènes Ha, bien que possédant des similarités 

structurales communes (squelette de cystéines)  (Tableau III-1, en bleu). Au total, ces 17 

gènes, ressemblant plus ou moins aux gènes Ha, sont regroupés dans 8 régions du génome 

(Figure III-1). Ils sont tous constitués d’un seul exon qui code pour une protéine de 128 à 335 

a.a. possédant un squelette de cystéines et le domaine IPR003612 

(http://www.ebi.ac.uk/interpro/IEntry?ac=IPR003612, Plant Lipid Transfert Protein, seed 

sotrage, alpha amylase and trypsin inhibitor), confirmant leur appartenance à la famille des 

prolamines. De tous ces gènes, seuls les 3 gènes Ha-like présentent le domaine TRD (domaine 

riche en tryptophane). 

En comparaison, 46 gènes montrant des similarités avec les gènes Ha ont été identifiés 

dans le riz (Tableau III-2). Comme pour B. distachyon, ils sont composés d’un seul exon 

(140-190 a.a.), contiennent un squelette de cystéines et possèdent le domaine protéine 

IPR003612. Ils sont également organisés en clusters (10 principaux) avec globalement plus de 

copies en tandem que dans B. distachyon. 

III.2.2 Comparaison phylogénétique entre les gènes Ha-like et de prolamines 

des Poaceae 

Nous avons fait un arbre phylogénétique (‘bootstrap Neighbour Joining’) avec les 

gènes détectés dans B. distachyon et les gènes Ha-like ou de prolamines trouvés dans le blé et 

le riz (Figure III-2). Pour alléger la figure, deux des clades formées par des gènes du riz ont 

été symbolisées par une simple flèche sur l’arbre à leur point d’embranchement. Les gènes 

HMW-glutenin sont trop distants pour être représentés. L’ensemble des gènes forme cinq 

groupes bien distincts (Figure III-2) : 

- Gliadin/LMW-glutenin  

- Ha-like  

- 2-S albumin 

- Alpha-globulin 

- Alpha amylase/trypsin inhibitor 

Les noms de ces cinq groupes sont basés sur la fonction putative des protéines 

encodées. La valeur du bootstrap soutenant les clades Gliadin/LMW-glutenin et 2-S albumin 

est trop faible (33) pour déterminer avec confiance laquelle est plus proche des Ha-like. Par 

contre, les gènes des clades Alpha-globulin et Alpha amylase/trypsin inhibitor sont clairement 

plus éloignés des gènes Ha-like que ceux des deux clades évoquées précédemment. 



Figure III-2. Arbre phylogénétique (‘Neighbour joining’) des différent gènes Ha-like
et de prolamine trouvés dans le blé, le riz, le sorgho et B. distachyon. On distingue 
clairement 5 clades dont celle des gènes Ha-like.
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III.2.3 Relations d’orthologie 

Nous avons recherché d’éventuelles relations d’orthologie entre les gènes Ha-like et 

de prolamines des génomes du riz, de Brachypodium, du blé et du sorgho. En plus des gènes 

Ha-like trouvés en position orthologue (Ha-Brachy1, Ha-rice-relic et Gsp-1/Pina/Pinb), nous 

avons constaté que les gènes d’alpha-globulin (cluster 4 pour B. distachyon, cluster 3 pour le 

riz) sont présents en une seule copie conservée en position orthologue dans les génomes du 

riz, de Brachypodium et du sorgho (Tableau III-1, Tableau III-2, Figure III-2). Les gènes de 2-

S albumin (cluster 1 pour B. distachyon, cluster 1 pour le riz) sont conservés en positions 

orthologues même si le nombre variable de copies (dupliquées en tandem) empêche de 

préciser des relations d’orthologie un pour un (Tableau III-1, Tableau III-2, Figure III-2). 

Finalement, les gènes Bradi2g53990.1 de B. sylvaticum et Os07g11630/Os07g114650 du riz 

sont situés dans des régions orthologues, même si leur position n’est pas précisément 

conservée (Tableau III-1, Tableau III-2, Figure III-2). Tous les autres gènes de prolamines (36 

et 11 gènes pour le riz et B. distachyon) ne sont pas conservés en position orthologue, 

soulignant l’importante dynamique de cette famille de gènes. 
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IV  Discussion 

J’ai étudié le rôle important des TEs dans l’évolution et l’organisation des génomes du 

blé sur une courte échelle de temps (< 4 Ma) dans les parties I et II. Il était aussi important 

d’apprécier l’évolution des différentes espèces de Poaceae en analysant la conservation des 

séquences géniques sur une échelle d’évolution plus longue (50-60 Ma). 

A cette échelle de l’évolution, les différentes espèces de Poaceae ont conservé une 

bonne colinéarité au niveau génique, contrastant avec l’évolution très rapide de l’espace TEs. 

Comme attendu, ce dernier n’est pas conservé entre les différentes espèces de Poaceae, 

laissant les gènes comme seuls éléments comparables pour l’étude de l’évolution à l’échelle 

de cette famille. En regroupant l’analyse comparative de 12 locus, The International 

Brachypodium Initiative (2010) ont trouvé 62,5% des gènes conservés dans le même ordre 

entre Pooideae (Brachypodium, orge et blé soit 35 Ma de divergence) et 55% entre les 

Poaceae (sorgho, riz, Brachypodium, orge et blé soit 60 Ma de divergence). 

 

L’étude présentée dans ce chapitre m’a permis de tracer pour la première fois 

l’émergence du locus Ha en analysant, par génomique comparée, l’ensemble des régions Ha 

(orthologues et paralogues) trouvées dans les différentes espèces de Poaceae. Des traces des 

gènes du locus Ha ne sont trouvées que dans une seule des deux régions Ha paralogues, 

provenant de la duplications ancestrale commune aux Poaceae, dans les Ehrhartoideae (riz) 

et les Pooideae (Brachypodium, orge et blé). Nous avons confirmé que les Panicoideae 

(sorgho) étaient dépourvus d’homologues aux gènes Ha en analysant précisément les deux 

régions. 

D’autre part, les relations évolutives que j’ai pu établir avec les gènes codant pour des 

protéines de réserve du grain montrent que les gènes Ha sont plus proches des gènes de la 

famille des prolamines du riz et du Brachypodium que du sorgho (Article 2). Ces résultats 

suggèrent que l’ancêtre des gènes Ha a émergé il y a 50-60 Ma, comme un nouveau membre 

de la famille des prolamines dans l’ancêtre commun aux Pooideae (tribus des Triticeae et 

Brachypoidieae) et Ehrhartoideae (riz), après la divergence des Panicoideae (sorgho) et donc 

après la polyploïdisation ancestrale commune aux Poaceae. A partir de ce gène ancestral, les 

gènes Ha ont eu une évolution fonctionnelle dans les Triticeae, comme l’émergence du 

domaine riche en tryptophane (TRD), conférant ainsi le caractère grain tendre. 





118

La perte de ces gènes dans certains blés polyploïdes a conduit au caractère grain dur 

(Chantret et al. 2005). La caractérisation des gènes Ha dans la séquence de B. distachyon 

(génome complet) et de B. sylvaticum (clone BAC de la région Ha) m’a permis de mettre en 

évidence une variabilité du nombre de copies de ces gènes par duplication et délétion. Cette 

variabilité avait déjà été observée dans les espèces du blé, généralisant l’évolution dynamique 

des gènes Ha. Une duplication supplémentaire et plus récente de ces gènes (Ha-Brachy3 et 

Ha-Brachy4) a même été observée dans les Brachypodieae, confirmant la récurrence de cette 

dynamique, indépendamment dans les espèces du blé et de Brachypodium. 

 

 

 





119

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Conclusion générale 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 





120

Dans la famille des Poaceae, les espèces du blé (genres Triticum et Aegilops) ont 

particulièrement évolué par des évènements de polyploïdisation récurrents et relativement 

récents ainsi que la prolifération en éléments transposables (>80% du génome), contribuant a 

leurs larges génomes (17 Gb pour le blé tendre hexaploïde). L’évolution et l’organisation des 

génomes du blé, dans ce contexte, est le point central de ma thèse. Pour mes travaux, j’ai 

comparé les séquences de différentes espèces de blé entre-elles ainsi qu’avec d’autres espèces 

de Poaceae pour couvrir des échelles d’évolution courtes (< 4 Ma, Parties I et II) et longues 

(60 Ma, Partie III). 

 

La longue échelle d’évolution, a été analysé en appréciant la conservation des gènes au 

niveau du locus Ha et en retraçant ainsi son histoire évolutive pendant les 60 derniers Ma. J’ai 

ainsi élucidé l’émergence des gènes Ha, conférant le caractère grain tendre, à partir d’un gène 

de la très dynamique famille des prolamines. Contrairement à la plupart des autres membres 

de cette famille, il s’est fixé à un locus (Ha) dans l’ancêtre commun des Pooideae et des 

Ehrhartoideae, après leur divergence des Panicoideae il y a 50-60 Ma (Partie III, Article 2) et 

donc après la polyploïdisation ancestrale commune aux Poaceae (65-73 Ma). Il a aussi subi 

des changements fonctionnels particuliers comme l’acquisition du domaine riche en 

tryptophane (TRD). Son évolution dynamique est à l’origine de duplications en tandem des 

gènes Ha-like, de façon indépendante dans différentes espèces de la sous-famille des 

Pooideae possédant le locus Ha.  

La relative conservation de synténie entre les Poaceae, observée dans cette étude 

comparative, n’est pas spécifique du locus Ha. Elle a déjà été observée à l’échelle de carte 

génétique (Moore et al. 1995) ainsi que récemment à l’échelle des séquences génomiques et 

des ESTs (Bolot et al. 2009). Une étude récente couvrant l’analyse de 12 locus différents a 

montré que 62,5% des gènes sont conservés dans le même ordre en comparant les Pooideae 

(35 Ma de divergence) contre 55% des gènes en comparant les Poaceae (60 Ma de 

divergence) (The International Brachypodium Initiative 2010). 

 

Si les niveaux de conservation des gènes, qui représentent moins de 1% du génome, 

sont relativement élevés, l’espace TEs, représentant plus de 80%, est fortement dynamique. 

Ainsi, la dynamique des insertions et des éliminations des éléments transposables, conduisant 

à une prolifération différentielle dans les différents génomes du blé sur une courte échelle de 

temps d’évolution, ont été évaluées en analysant pour la première fois plusieurs haplotypes 

des principaux génomes du blé, dans plusieurs espèces et à différents niveaux de ploïdie. Les 
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taux de remplacement de l’espace TEs sont très variables (de 0,1% à 90% sur des périodes de 

0,02 à 1,2 Ma) mais donnent une moyenne de 86% par millions d’années. Un taux similaire a 

été évalué par Dubcovsky et Dvorak (2007) utilisant des données moins représentatives. Avec 

ce taux élevé, il n’est pas étonnant de voir que l’espace TEs est complètement différent entre 

les principaux génomes des blés qui ont divergé il y a 2,5-4 Ma. 

Les deux forces majeures impliquées dans cette importante dynamique de l’espace 

TEs sont donc les insertions des éléments transposables et leur élimination active par 

recombinaisons illégitimes. Ces dernières peuvent être associées à des recombinaisons 

génétiques. Mon étude montre que les TEs s’insèrent en continu dans le génome du blé, à un 

taux relativement stable (environ 1-3 insertions / 100 kb / Ma dans les haplotypes) sans aucun 

effet notable de la polyploïdie. Par contre, l’étendue des délétions par recombinaisons 

illégitimes, affectant des segments génomiques de tailles allant de quelques paires de bases à 

plusieurs dizaines de kb, est très variable. Dans les haplotypes diploïdes du génome A, les 

délétions sont moins importantes que les insertions de TEs en quantité d’ADN remplacée, 

alors que leur importance relative semble plus équilibrée pour le génome D.  

La situation est encore plus accentuée pour les polyploïdes où des larges délétions par 

recombinaisons illégitimes sont plus importantes que les insertions observées dans le génome 

A. Les haplotypes des polyploïdes des génomes B et D sont très semblables et ont divergé 

récemment (0,02  Ma). Cette différence de variabilité haplotypique entre les génomes A et B 

des polyploïdes est d’autant plus surprenante que les génomes co-existent dans le même 

noyau depuis l’allotétraploïdisation, qui les a réunis dans T. turgidum. 

La recombinaison génétique découverte entre haplotypes tétraploïdes et hexaploïdes 

ne peut s’expliquer que par la perméabilité de la barrière de polyploïdie entre ces espèces. 

Nous avons également mis en évidence de probables recombinaisons génétiques entre des 

haplotypes très divergents dans les génomes D. 

 

L’abondance des TEs varie largement entre les différents organismes. Mes travaux de 

thèse ont montré qu’elle pouvait aussi varier dans des espèces proches et même entre 

individus de la même espèce (parties I et II). La variabilité haplotypique importante chez le 

blé, caractérisée pour la première fois au cours de ma thèse, confirme ainsi les hypothèses de 

‘Pan-Genome’ (Morgante et al. 2007). Ces hypothèses, dérivées de l’analyse des génomes des 

micro-organismes et essentiellement basées chez les plantes sur l’analyse de la variabilité du 

maïs, suggèrent que les génomes se composent d’une partie indispensable, comme l’espace 
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génique, soumise à une forte pression de sélection, et d’une partie dispensable, comme 

l’espace TEs, où la pression de sélection est beaucoup moins forte (Morgante et al. 2007). 

Si mon étude et celles antérieures sur le blé (Isidore et al. 2005, Scherrer et al. 2005) 

confirment les ressemblances avec le maïs sur la variabilité importante de la fraction 

dispensable de leur génomes, les mécanismes ne sont pas similaires. En effet, mon étude a 

révélé et confirmé la généralisation des réarrangements génomiques de plusieurs dizaines de 

kb, essentiellement par recombinaisons illégitimes. La prolifération différentielle des éléments 

transposables et surtout le mouvement des gènes par les TEs de type Helitron sont les 

principaux responsables de la variabilité haplotypique importante du maïs (Lai et al. 2005, 

Morgante et al. 2005, Wang et Dooner 2006, Xu et Messing 2006). Dans les espèces du blé, 

nous n’avons trouvé aucune évidence de réarrangements médiés par les Helitrons, similaires à 

ceux du maïs. L’étude comparative réalisée au cours de ma thèse révèle relativement peu de 

recombinaisons homologues inégales alors que différents types de recombinaisons illégitimes 

d’ADN sont les responsables majeurs de ces réarrangements. La recombinaison génétique 

peut également amplifier la divergence haplotypique. Les insertions de TEs représentent pour 

leur part un taux plus faible et relativement stable de cette variabilité haplotypique. Il n’est 

cependant pas étonnant que l’espace TEs des blés évolue de façon différente de celle du maïs. 

Les deux espèces ont divergé il y a 60 Ma (Chaluspka et al. 2008) et les TEs ont fortement 

proliférés dans ces deux groupes d’espèces de Poaceae les 10 derniers millions d’années de 

façon indépendante.  

 

Par ailleurs, mon étude révèle que 7 des 10 régions du génome B, séquencées sans a 

priori d’ancrage par des gènes, portent des gènes complets (5) ou tronqués (mutation ou 

relique) (2). Ceci confirme des conclusions antérieures montrant que les gènes sont distribués 

de façon plus ‘randomisée’ sur les chromosomes du blé (Devos et al. 2005). Il est intéressant 

de noter que trois des six gènes tronqués sont dus à des insertions d’éléments transposables 

(Charles et al. 2008) illustrant le rôle de ces derniers dans l’évolution des génomes du blé.  

  

Les nouvelles initiatives de séquençage actuelles permettent d’envisager la 

disponibilité ou une couverture plus importante ou complète d’un génome ou d’un 

chromosome du blé dans un avenir plus ou moins proche. Les possibilités qui seront alors 

offertes offriront de nombreux axes de recherche prometteurs. Cependant, les travaux de ma 

thèse ont bien montré l’importance de comparer différentes espèces et génotypes pour espérer 

avoir une vue d’ensemble dans les études de génomique comparée. La disponibilité de la 
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séquence de différents génotypes et génomes du blé reste nécessaire pour explorer 

complètement la richesse et la diversité importante des génomes du blé. 

 

 

 

Pour finir ce rapport de thèse, et avant de passer aux annexes, je conclurai sur les 

apports de la thèse sur un plan plus personnel. Ma transition d’informaticien à 

bioinformaticien a été grandement facilitée par ma présence dans une équipe composée de 

biologistes et de bioanalystes. J’ai progressivement rattrapé mon retard dans les connaissances 

biologiques pour les mettre à profit dans mes analyses de bioinformatique en les enrichissant. 

J’ai acquis un savoir-faire et une expertise dans l’annotation de séquences génomiques de 

plantes qui, j’en suis sûr, me servira dans la suite de mon parcours. J’ai aussi appris qu’être un 

chercheur, ce n’était pas seulement obtenir des résultats mais également savoir les transmettre 

à la communauté. Je me suis donc initié à l’art délicat de la rédaction d’articles scientifiques 

encadré par Boulos. Arrivée en fin de thèse, mon expérience englobe maintenant l’ensemble 

des aspects du travail de recherche.  
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ABSTRACT

The Glu-1 locus, encoding the high-molecular-weight glutenin protein subunits, controls bread-making
quality in hexaploid wheat (Triticum aestivum) and represents a recently evolved region unique to Triticeae
genomes. To understand the molecular evolution of this locus region, three orthologous Glu-1 regions
from the three subgenomes of a single hexaploid wheat species were sequenced, totaling 729 kb of
sequence. Comparing each Glu-1 region with its corresponding homologous region from the D genome
of diploid wheat, Aegilops tauschii, and the A and B genomes of tetraploid wheat, Triticum turgidum,
revealed that, in addition to the conservation of microsynteny in the genic regions, sequences in the
intergenic regions, composed of blocks of nested retroelements, are also generally conserved, although a
few nonshared retroelements that differentiate the homologous Glu-1 regions were detected in each pair
of the A and D genomes. Analysis of the indel frequency and the rate of nucleotide substitution, which
represent the most frequent types of sequence changes in the Glu-1 regions, demonstrated that the two A
genomes are significantly more divergent than the two B genomes, further supporting the hypothesis that
hexaploid wheat may have more than one tetraploid ancestor.

POLYPLOIDIZATION, an evolutionary process re-
sulting in more than one genome per cell, has

played a significant role in the evolutionary history of
plants, particularly in agriculturally important crops
(Masterson 1994; Soltis and Soltis 1999; Wendel

2000). Bread wheat is an allohexaploid species (Triticum
aestivum L. 2n ¼ 6x ¼ 42), consisting of three sets of
highly related genomes (A, B, and D). Hexaploid wheat
originated from two independent polyploidization
events. The first event involved the hybridization of
two diploid progenitors: an ancestor of Triticum urartu
(2n ¼ 2x ¼ 14, genome AA) and an unconfirmed
species (BB genome) related to Aegilops speltoides (2n ¼
2x ¼ 14, genome SS), which resulted in cultivated
allotetraploid emmer wheat (T. turgidum ssp. dicoccum,
2n ¼ 4x ¼ 28, genomes AABB) (Dvorak et al. 1992;
Blake et al. 1999). In the second event, which occurred
8000–10,000 years ago, an ancestor of the diploid
Aegilops tauschii (DD genome) hybridized with the
allotetraploid to form a hexaploid wheat (2n¼ 6x¼ 42)
(Feldman et al. 1995).

Because of its relatively recent speciation, wheat
represents an excellent system for studying evolutionary
events that occur in genomes shortly after polyploidiza-
tion. Different types of genetic and epigenetic changes,
including DNA removal, changes in gene expression,
reactivation of transposable elements, and functional
diversification of duplicate genes, are all known to be
significant to the evolutionary process in polyploid
species (Ozkan et al. 2001; Shake et al. 2001; Comai

et al. 2002; He et al. 2003; Kashkush et al. 2003; Blanc

and Wolfe 2004). However, the particular molecular
mechanisms underlying the rapid genome evolution
observed in polyploid genomes are not well understood.
Sequence comparisons of polyploid genomes with their
ancestral genomes may represent the strategy of choice
to identify sequence changes caused by recent genome
evolution. Recently, this strategy has been successfully
used to elucidate the molecular basis of the polyploidy-
related deletion of the Hardness locus from the tetra-
ploid wheat (T. turgidum) (Chantret et al. 2005)

One of the great challenges for wheat genome re-
search is the size of Triticeae genomes. Compared with
model plant species, such as Arabidopsis (130 Mb) and
rice (430 Mb), the bread wheat genome (�16,000 Mb) is
extremely large. We now know that although the sudden
increase in chromosome numbers caused by polyploid-
ization contributed to the overall increase in the wheat

Sequence data from this article have been deposited with the EMBL/
GenBank Data Libraries under accession nos. DQ537335, DQ537336,
and DQ537337.

1Corresponding author: USDA-ARS, Western Regional Research Center,
800 Buchanan St., Albany, CA 94710. E-mail: ygu@pw.usda.gov

Genetics 174: 1493–1504 (November 2006)



genome size, the replication and insertion of repetitive
DNA, particularly long terminal repeat (LTR) retro-
transposons (SanMiguel et al. 1996), is another major
cause for genome expansion (Bennetzen et al. 2005).
In wheat, repetitive DNA accounts for �90% of the
genome, of which retrotransposons constitute 60–80%
(SanMiguel et al. 2002; Wicker et al. 2003; Gu et al.
2004).

In addition to being responsible for genome size
variation, transposable elements often stimulate other
types of genomic rearrangements, including unequal
homologous and illegitimate recombination to remove
nuclear DNA (Devos et al. 2002; Ma et al. 2004;
Chantret et al. 2005). Their transpositions can cause
gene inactivation or changing expression of adjacent
genes (Kashkush et al. 2003; Gu et al. 2004). Repetitive
DNA elements also make useful markers for revealing
recent genomic changes because they are abundant and
believed to be neutral under natural selection. Repeti-
tive DNA, including retrotransposons, has a relative
short turnover period (Ma et al. 2004) so that colinear
retrotransposons are usually not found in distantly
related genomes. Our previous studies of comparative
analyses of orthologous high-molecular-weight (HMW)
glutenin regions indicated that only a few remnants of
elements are colinear in the closely related wheat A, B,
and D genomes that diverged from each other within the
last 4–5 million years (MY) (Huang et al. 2002; Gu et al.
2004; Kong et al. 2004). Because of this, the intergenic
regions are largely not conserved between the A, B, and
D genomes of wheat, although gene colinearity is re-
tained (Gu et al. 2004). Furthermore, several recent
studies suggested that retrotransposable elements may
be one of the major causes for intraspecific sequence
variations in the intergenic regions (Brunner et al. 2005;
Scherrer et al. 2005). A comparison of homologous
regions from different inbred lines in maize indicated
that .59% of the compared sequence is noncolinear
largely due to the insertion of novel or allele-specific
LTR retrotransposons (Brunner et al. 2005).

In addition to retroelements, other genomic rearrange-
ments, particularly sequence insertions and deletions
(indels), play significant roles in genome evolution
(Petrov et al. 2000; Gregory 2004). In rice, an esti-
mated minimum of 119 Mb of sequence has been
removed from the genome in the last 5 MY (Ma and
Bennetzen 2004). A comparison of the Hardness
locus in diploid and polyploid wheat species has
indicated that multiple genomic deletions occurred
independently in different genomes and that indels
are one of the primary evolutionary mechanisms in-
volved in reconstructing this domestication gene re-
gion (Chantret et al. 2005). Gene disruption caused
by deletions and large inversions has resulted in var-
ious haplotypes in the wheat A genome (Isidore et al.
2005). Despite rapid DNA rearrangements and in-
traspecific violation of genetic colinearity observed in

recent studies (Brunner et al. 2005; Chantret et al.
2005; Isidore et al. 2005; Scherrer et al. 2005), it re-
mains to be shown whether such rapid sequence diver-
sification has occurred throughout the whole genome
or only in certain genetic loci. Future sequence com-
parisons of regions from homologous genomes, such
as wheat genomes at different ploidy levels, will help
answer this question.

In wheat, the Glu-1 locus encodes HMW glutenin pro-
tein subunits, which are the major determinants of
bread-making quality for wheat flour, making Glu-1 one
of the most important genetic loci in wheat and fre-
quently the target of genetic engineering efforts for the
improvement of grain quality (Blechl and Anderson

1996; Rooke et al. 1999). The wheat HMW glutenin
locus and the orthologous loci of barley and rye are
unique to Triticeae species (Shewry and Tatham 1990),
which suggests that these loci evolved relatively recently
within the Triticeae tribe. Studies focusing on these spe-
cific orthologous HMW glutenin regions from diploid
(Anderson et al. 2003) and tetraploid wheat genomes
(Kong et al. 2004), as well as from barley (Gu et al. 2003),
have provided the first view of genome evolution in three
homeologous regions from the wheat A, B, and D ge-
nomes (Gu et al. 2004). In this article, we report se-
quencing the three HMW glutenin locus regions located
on the long arms of homeologous group 1 chromosomes
from a single hexaploid wheat species, which has allowed
us to compare the homologous Glu-1 regions from the
hexaploid wheat with its diploid and tetraploid ancestors.
The sequence conservation and divergence detected
could shed light on the evolutionary history of the wheat
genomes.

MATERIALS AND METHODS

Isolation and sequencing of hexaploid wheat BACs: Hexa-
ploid wheat BAC clones were obtained from the T. aestivum cv.
Renan BAC library by screening with PCR primers specific to
HMW glutenin genes. Assignment of BAC clones to the A, B,
and D genomes was based on their characterization by re-
striction fragment length polymorphisms and contig assembly
by BAC fingerprinting on agarose gels as described previously
(Kong et al. 2004; Chantret et al. 2005). Selection of BACs for
sequencing was based on contig maps constructed for each
orthologous Glu-1 locus and Southern hybridization data us-
ing various probes flanking the x-type and y-type HMW
glutenin genes. BAC clones that covered the largest regions
of each Glu-l locus were selected. The shotgun-sequencing
libraries for hexaploid wheat BAC clones were constructed by
the method described by either Gu et al. (2003) or Chantret

et al. (2005). Plasmid DNAs from single colonies were purified
and inserts were sequenced from both directions with T7 and
T3 primers using BigDye terminator chemistry (Applied
Biosystems, Foster City, CA) on ABI3730 capillary sequencers.
Gaps between sequence contigs were filled and sequenced by
primer-walking and transposition reactions (Finnzymes, Espoo,
Finland). Gaps caused by GC-rich regions were usually filled by
resequencing using the dGTP BigDye terminator chemistry
(Applied Biosystems).
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Sequence analysis: For sequence assembly, a target of 10-fold
coverage was chosen. Base calling and quality of the shotgun
sequences were processed using Phred (Ewing and Green

1998). The sequence data generated for each BAC clone was
used to assemble continuous contigs using both the Lasergene
SeqMan module (DNAStar) (http://www.DNAStar.com) and
Phrap assembly engine (http://www.phrap.org). In some cases,
assemblies with two different programs helped resolve gap
regions and the order of contigs. The consensus sequences were
obtained by analyzing at least three sequence reads (on both
strands) or using sequencing methods based on two different
labeling procedures applied on one strand. To validate the ac-
curacy of the sequence assembly, digestion patterns of BAC
DNAs with HindIII, EcoRI, and NotI were compared with the
predicted restriction patterns of the computer-assembled
sequences.

For annotation, the assembled sequences of the A, B, and D
genome BACs from the hexaploid wheat were compared with
the previous annotations for the Glu-1 regions from the barley
BAC (AY268139), diploid D-genome BAC (AF497474), tetra-
ploid A-genome BAC (AY494981), and B genome BAC
(AY368673). In addition, a homology search was performed
against NCBI nonredundant and dbEST databases using
BLASTN, BLASTX, and TBLASTX algorithms. FGENESH
(http://www.softberry.com/nucleo.html) and GENESCAN
(http://genemark.mit.edu/GENESCAN.htm) were used for
gene prediction. DNA repetitive elements were identified with
NCBI BLAST searches, with DNAStar MegAlign dot-plot anal-
ysis, and by comparison with the Triticeae Repeat Sequence
Database at the GrainGenes website at http://wheat.pw.usda.
gov/ITMI/Repeats/. The definition and naming of new
retrotransposons were done according to the method de-
scribed by SanMiguel et al. (1998).

The rate of nonsynonymous (Ka) vs. synonymous (Ks) sub-
stitutions were calculated for four genes (x-type, y-type HMW
glutenin genes, globulin, and protein kinase genes) with
MEGA3 (Kumar et al. 2004). Dating of retrotransposon inser-
tions was performed on the basis of the method described in
SanMiguel et al. (1998). The number of transition and trans-
version mutations was calculated using the MEGA3 software
(Kumar et al. 2004). The average substitution rates of colinear
retrotransposons in the two homologous genomes were also
calculated in the same way and used to estimate the divergence
times on the basis of the method described by Wicker et al.
(2003).

The statistical significance regarding differences in rates of
nucleotide substitution and indel frequency among each pair
of the homologous A, B, and D genomes was measured by ran-
domly sampling �10-kb intervals in the Glu-1 regions. The
Student’s t-test was employed for statistical analyses.

RESULTS

Isolation and sequencing of Glu-1 regions from hexa-
ploid wheat: Previously, we have reported sequences of
the orthologous HMW glutenin regions from the D
genome of the diploid A. tauschii and the A and B
genomes of the tetraploid T. turgidum, representing the
ancestral genomes of hexaploid wheat. To further ex-
amine the evolution of these genomic regions in hexa-
ploid wheat, we screened a large insert BAC library
constructed from the hexaploid wheat species cv. Renan
with PCR primers specific to the different copies of
HMW glutenin genes. The screening of this BAC library
identified 12 HMW glutenin BAC clones from the A

genome, 10 from the B genome, and 18 from the D
genome. Further characterization of these BAC clones
indicated that none of the BAC clones belonging to the
A and B genomes contains both the y-type and x-type
HMW glutenin genes (data not shown). BAC DNA was
fingerprinted using the HindIII restriction enzyme and,
using FPC software, contigs were built that span the Glu-1
loci from each wheat genome (Soderlund et al. 2000).
The assembled contig maps and the BAC Southern data
were used to guide the selection of BAC clones for se-
quencing. BAC clone 706G08 represents the Glu-1 re-
gion from the D genome. The Glu-1 region from the B
genome was covered by the sequences from two BAC
clones, 1289J04 and 2001P20. Three BACs were se-
quenced for the A-genome HMW glutenin region (BAC
clones 1344C16, 754K10, and 1031P08). A 152,010-bp
region derived from the D-genome BAC, a 285,506-bp
region derived from the combined sequences of two
B-genome BAC clones, and a 292,044-bp region from
three A-genome BAC clones were annotated using a
combination of bioinformatics tools and BLASTsearches
against publically available databases.

Gene colinearity between HMW glutenin genomic
sequences across the three wheat ploidy levels: Se-
quence comparison of orthologous Glu-1 regions be-
tween three homeologous wheat genomes revealed
microcolinearity in the genic regions, but large-scale
sequence divergence in the intergenic regions (Gu et al.
2004). Sequencing the corresponding Glu-1 regions
from the three subgenomes of hexaploid wheat (A, B,
and D) enables us to analyze sequence changes com-
pared to homologous genomes from the diploid and
tetraploid wheats. In all the sequenced Glu-1 regions,
there are a total of six genes (Gu et al. 2004). The order
of these genes is as follows: a leucine-rich-repeat re-
ceptor-like protein kinase, a globulin, a y-type HMW
glutenin, a duplicate globulin, an x-type HMW glutenin,
and a serine/threonine protein kinase. In the three
genomes of hexaploid wheat, these six genes exist in the
same order and orientation as those in the ancestor’s
genomes (Figure 1). Previously, a tandem duplication of
an ancestral region containing the globulin and HMW
glutenin genes was characterized at the Glu-1 locus
regions (Kong et al. 2004). This duplication, which led
to the presence of the x-type and y-type copies of HMW
glutenin genes in the wheat genome, occurred after the
divergence of wheat and barley (Gu et al. 2003; Figure
1). Extension of sequences in the 59 HMW glutenin
regions identified a second tandem duplication, two
copies of the receptor kinase genes present near the
Glu-1 locus. This duplication exists in at least the A and
D genomes of the hexaploid wheat, suggesting the
occurrence of the event prior to the divergence of the
A and D genomes. The paralogous receptor kinase 1a
and 1b in the hexaploid D genome share 90% sequence
identity, whereas the orthologous receptor kinase 1a
from the hexaploid D genome and the hexaploid A
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genome share 93% sequence identity. The receptor
kinase 1b in both the hexaploid A genome and the
tetraploid A genome is disrupted by the same transpos-
able elements with identical insertion patterns (data not
shown). Whether or not the duplication of the receptor
kinase gene is present in the B genome is not determin-
able from the current data; the 59-end of the B-genome
BAC is downstream of where the receptor kinase 1a
would be putatively located (Figure 1).

In an earlier study, we reported that although gene
colinearity was not violated between homeologous
wheat genomes, several genes were subjected to differ-
ential disruptions by various mechanisms, including
repetitive DNA insertion, sequence deletion, and nucleo-
tide substitutions causing an in-frame stop codon (Gu

et al. 2004). Five genes found to be disrupted at the Glu-1
locus regions in the hexaploid wheat appear to have the

same patterns of gene disruption as those identified in
their ancestor genomes (Table 1). For example, the sec-
ond globulin gene in the hexaploid B genome (2b) has
the same four retrotransposon insertion events as those
identified in the tetraploid B genome (Kong et al. 2004).
Previously, we reported that the second globulin genes
in the diploid D and tetraploid A genomes were dis-
rupted by an identical deletion event, suggesting that
this gene disruption occurred before the divergence of
the wheat A and D genomes (Anderson et al. 2003; Gu

et al. 2004). In the hexaploid wheat, the second globulin
gene (2b) in both the A and D genomes share this same
deletion. The receptor kinase 1b in the hexaploid A
genome contains the same multiple insertions of retro-
elements and miniature inverted repeat sequences
(MITES)as the receptor kinase gene in the durum A
genome (Gu et al. 2004). On the basis of this evidence, it

Figure 1.—Gene organization and com-
parison of orthologous and homologous
Glu-1 regions from ancestral wheat and hexa-
ploid wheat genomes. Genes are represented
by numbered pentagons, with their corre-
sponding names listed below. The letters
‘‘a’’ and ‘‘b’’ denote distinct copies of the du-
plicated genes. The arrows of the pentagons
indicate the direction of the potential tran-
scription of these genes. Solid pentagons rep-
resent inactive genes or pseudogenes caused
by sequence rearrangements identified in the
analysis. Positions and addresses of BAC
clones selected for complete sequencing of
the regions are indicated. Regions involved
in sequence duplications resulting in two cop-
ies of receptor protein kinase (D1, D19) and
two copies of HMW glutenin (D2, D29) are la-
beled only in the A genome. A 30-kb segment
is provided as a scale reference.

TABLE 1

Comparison of gene disruptions observed in hexaploid wheat and its ancestral genomes

Receptor kinase 1b
(A genome)

y-type HMW-glutenin 3a
(A genome)

Globulin 2b
(A genome)

Globulin 2b
(B genome)

Globulin 2b
(D genome)

T. turgidum Insertions of
multiple
retrotransposons

Point mutation
resulting in a
premature stop
codon

Deletion of a
coding sequence
region

Insertions of
multiple
retrotransposons

T. aestivum Insertions of
multiple
retrotransposons

Point mutation
resulting in a
premature stop
codon

Deletion of a
coding sequence
region

Insertions of
multiple
retrotransposons

Deletion of a coding
sequence region

Ae. tauschii Deletion of a coding
sequence region
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appears that the disruption of these genes in the hexa-
ploid wheat had already occurred in its diploid or
tetraploid progenitors.

Genes disrupted in only one of the homologous
genomes were also identified. The Ax HMW glutenin
gene falls within this category. A point mutation in the
tetraploid Ax HMW glutenin gene has resulted in a
premature stop codon, while the Ax HMW glutenin
gene in the hexaploid wheat is intact.

Sequence comparison of the Glu-1 regions across the
three wheat ploidy levels: To further analyze the se-
quence variation present in homologous wheat ge-
nomes, we performed dot matrix analyses between
pairs of corresponding genomes from different ploidy
wheats. Sequence divergences are seen as disruptions in
the main matrix diagonal line. Figure 2 suggests that the
sequences between the homologous Glu-1 regions are
generally conserved. The gaps along the diagonal lines
represent types of sequence rearrangements, such as
deletions/insertions, duplications, and inversions, that
differentiate the two homologous genomes. LTR retro-
transposable elements are usually 6–8 kb and insertions
of such elements that occur in only one of two
compared regions will result in large gaps in the dot
matrix analysis. The HMW glutenin region of the A
genome of T. turgidum contains three nonshared retro-
element insertions when compared with the corre-
sponding region from the A genome of T. aestivum. In
the region between the receptor kinase 1b and globulin
2a, there is a WIS-type element (Wis-3) insertion present
in the coding region of a gypsy-class element Boba-1
(Gap1). Gap2 was caused by the insertion of Wis-4 in the
coding region of the Ay HMW glutenin gene in
tetraploid wheat. In the region between the Ax HMW
glutenin and the serine/threonine protein kinase
genes, there is a gypsy-class element, Erika-2, that is not
present in the corresponding area of our T. aestivum
sequence (Gap4). These results provide evidence that
these elements have inserted since the two genomes last
shared a common ancestor. In addition to these retro-
element insertions, there are also two significant indel
events in the T. aestivum sequence. The first of these
removed the entire coding region and a fragment of
each LTR from the element Madil-1, located in the
intergenic region between the receptor kinase and
globulin genes, leaving behind a sequence similar to a
solo LTR in size and structure (Gap3). The second indel,

Figure 2.—Pairwise comparisons of the Glu-1 regions
between the two homologous genomes. The dot plot was
performed using the DOTTER program (Sonnhammer

and Durbin 1995) with default parameters between two
A-genome sequences from T. turgidum and T. aestivum (A),
two B-genome sequences from T. turgidum and T. aestivum
(B), and two D-genome sequences from Ae. tauschii and T. aes-
tivum (C). Each distinct gap in the dot plot is assigned a num-
ber, and sequence rearrangements causing the gaps are
described in the text.
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which occurred in a relatively old CACTA element,
Jorge-1, removed a portion of the coding sequence and
possibly a MITE, Eos-1, as well.

By contrast, the HMW glutenin regions of the two B
genomes revealed only a few major sequence differ-
ences. A 6-kb indel (Gap5) is present in the intergenic
region between the receptor protein kinase 1b and
globulin 2a coding regions. While the sequence of this 6-
kb indel showed no sequence similarity to known trans-
posable element sequences or structures, it is flanked
by an 8-bp (TAAGAATT) perfect repeat, suggesting that
illegitimate recombination resulted in this indel (Wicker

et al. 2003; Chantret et al. 2005). In addition to the 6-kb
indel, there is a smaller indel, �1.7 kb (Gap6), present
within the class I transposable element Sogi-1. Sequence
comparisons revealed no novel retroelement insertions
that could serve to differentiate the two B genomes.

The HMW glutenin regions of the two D genomes are
the most divergent at the large-scale sequence rear-
rangement and insertion/deletion level. Since the time
when the D-genome donors of sequenced accessions of
Ae. tauschii and T. aestivum shared a common ancestor,
three novel retroelement insertions have occurred in
this area. In Ae. tauschii, two copia class retroelements,
Angela-5 (Gap9) and Wis-1s (Gap10), have inserted into
a large block of retroelements in the region downstream
of the serine/threonine protein kinase. In T. aestivum,
a complete copy of the element Wis-1 (Gap8) is present
in the nested retroelement structure between the two
HMW glutenin genes (Figure 3). In addition to these
differential insertions, there is also a deletion of the

coding region and portions of both LTRs from Angela-4
(Gap7), resulting in a partial LTR retroelement, Angla-
4p in Ae. tauschii (Figure 3). A series of sequence
rearrangements/insertions in the 59 LTR sequence of
Angela-7p in T. aestivum generated Gap11 (Figure 2).

Shared and nonshared transposable elements be-
tween Glu-1 homologous regions: Despite indel events
shown in Figure 2, the dot matrix analyses revealed gen-
eral sequence conservation of the Glu-1 regions between
two homologous genomes, suggesting that many trans-
posable elements in the intergenic regions are shared
or colinear. To test this, we calculated the number of
shared retroelements vs. nonshared retroelements in
the Glu-1 regions from pairs of homologous genomes.
On the basis of the activity of retroelement insertions,
the two B genomes are the most conserved, with all 20 of
the retroelements identified present in both genomes
(Figure 4A). In the �300-kb Glu-1 regions from the two
A genomes, we identified 35 retroelements that are
present in both genomes. The two nonshared retroele-
ments are both present in the A genome of durum
wheat. In the �100-kb homologous Glu-1 regions of
the two D genomes, 14 retroelements are found to be
shared, while 3 are nonshared. Among these 3 new
retroelements, there is 1 intact retroelement, one solo
LTR, and 1 partial retroelement missing one LTR and a
portion of the coding region. The solo LTR and the
partial LTR retroelement that differentiate the two D
genomes are somewhat surprising since newly inserted
retroelements would be expected to be intact (Ma et al.
2004; Brunner et al. 2005). However, this may suggest
that insertions of new transposable elements can be
followed by DNA recombination.

Although nonshared retroelements were observed in
the homologous Glu-1 regions between two A and D
genomes, the frequency of nonshared retroelements is
much lower than those found in homologous regions
from different maize inbred lines, the Rph7 locus
regions from two different barley accessions, the Lr10
locus from homologous A genomes in different ploidy
levels, and the Ha locus from homologous A, B, and D
genomes in different ploidy levels (Brunner et al. 2005;
Chantret et al. 2005; Isidore et al. 2005; Scherrer et al.
2005). In this study, only 5.7% of the retroelements are
nonshared in the Glu-1 regions from the two A ge-
nomes, 0% from the two B genomes, and 21% from the
two D genomes. The nonshared retroelements account
for 18.1% of the sequence divergence between the two
D genomes and 8.2% between the two A genomes.

Sequence insertions and deletions in the homolo-
gous Glu-1 regions: Indels play a fundamental role in
genome evolution through the loss or gain of DNA in
specific regions (Gregory 2004; Taylor et al. 2004).
There is still little known about the distribution and
frequency of indels in plant genomes. In addition to the
large indels that cause visible gaps in the dot matrix
analysis (Figure 2), we also analyzed smaller indels

Figure 3.—Insertion and deletion of retrotransposons that
differentiate two homologous D genomes. Retrotransposons
that are colinear between the hexaploid D and diploid D ge-
nomes are boxed in gray. Retrotransposons that have inserted
or rearranged by deletion in only one of the genomes are
represented by hatched boxes. Genes are represented by
pentagons. Dy and Dx are short for the y-type and x-type
HMW-glutenin genes from the D genome. The letters ‘‘s’’
and ‘‘p’’ following the names of the retroelements indicate
solo or partial, respectively.
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present in the Glu-1 regions of each pair of the
homologous wheat genomes (Figure 4B). Clearly,
smaller indels (#10 bp) greatly outnumber large indels
in terms of frequency in all three genomes. They
account for 88.2% of the indel frequency for the A
genome, 83.3% for the B genome, and 85.0% for the D
genome.

When the indel frequencies were compared in the A,
B, and D genomes, the frequency of indels differed
significantly between any two genomes in the Glu-1
regions (P , 0.05, Student’s t-test). The D genome had
the highest frequency of indels (16.9 indels/10 kb). The
indel frequency for the A and B genomes was 8.0 and
6.2, respectively. Indels are a type of sequence rear-
rangement event and the frequency reflects the evolu-
tionary distance of two related genomes in comparison
(Ogurtsov et al. 2004). Therefore, our data suggest
that the two D genomes are more distantly related as
compared to the two A and B genomes.

Indels directly contribute to the sequence divergence
between two compared sequences. We calculated the
total length of sequences represented by the indels. The
total length of the indel sequence is 10,738 bp for the A
genome, 11,382 bp for the B genome, and 13,612 bp for
the D genome. They account for 4.0, 6.2, and 13.3% of
sequence divergence in the compared regions for the A,
B, and D genomes, respectively. When the length of
indels represented by different indel sizes was calcu-
lated, indels .100 bp contributed much more to the
total indel length (Figure 4C). They account for 93.5,
96.5, and 95.8% of the total indel length for the A, B,
and D genomes, respectively. These results suggest that
large indels are primarily responsible for the indel-
based sequence divergence between the two homolo-
gous wheat genomes.

Nucleotide substitutions in the Glu-1 region of the
homologous wheat genomes: Another type of common
sequence variation, occurring in even the most con-
served regions, is the single nucleotide polymorphism,
caused by nucleotide substitutions (Brumfield et al.
2003). The high level of sequence conservation ob-
served in the Glu-1 regions of the homologous genomes
allows us to examine nucleotide substitutions in large
contiguous segments spanning both the genic and inter-
genic regions. We calculated that the average number of
nucleotide substitutions per site is 0.0093, 0.0056, and
0.0137 for the A, B, and D genomes, respectively. The
variations in average nucleotide substitutions are all
statistically significant (P , 0.001). The data indicate
that the nucleotide substitution rates for the A and B
genomes are different despite the fact that the two
genomes have been co-evolving in the nuclei of the
same species.

The rate of nucleotide substitutions in intergenic re-
gions is most often considerably higher than those
found in genic regions and protein-coding sequences
(Ma and Bennetzen 2004). We also compared the

Figure 4.—A. Number of shared vs. nonshared retroele-
ments between the two homologous wheat genomes. Shared
and non-shared retroelements between the homologous ge-
nomes are represented by the black and gray bars, respec-
tively. B. Indel frequency and size distribution in three
wheat genomes. Indels identified in each pair of homologous
genomes were categorized into four groups. The indel fre-
quency for each group was normalized to the number of in-
dels per 10 kb in the graph. C. Percentage of total indel length
contributed by indels of different sizes. Indel length repre-
sented by different indel sizes were calculated and then di-
vided by the total indel length for each of the A, B and D
genomes. The total indel lengths are 10,738, 11,382, and
13,612 bp for the A, B, and D genomes, respectively.
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number of nucleotide substitutions per site between the
HMW glutenin genes with those of the intact globulin
and protein kinase genes that flank the Glu-1 locus in all
three wheat genomes. The number of synonymous sub-
stitutions (Ks) and nonsynonymous substitutions (Ka)
per site between genes from the homologous genomes is
given in Table 2. Considerable variations in nucleotide
substitutions are observed among these genes, suggest-
ing that different genes evolve at different rates. The
globulin 2a in the two A genomes and protein kinase
genes in both the A and B genomes appear to be more
conserved. The number of nucleotide substitutions
per site in the HMW glutenin regions is at least similar
to or greater than that found in the neighboring inter-
genic regions. The high nucleotide substitution rate
coincides with the previous observation that HMW
glutenin genes are highly polymorphic in wild wheat
and display significant variation in modern cultivars
(Allaby et al. 1999; Shewry et al. 2003).

Time of divergence of the homologous genomes: In
the Glu-1 regions, the identification of a number of LTR
retrotransposons that are intact and shared by two ho-
mologous genomes allows us to further examine the
sequence changes and divergence times of the homol-
ogous genomes in wheat. Because of the particular
mechanism of reverse transposition, the two LTR se-
quences from a single retrotransposon are identical at
the time of its insertion (Boeke and Corces 1989). On
the basis of this property, the nucleotide substitutions
identified in two LTRs of a retrotransposon can be used
to estimate the date of its insertion (SanMiguel et al.
1998). Previously, we estimated insertion times for 22
LTR retrotransposons in the wheat Glu-1 region using a
mutation rate of 6.5 3 10�9 substitutions/synonymous
site/year (Guat et al. 1996; SanMiguel et al. 1998). It
appears that these datable LTR retrotransposons have
all inserted into their current positions within the last
4–5 MY (Gu et al. 2004). A similar methodology can be
employed to estimate divergence times for two homol-
ogous sequences on the basis of the number of
nucleotide substitutions accumulated after the ancestor
genome started to split into two distinct descendants.
However, considerable variation in estimated diver-
gence time has been noted when single gene sequences
are used (Huang et al. 2002; Devos et al. 2005). One

possible explanation is that rates of nucleotide sub-
stitution are different for genes that are under different
selective forces. A better representation of divergence
time for two closely related sequences may be obtained
by comparing multiple regions, ideally intergenic se-
quences that have few selective forces acting on them
(Wakeley and Hey 1997). In this study, we used the
same colinear LTR retrotransposons previously identi-
fied and dated in the Glu-1 regions to estimate the
divergence time of the two homologous genomes. A
total of 8–9 intact colinear LTR retrotransposons for
each B and each A genome pair, representing �40–50
kb of sequence, were used to estimate the divergence
times. For the two homologous D genomes, only two
full-length, datable LTR retrotransposons are colinear;
we identified additional partial yet colinear retroele-
ments to obtain �40 kb of total sequence for compar-
ison. Using the same molecular clock for dating the LTR
retrotransposon insertions, we estimated the divergence
time by calculating rates of nucleotide substitution
between each pair of colinear retroelements to examine
the variation in different sequences (Table 3). The diver-
gence times estimated, using common retroelements,
for the two homologous A genomes range from 0.38 to
1.2 MY, with an average of 0.81 MY. The two B genomes
are estimated to have diverged in the last 0.24–0.78 MY,
with an average of 0.48 million years ago (MYA). The two
D genomes are the most divergent, ranging from 1.12 to
1.86 MYA with an average of 1.39 MYA. The longer
divergence time between the two D genomes shows that
the diploid D-genome sequence is divergent from the D-
genome donor(s) of the hexaploid wheat by �1.39 MY
(Table 3). It has been noted that LTR retroelements
evolve at least two times faster than genes and UTR
regions (SanMiguel et al. 1998; Wicker et al. 2003; Ma

and Bennetzen 2004). If this is the case, the divergence
times estimated for each pair of the homologous
genomes should be divided by a factor of 2.

DISCUSSION

In this study, a detailed sequence comparison was
performed to study the organization and evolution of
the hexaploid wheat genome with its ancestral diploid
and tetraploid wheat genomes. On the basis of the

TABLE 2

Ks and Ka values and standard errors for pairwise comparisons of four genes in the Glu-1 region

A genome B genome D genome

Ks Ka Ks Ka Ks Ka

Globulin 2a 0 0.0019 (60.0019) 0.0059 (60.0064) 0.0020 (60.0020) 0.0059 (60.0058) 0.0020 (60.0019)
HMW-glutenin 3a 0.0162 (60.0068) 0.0078 (60.0026) 0.0055 (60.0031) 0.0055 (60.0017) 0.0395 (60.0101) 0.0108 (60.0029)
HMW-glutenin 3b 0.0081 (60.0035) 0.0069 (60.0019) 0.0142 (60.0048) 0.0165 (60.0030) 0.0061 (60.0031) 0.0050 (60.0017)
Protein kinase 4 0 0.0014 (60.0010) 0 0.0012 (60.0011) 0.0049 (60.0034) 0.0020 (60.0012)
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sequence analysis of Glu-1 regions, our results reveal
that although sequence rearrangements differentiat-
ing each pair of two homologous genomes are easily
visible, a considerable portion of the sequences are
highly conserved between the two homologous ge-
nomes, including large segments of intergenic regions
composed of nested retroelements. Although retroele-
ments provide the majority of sequence divergence be-
tween two homologous genomes, indels and nucleotide
substitutions are the most frequent events in the
compared Glu-1 regions.

Sequence conservation in the homologous Glu-1 re-
gion: Our previous study indicated that microcolinear-
ity is maintained in the orthologous Glu-1 regions from
homeologous wheat genomes, but intergenic regions
were not conserved due to rapid amplification/deletion
of retroelements (Gu et al. 2004). This study revealed

general sequence conservation between two homolo-
gous genomes from the different wheat ploidy levels. In
addition to the conservation of the genic regions, se-
quences in the intergenic regions are also highly
colinear (Figure 4A). This suggests that a vast majority
of retroelements in the hexaploid wheat genome were
inherited from their diploid and tetraploid ancestral
genomes. In the Glu-1 region of the tetraploid A ge-
nome, an intergenic region between the y-type and
x-type HMW glutenin genes contains large blocks of
nested retrotransposon insertions, with as many as 19
members spanning a region of 140 kb (Gu et al. 2004).
The same nested retroelement structure is also present
in the hexaploid A genome, suggesting that the inter-
genic region has not been drastically changed due to
major sequence rearrangements. The presence of a high
number of colinear retroelements in the Glu-1 regions
from different ploidy wheat genomes is surprising, con-
sidering the results from similar comparative sequence
studies on other homologous locus regions. In the
genomes of different maize inbred lines, it was found
that 70% of LTR retrotransposons are allele specific
(Brunner et al. 2005). When homologous regions
containing the barley Rph7 locus from resistance and
susceptible lines were compared, the number and type
of repetitive elements were completely different in 65%
of the sequenced regions (Scherrer et al. 2005). In the
wheat Lr10 region, transposon insertions resulted in
.70% sequence divergence among three A genomes
from diploid, tetraploid, and hexaploid wheats (Isidore

et al. 2005). In the Glu-1 regions, retroelements resulted
in only 8.2% of nonshared sequence between the two A
genomes, 18.1% between the two D genomes, and 0%
between the two B genomes.

In the Glu-1 regions, violations of gene colinearity
were not detected between two homologous genomes.
This is also significantly different from the other genetic
loci studied in maize (Brunner et al. 2005), barley
(Scherrer et al. 2005), and wheat (Wicker et al. 2003;
Chantret et al. 2005; Isidore et al. 2005). One possible
explanation for the sequence conservation observed in
the Glu-1 region could be that the hexaploid line
(Renan) selected in this study has the same or a very
similar haplotype as the tetraploid wheat cv. Langdon.
However, our haplotype analyses suggest that the two
homologous A and B genomes belong to different hap-
lotypes (see supplemental data at http://www.genetics.
org/supplemental). Therefore, our results suggest that
the wheat Glu-1 locus is a conserved genetic region,
likely with a low recombination rate since recombina-
tion rates are positively correlated with the frequency of
locus duplication and deletions that often cause synteny
perturbation between wheat homeologous chromo-
somes (Akhunov et al. 2003). Furthermore, the conser-
vation of the Glu-1 locus regions is further supported
by the lack of recombination events observed between
x- and y-type HMW glutenin genes, despite the wide

TABLE 3

Estimates of divergence time of the homologous
wheat genomes

LTR retrotransposons Divergence time (MYA) SD

Shared in A genome
Pivu-1 0.38 0.11
Gujog-1 0.80 0.35
Nusif-1 0.97 0.29
Apiip-1 1.20 0.27
Sabrina-2 0.60 0.17
Fatimah-1 1.13 0.42
Sabrina-3 0.71 0.19
Ames-1 0.75 0.12
Fatimah-2 0.74 0.35
Average 0.81 0.24

Shared in B genome
Ifis-1 0.37 0.22
Wis-1 0.55 0.16
Fatimah-1 0.57 0.15
Sabrina-1 0.24 0.10
Derami-1 0.38 0.16
Wis-2 0.37 0.13
Wis-3 0.57 0.16
Wis-4 0.78 0.18
Average 0.48 0.16

Shared in D genome
Wilma-1p 1.18 0.25
Angela-2 1.12 0.23
Sabrina-2 1.34 0.25
Angela-3s 1.59 0.27
Angela-7p 1.30 0.23
Latitude-1s 1.74 0.20
Wham-1p 1.86 0.32
Sabrina-4p 1.13 0.23
Average 1.39 0.28

Full-length LTR retrotransposons that are colinear in the
Glu-1 regions were used to calculate the divergence time of
two homologous genomes. Divergence time was estimated
as described in SanMiguel et al. (1998).
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interest in breaking the linkage for wheat quality
improvement in breeding (Shewry et al. 2003). In
addition, our data indicate that at the HMW glutenin
loci there is no evidence for polyploidization-induced
genomic changes that resulted in significant sequence
rearrangements.

Sequence rearrangements by indels in the wheat Glu-1
regions: Despite the general conservation in the Glu-1
regions, indels, particularly small indels, are frequently
observed between the homologous genomes. In the Glu-
1 regions, small indels (,10 bp,�85%) greatly outnum-
ber larger indels (.10 bp, �15%) in all three pairs of
homologous genomes. Small indels often occur in cod-
ing regions, making them a major player in gene evolu-
tion (Taylor et al. 2004). In addition, small indel events
might be associated with nucleotide substitutions, result-
ing in an increased rate of single nucleotide polymor-
phisms (Ma and Bennetzen 2004). Indel occurrences
have been used to estimate evolutionary distance be-
tween related genomes (Ogurtsov et al. 2004). In this
study, we also detect a positive correlation between the
frequency of indels and the rate of nucleotide sub-
stitution. The two homologous D genomes that have the
longest divergence times show the highest indel fre-
quency and greatest rate of nucleotide substitution.

In the homologous Glu-1 regions, although small
indels are more ubiquitous, they contribute less to the
genome size difference. However, large indels contrib-
ute more heavily to overall sequence divergence in
closely related genomes (Figure 4C). In addition, it is
often difficult to distinguish if an indel was caused by an
insertion or a deletion. Deletions generally outnumber
insertions (Blumenstiel et al. 2002; Gregory 2004; Ma

and Bennetzen 2004). In the Glu-1 regions, most large
indels were identified to be deletions since they occur in
the sequences of well-characterized retroelements. It is
likely that nonintact or repetitive DNA fragments ob-
served in the intergenic regions are caused mainly by
deletion events.

In general, small indels are caused by replication
slippages (Gregory 2004), whereas large indels seems
to involve different mechanisms. One mechanism is the
unequal homologous recombination that often acts on
LTR transposable elements, resulting in solo LTRs
(Devos et al. 2002; Ma et al. 2004). In contrast, indels
caused by illegitimate recombination appear to occur in
any region of nucleotide sequence with as little as a few
base pairs of sequence identity (Wicker et al. 2003;
Chantret et al. 2005). It has been reported that the dele-
tion events attributable to illegitimate recombination
are much more frequent than deletion events caused by
unequal homologous recombination (Wicker et al.
2003). Illegitimate recombination is primarily respon-
sible for the removal of nonessential DNA in Arabi-
dopsis (Devos et al. 2002). In wheat, indels caused by
illegitimate DNA recombination are one of the major
molecular mechanisms responsible for reshaping the

Ha locus during wheat genome evolution (Chantret

et al. 2005). Our results indicate that indels are dynamic
evolutionary processes that contribute to sequence
divergence between homologous wheat genomes.

Wheat genome evolution: Hexaploid wheat contains
three homeologous genomes. The origin and evolution
of these evolutionarily closely related genomes has been
analyzed phylogenetically using sequences from HMW
glutenin genes (Allaby et al. 1999; Blatter et al. 2004).
The results indicated that wheat homeologous genomes
diverged �5.0–6.9 MYA (Allaby et al. 1999).

In this study, we compared sequence changes among
the homologous wheat genomes. Analysis of the Glu-1
regions from tetraploid and hexaploid wheat revealed
that the A genome exhibits higher sequence variation
than the B genome. This is supported by at least four
lines of evidence. First, the rate of nucleotide substitu-
tion in the A genome is significantly higher than that
detected in the B genome (P , 0.01). Second, the B ge-
nomes are devoid of nonshared retroelements, whereas
two nonshared retrotransposons were identified in
the A genome (Figure 4A). Third, the indel frequency
in the A genome is also significantly higher than that
found in the B genome (P , 0.01) (Figure 4). Fourth,
the divergence times estimated for A and B genomes are
significantly different (Table 3). The greater sequence
conservation was also reported for the same two B ge-
nomes at the Ha locus on chromosome 5, where there
are no nonshared retroelements and the two sequences
have 99% identity (Chantret et al. 2005), suggesting
that such sequence conservation is present at multiple
genetic regions and is unlikely caused by introgression
recombination. Although the possibility of introgres-
sion recombination cannot be completely excluded, the
variation of sequence divergence between the A and B
homologous pairs could be explained by a hypothesis
that the A and B genomes in the tetraploid and hexa-
ploid wheats evolve at different rates. This explanation
would have to be based on the assumption that signifi-
cant sequence changes have occurred since the tetra-
ploidization event, which was estimated to have occurred
in the last 0.36–0.5 MY (Huang et al. 2002; Dvorak and
Akhunov 2005). Different rates of genome evolution
have been noted for japonica and indica rice, which have
experienced independent variation for �0.44 MY (Ma

and Bennetzen 2004). However, in this study, both the A
and B genomes are the subgenomes in a single polyploid
wheat. As far as we know, no reports have shown that
different subgenomes in a single species are subject to
different evolutionary rates.

Another likely explanation for the observed differ-
ence in sequence variation is that hexaploid wheats have
more than one tetraploid ancestor, resulting from in-
dependent tetraploidization events, in which two di-
vergent A genomes hybridized with two less divergent B
genomes, resulting in the different rates of sequence
variation observed in our study. Our estimates of the
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divergence times for the two A genomes and the two B
genomes, calculated by comparing colinear retroele-
ments, is in accordance with this hypothesis. Our results
indicated that the two B genomes have diverged for
�0.48 MY, while the two A genomes have been separated
for the last �0.81 MY. Another piece of supporting
evidence includes the finding from another study that
the A genome from the hexaploid wheat Renan has a
different haplotype than the A genome from durum
wheat at the Lr10 locus and that this haplotype
originated from ancient DNA rearrangements at the
diploid level (Isidore et al. 2005). Furthermore, we
previously reported that the sequence in the Glu-1 locus
from the hexaploid wheat cv. Chinese Spring is more
closely related to that of the A genome from durum
wheat, primarily because of shared mechanisms of gene
disruption in the two orthologous Ay HMW glutenin
genes and because of higher sequence identity com-
pared to allelic HMW glutenin genes in other bread
wheats, such as Cheyenne (Gu et al. 2004). It is likely that
the Chinese Spring A genome has the same lineage as
the A genome from the durum wheat and that the A
genome in Renan and Cheyenne represents a different
A genome lineage. Wheat exists at three ploidy levels,
and multiple origins of hexaploid wheat have been sug-
gested (Dvorak et al. 1998; Talbertet al. 1998; Blatter

et al. 2004). Such multiple independent polyploidiza-
tions would serve to greatly increase the genetic diversity
in the wheat gene pool. Our results provide further
evidence based on the analysis of sequences of large
wheat genomic regions spanning the Glu-1 locus across
three ploidy levels. This study allows us to examine the
various events of sequence changes that have occurred
in the evolutionary history of wheat genomes. A ge-
nomewide analysis using various tools such as haplotype
genotyping in different ploidy wheats will promote us to
elucidate the occurrence of wheat speciation and the
molecular evolution of the wheat genome.
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Abstract
Background: Several studies suggested that the diploid ancestor of the B genome of tetraploid and hexaploid wheat species
belongs to the Sitopsis section, having Aegilops speltoides (SS, 2n = 14) as the closest identified relative. However molecular
relationships based on genomic sequence comparison, including both coding and non-coding DNA, have never been investigated.
In an attempt to clarify these relationships, we compared, in this study, sequences of the Storage Protein Activator (SPA) locus
region of the S genome of Ae. speltoides (2n = 14) to that of the A, B and D genomes co-resident in the hexaploid wheat species
(Triticum aestivum, AABBDD, 2n = 42).

Results: Four BAC clones, spanning the SPA locus of respectively the A, B, D and S genomes, were isolated and sequenced.
Orthologous genomic regions were identified as delimited by shared non-transposable elements and non-coding sequences
surrounding the SPA gene and correspond to 35 268, 22 739, 43 397 and 53 919 bp for the A, B, D and S genomes, respectively.
Sequence length discrepancies within and outside the SPA orthologous regions are the result of non-shared transposable
elements (TE) insertions, all of which inserted after the progenitors of the four genomes divergence.

Conclusion: On the basis of conserved sequence length as well as identity of the shared non-TE regions and the SPA coding
sequence, Ae speltoides appears to be more evolutionary related to the B genome of T. aestivum than the A and D genomes.
However, the differential insertions of TEs, none of which are conserved between the two genomes led to the conclusion that
the S genome of Ae. speltoides has diverged very early from the progenitor of the B genome which remains to be identified.
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Background
All cereal crop species are members of the grass (Poaceae)
family that is the fourth largest family of flowering plants.
With about 10 000 species growing under nearly all cli-
mates and latitudes, grasses exceed all other plant families
in ecological dominance and economic importance. In
terms of genome organisation they represent a very
diverse family with basic chromosome numbers ranging
from 4 to 50 and genome sizes ranging from 350 Mb to
17 Gb [1]. Fossil data and phylogenetic studies have esti-
mated that the grasses have diverged from a common
ancestor 50 to 70 million years ago (MYA) [2,3]. Archae-
ological records suggest that farming started concomi-
tantly in at least three widely separated regions between
10 000-5 000 years ago during the late Neolithic period.
The three most important cereals were independently
domesticated in three centres: wheat in south western Asia
in the 'Fertile Crescent' region, maize in Mexico and rice
in both south east Asia and west Africa [4-6].

Within the Poaceae, the genera Aegilops and Triticum
include several diploid species (2n = 14) that, via allopol-
yploidization, produced several tetraploid and hexaploid
wheat species, most of which have been domesticated [7-
9]. T. turgidum (2n = 28, AABB) was derived from a
hybridization event that happened (< 0.5 MYA) between
T. urartu, (2n = 14, AA), the diploid donor of the A
genome (here after gA), and another unknown species of
the Sitopsis section, donor of the B genome (here after gB),
for which the closest known relative is Ae. speltoides
[7,9,10]. The hexaploid wheat (T. aestivum, 2n = 42,
AABBDD) originated from an additional polyploidization
event between the early-domesticated tetraploid T. turgi-
dum ssp dicoccum and the diploid donor of the D genome
(here after gD), Ae. tauschii (2n = 14, DD), 7 000 to 12 000
years ago (for review [11]). Several wheat phylogeny stud-
ies have tried to identify the progenitor of the B genome
of polyploid wheat based on cytology [12], nuclear and
mitochondrial DNA sequences [13-15] as well as chromo-
some rearrangement studies (i.e. common translocation
events) [16-24]. It remains controversial from those stud-
ies whether the progenitor of the B genome is a unique
Aegilops species (i.e. monophyletic) or whether this
genome resulted from an introgression of several parental
Aegilops species (i.e. polyphyletic origin). More recent and
representative molecular comparisons using germplasm
collections have shown that the B genome could be
related to several Ae. speltoides lines but not to other spe-
cies of the Sitopsis section [25,26].

Transposable elements (TEs) have been shown since the
seventies to be well represented in the wheat genome,
~80% [27,28]. Comparative studies have shown that
beside the general conservation in coding sequences, no
TE insertions are conserved between the A, B and D
genomes of wheat whereas important proportion of TE

insertions are shared between the A or D genomes of poly-
ploid wheat and their respective progenitors T. urartu and
Ae. tauschii [29-33]. No such studies have been yet
reported comparing the B genome of these polyploid
wheat species to that of its closest known diploid relative,
i.e. Ae. speltoides. In the present study, we compared for the
first time coding and non-coding sequences as well as
dynamics of TE insertions between the S genome of Ae.
speltoïdes and that of the A, B and D co-resident in the hex-
aploid wheat (T. Aestivum). The SPA (for Storage Protein
Activator [34]) locus region, belonging to BZIP (Basic Leu-
cine Zipper), located on chromosome 1BL [35], has been
chosen because of its importance as trans-acting elements
of seed storage protein and its conservation in several
other cereals such as maize (Opaque 2 [36-38]), rice
(RISBZ1-5 [39]), and barley (BLZ1-2 [40,41]). Updating
phylogeny relationships and insights onto the origin of
the B genome are discussed.

Results
Organization of SPA locus region in the A, B, D and S 
genomes
Three BAC clones spanning the SPA gene of the A, B and
D genomes of T. aestivum were screened from cv Renan
BAC library with PCR markers specific for each of the
three SPA genes [42]. Sequencing resulted in 113 460, 94
732 and 120 879 bp for, respectively, the A, B and D
genomes. Screening of an Ae. speltoides pooled BAC library
with the same SPA-specific PCR markers allowed us to
identify and sequence a BAC clone of 80 493 bp sequence
spanning the SPA locus gene. Annotation has been per-
formed to identify and compare gene and repeat contents
of the four available genome sequences, graphically pre-
sented in Figure 1A. More details are also presented in
Additional File 1. As expected for wheat, the four genomic
sequences are very rich in TEs.

Overall, the 113 460 bp A genome sequence is structured
as 56 830 bp (50.1% of the sequence) of class I TE, 3 934
bp (3.5% of the sequence) of class II elements and 4.9%
of unclassified TE. Fourteen class I TEs are identified as
one incompletely sequenced (at the BAC sequence
extremity), five truncated (with a 5' or 3' truncated region
due to nested TE insertion), 4 relics (only visible through
alignment remnants), one fragmented (inserted by other
TEs, i.e. nested insertion) and three complete elements.
The class II TEs is represented as a complete CACTA ele-
ment (CACTA_1_comp, cf Additional File 2) and three
MITEs (Miniature Inverted-repeat Transposable Element).
Besides the identification of TEs a pseudo tubulin gene
separated by 55 614 bp from the SPA gene was also iden-
tified, both genes covering 4.7% of the sequence.

The 94 732 bp B genome sequence is structured as 38 126
bp (40.2% of the sequence) of class I TEs, 22 602 bp
(23.9% of the sequence) of class II elements and 0.6% of
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unclassified elements. Twelve Class I elements are identi-
fied as two incompletes, six truncated, two relics, one frag-
mented and one complete element. The class II TEs
consists of two complete, one fragmented and one trun-
cated CACTA (CACTA_1 to _4, cf Additional File 2) as well
as three MITEs. The SPA gene is the only gene identified
on the B genome sequence, representing 4.4% of the
sequence.

The 120 879 bp D genome sequence is structured as 50
540 bp (41.8% of the sequence) of class I TEs, 9 446 bp
(7.8% of the sequence) of class II elements. Twenty-two
class I TEs are identified as two incomplete, eight trun-
cated, eight relics, two fragmented and two complete ele-
ments. Class II TEs are represented as three truncated
CACTA elements (CACTA_1 to 3, cf Additional File 2),
one mutator relic and one MITE. Three genes have been
annotated on the D genome sequence, the SPA gene, a
putative kinesin and a putative cortical cell-delineating
gene, covering 5.2% of a 48 440 bp interval.

The 80 493 bp S genome sequence is structured as 54 965
bp (68.3% of the sequence) of class I TEs, and a single
MITE class II TE. Thirteen class I TEs are identified as one
incomplete, six truncated, four fragmented and two com-
plete TEs (cf Additional File 2). As in the B genome
sequence, only the SPA gene, covering 4.3% of the anno-
tated sequence, has been identified on the S genome
sequence.

Identification and characterization of conserved 
sequences
Alignment of the four genomic regions allows the identi-
fication of the 'SPA orthologous region', which we have
defined as the shared common regions delimitated by
conserved non-coding sequence (CNS) stretches (5' and 3'
locus boundaries) that do not correspond to TEs. The 'SPA
orthologous region' spans respectively 35 268 bp, 22 739
bp, 43 397 bp and 53 919 bp for the A, B, D and the S
genomes (cf grey boxes in the Figure 1A, 1B).

Dot plot analysis performed between Ae. speltoides gS
(horizontal) and the T. aestivum gA, -gB, -gD genome (ver-

Identification of the 'SPA orthologous region' and comparative annotation of the homoeologous A, B, D and S sequencesFigure 1
Identification of the 'SPA orthologous region' and comparative annotation of the homoeologous A, B, D and S 
sequences. (A) Scaled diagram of annotation results of the SPA locus region in which (CDS) (light blue), class I TEs (yellow 
blocks), class II TEs (green blocks), unclassified elements (grey), MITEs (vertical black flags) are shown. The remaining white 
spaces correspond to unassigned DNA (no features of annotation). Grey blocks represent sequence conservation between the 
different genomes defining the 'SPA orthologous region'. Genes are numbered as follow: 1: Pseudo tubulin gene; 2: SPA; 3: 
Putative cortical cell-delineating gene; 4: Putative kinesin gene. Eight class I TE displaying complete LTR and TSD suitable for 
the estimation of the insertion dates are highlighted with red stars. (B) Multipipmaker alignment using the sequence of the SPA 
orthologous region of the S genome of Ae. speltoides as a matrix compared with the 3 other sequences available, i.e. T. aestivum 
gB (top), gA (center), gD (bottom). Coloured blocks show the percentage of sequence identity (> 90 in red; between 50 to 
90% in green). The SPA gene is indicated as a blue box.
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tical) sequences, allows the identification of four con-
served sequence stretches, highlighted by blue dotted
circles in the Figure 2. The majority of the remaining DNA
within the 'SPA orthologous region' (as well as outside the
flanking boundaries) is composed of class I and class II
TEs that were differentially inserted and/or deleted in each
of the four genomes (i.e. shown by diagonal breaks on the
dot plot in the Figure 2). The cumulative length of the
conserved sequence stretches, within the 'SPA ortholo-
gous region' of the four genomes are approximately simi-
lar between the genomes pairs gA/gB (15 118 bp), gA/gD
(14 677 bp), gA/gS (14 504 bp), gB/gD (14 628 bp), gB/
gS(15 877 bp), gD/gS (13 985 bp). These could be consid-
ered as the Aegilops-Triticum 'ancestral SPA Locus' covering
16 598 bp of cumulative length considering sequences
stretches conserved between at least two of the compared
sequence. Other stretches of sequence conservation were
observed outside the 'SPA orthologous region' when com-
paring pairs of genomes but these sequences were not
determined in the available BAC clone sequences of the
other genomes (data not shown). As we cannot rule out
whether these sequences were not covered in the
sequenced BAC clones or were not really conserved across
the four genomes, they were not considered in the evolu-
tionary relationship analysis.

No genes, other than SPA can be predicted from these four
conserved sequence stretches. As coding and non-coding
sequences can evolve at different rates, we perform evolu-
tionary analysis separately for the SPA CDS (CoDing
Sequence) and the remaining conserved non-coding
sequences (CNS).

Conserved non-coding sequences (CNS) analysis
The conserved non-coding sequences consist of the four
shared sequence stretches, excluding the SPA gene itself
(from methionine start to the stop codon). The gB/gS
genome comparison shows the highest sequence identity
and cumulative length (89.9% over 11 976 bp) compared
to the other sequence comparisons, i.e. gA/gB (85.9% over
11 152 bp), gA/gD (87.9% over 10 838 bp), gA/gS (86.8%
over 10 597 bp), gB/gD (85.8% over 10 666 bp), and gD/
gS (85.3% over 10 039 bp) (cf Table 1). Nevertheless, only
a 824 bp sequence was shown to be conserved between
gS/gB (within the 11 976 bp of aligned sequence) and
absent from other genomes (highlighted with white
arrows in the Figure 1B). On the contrary, three sequence
stretches (respectively 168, 340 and 218 bp) are conserved
between the S, the A and/or D genomes and absent from
the B genome (cf Figure 1B, red arrows). Moreover,
although it represents the majority of the CNS compari-
sons, sequence conservation was not always the highest
between the S and B genomes across the CNS as 9 small
stretches (representing a total of 726 bp) of sequences
were more conserved between the S and the A and/or D

Comparison of the AeFigure 2
Comparison of the Ae. speltoides sequence with the 
A, B D genome sequence of T. aestivum. The dot plot 
was performed using the DOTTER program with default 
parameters between Ae. speltoides gS (horizontal) and the T. 
aestivum gA, -gB, -gD genome (vertical) sequences. Annota-
tion features identified for these sequences are reported on 
the corresponding axes. Gene numbers and names as well as 
color codes for TEs and other DNA sequence classes are as 
in figure 1. Diagonals on the dot plot output that represent 
nucleotide conservation between the two analyzed 
sequences are highlighted with dotted blue circles. The loss 
of micro-colinearity corresponds to diagonal breaks. 'SPA 
orthologous region' defined as conserved sequences 
between Ae. speltoides gS and T. aestivum -gA, -gB, -gD 
sequences are mentioned with plain arrows on the four 
annotation features. SPA gene is shown with dotted arrows 
on the dot plot out put.
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Table 1: Conserved Coding (SPA gene) and Non-coding Sequences (CNS) identified between SPA-gA-gB-gD-gS at the 'SPA 
orthologous region'

Non coding 'SPA orthologous loci' sequences Coding 'SPA orthologous loci' sequences

B D S B D S

A A

CNS size (bp) 11 152 10 838 10 597 Nb of transitions 33 20 38

% Identity 85,9 87,9 86,8 Nb of transversions 22 10 23

Ks 0,874+- 0,036 1,037+-0,036 0,716+-0,024 Ratio 1,5 2 1,65

Ka 0,664+- 0,014 0,848+-0,015 0,57+-0,01 Ks 0,055+-0,015 0,042+-0,013 0,065+-0,016

Ks/Ka 1,3 1,2 1,3 Ka 0,042+-0,007 0,021+-0,005 0,049+-0,007

B MYA 6,2–10,8 4,5–8,5 7,5–12,5

CNS size (bp) 10 666 11 976 B

% Identity 85,8 89,9 Nb de transitions 35 25

Ks 0,991+-0,034 0,617+-0,026 Nb de transversions 20 19

Ka 0,797+-0,015 0,492+-0,012 Ratio 1,75 1,32

Ks/Ka 1,2 1,3 Ks 0,071+-0,017 0,035+-0,012

D Ka 0,039+-0,007 0,035+-0,006

CNS size (bp) 10 039 MYA 8,3–13,5 3,5–7,2

% Identity 85,3 D

Ks 0,902+-0,031 Nb de transitions 39

Ka 0,791+-0,014 Nb de transversions 23

Ks/Ka 1,1 Ratio 1,7

Ks 0,089+-0,019

Ka 0,043+-0,007

MYA 10,8–16,6

Non-coding 'SPA orthologous loci' sequences. Detailed features obtained for the 6 pairwised alignments of the 4 SPA orthologous regions 
excluding the SPA gene itself are mentioned with the CNS length, percentage of sequence identity, Ks and Ka values and rate. As an example, 
alignment of the gA and gB SPA orthologous regions of respectively 31 498 bp and 18 589 bp correspond to a cumulative CNS length of 11 152 bp 
with 85.9% of sequence identity and 0.874, 0.664, 1.3 values for respectively Ks, Ka and Ks/Ka.
Coding 'SPA orthologous loci' sequences. 6 pairwised comparisons of the SPA gene between A/B B/D D/A A/S B/S D/S sequences are associated 
with the number of substitutions, the number of transition, the number of transversion, the transition/transversion ratio, the Ks value, the Ka value 
and speciation date (MYA).
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genomes than with the B genome (Figure 1B, black
arrows).

We also estimated divergence times on the basis of the
number of base substitutions (Ks) accumulated after the
split-time from the ancestor genome. Ks values were
obtained for the 6 pairwise alignment combinations
(Table 1). The lowest and highest Ks values correspond
respectively to the gB/gS (0.617, i.e. identifying the closest
related sequences), and gB/gD (1.037, i.e. the more diver-
gent sequences).

Conserved coding sequences analysis: SPA gene structure and 
evolution
SPA genes are structured as six exons (cf Additional File 2).
In wheat, SPA gene (and CDS) are respectively 3 426(1
218) bp, 3 486(230) bp, 3 796(1 212) bp, 4 080(1 233)
bp, long for A, B, D and S genes (hereafter designated
SPAgA, -gB, -gD and -gS genes). These SPA genes are com-
posed of six exons ranging in size from 76 (SPAgA, -gB, -
gD, -gS exon 4) to 432 bp (SPAgA-gB-gS exon 1) and five
introns ranging in size from 92 (SPAgA, -gB, -gD intron 4)
to 1297 bp (SPAgD intron 5). All of exon-intron junction
sites obey the GT/AG rule as identified in other eukaryotic
genes. The relative organization of the exons and introns
is the same for the others SPA-like bZIP protein genes
characterized to date in cereal, i.e. the number of exons
and introns is conserved and individual introns occur at
relatively the same sites for the maize O2 [36-43], sor-
ghum O2 [44], and barley Blz1 genes [40]. It is interesting
to note that the first and fifth introns of the homoeolo-
gous SPA genes are respectively much shorter and larger,
compare to the other cereal SPA-like bZIP protein genes
(cf Additional File 2).

We conducted a phylogenic analysis based on SPA CDS of
the four wheat genomes as well as that available from
other cereals. A graphical representation of these data is
shown in the Figure 3 with a classical phylogenic tree
including SPA homologs available from other cereals (cf
parameters in material and method) and illustrates that
wheat SPA and barley BLZ2 consists in the same Triticeae
subfamily in which Ae. speltoides and T. aestivum-gB SPA
sequences are linked on the same branch. Such phylo-
genic analysis shows that the lowest synonymous (Ks)
and non-synonymous (Ka) substitution rates were
obtained between Ae. speltoides and T. aestivum -gB, with
Ks (0.035+/-0.012) and Ka (0.035+/-0.006) values corre-
sponding to a 3.5 to 7.2 MYA divergence time, while rates
obtained when Ae. speltoides is compared to -gA and -gD
are respectively Ks (0.065+/-0.016) and Ka (0.049+/-
0.007) values corresponding to 7.5 to 12.5 MYA diver-
gence time; and Ks (0.089+/-0.019) and Ka (0.043+/-
0.007) values corresponding to 10.8 to 16.6 MYA diver-
gence time (cf Table 1). This result strongly suggests that,

despite the strong nucleotide conservation between the 3
homoeologous copies of the SPA CDS in T. aestivum, Ae.
speltoides CDS is closest to the T. aestivum SPA-gB than the
two other homoeologous -gA and -gD sequences.

As reported by Guillaumie et al. [35], a stop codon TGA
(+19 bp from the ATG transcription initiation) site had
been identified in the SPA-gB sequence suggesting that it
might be no more functional. No proof of expression
could be also provided for the SPA gB haplotype present-
ing this stop codon as we were unable to find any corre-
sponding ESTs. In order to clarify the apparition of the
TGA stop codon in the B genome, the stop codon allele
distribution was analyzed using 18 wheat genotypes
which cover, 1 diploid genome S (Ae. longissima), 11 tetra-
ploid (3 T. turgidum durum, 3 T. turgidum dicoccoïdes, 2
T. turgidum dicoccum, 2 T. timophevii, 1 T. turgidum turgi-
dum) and 6 hexaploid (T. aestivum cv soisson, arminda,
vilmorin, chinese spring, renan, recital) genotypes. Geno-
typing data demonstrate that the TGA allele is present at
50% in hexaploid wheat (T. cv soisson, vilmorin, renan) and
for the first time in one tetraploid (T. turgidum durum)
genotype over 11 tested and absent in Ae. longissima (cf
Additional file 3).

Phylogenic analysis of the SPA protein among plant speciesFigure 3
Phylogenic analysis of the SPA protein among plant 
species. 4 rice (RISBZ1-2-4-5 respectively AB053475, 
AB021736, AB053473, AB053474), 2 barley (BLZ1-2 respec-
tively BLZ2, Y10834), 2 maize (O2-OHP1 respectively 
AJ491297, L00623), 1 sorghum (SBO2, X71636), 4 Arabidop-
sis thaliana (BZO2H1-4 respectively NM178959, NM122389, 
NM122760, NM115319), 1 Nicotiana tabacum (BRLZ, 
AY061648), 1 Petroselinum crispum (CPRF-2, X58577) and 4 
wheat (SPA-gA, -gB, -gD, -gS, present analysis) sequences are 
involved in the tree. Parameters used to construct the tree 
are mentioned in the material and method section.
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Differential transposable elements insertions and 
evolution
Size discrepancies of the 'SPA orthologous regions' can be
attributed to differential TE insertions or eliminations (cf
Additional File 2 and Figures 1A and 2), which occurred
after the four genomes divergence. Hence, the size
increase observed for the 'SPA orthologous region' in Ae.
speltoides (35 268 bp) when compared to T. aestivum-gB
(22 739 bp) is due to 7 class I elements, i.e. 2 truncated
Angela solo-LTRs (soloLTR_Angela_1 and _3), one com-
plete Angela (Angela_2), one truncated Rada (Rada_1), 2
fragmented LINEs (LINE_1 and _2) and one MITE (cf Fig-
ure 2 and Additional File 2). These TEs may correspond to
insertions, which occurred in the Ae. speltoides genome
after its divergence from the ancestor of the B genome as
they are dispersed between CNS stretches and not present
in the B genome of T. aestivum. Occurrence of eight class I
TEs displaying complete LTR and TSD (Target Site Dupli-
cation), identified in the four annotated genomes (high-
lighted with red stars in the Figure 1A) allows to estimate
the insertion dates, based on nucleotide substitution pat-
tern analysis (cf material and method; Additional File 4).
Thus, the complete Angela_2 identified in Ae. speltoides
(gS) located in the 'SPA orthologous region' exhibits a
transition and tranversion value of 0.02 +/- 0.004 respec-
tively associated with an estimated insertion time of 1.3 to
1.9 MYA. The youngest insertion time was observed for
the Angela_5 element annotated outside the 'SPA orthol-
ogous region' in the Ae. speltoides sequence, i.e. 0.6 to 1.1
MYA.

Discussion
We sequenced for the first time an Ae. speltoides genomic
region (SPA locus region) and compared it to orthologous
regions of the A, B and D genomes coresident in the hex-
aploid wheat T. aestivum at the SPA CDS, the CNS and the
TE insertion dynamics levels.

SPA gene structure comparison and haplotype variability
The SPA gene is the only gene conserved across the four
genomes. A phylogenic analysis involving SPA protein
sequences from T. aestivum, Ae. speltoides, rice, barley,
maize, sorghum, Arabidopsis thaliana, Nicotiana tabacum,
Petroselinum crispum, clearly identified a Triticeae outgroup
in which Ae. speltoides SPA sequence is more closely
related to T. aestivum-gB SPA than any other sequence
involved in the tree. Interestingly, in this study we showed
that the stop codon TGA allele, 19 bases downstream the
ATG transcription initiation site, previously identified in
the B genome of hexaploid wheat [42], is also present in
the tetraploid T. turgidum. This indicates that the stop-
codon TGA SPA allele has been generated before the allo-
hexaploidization event. The presence of both stop TGA
and TCA SPA alleles in tetraploid and hexaploid wheat
accessions provides further evidences for the hypothesis

of (i) recurrent hexapolyploidization events or (ii) gene
flow through introgression between the different wheat
species with different ploidy levels [30-33].

Differential pattern of CNS conservation
Our results reveal that, a large proportion of the remain-
ing non-genes and non-transposable elements sequences
are highly conserved between the four genomes (CNS). At
the 'SPA orthologous region', excluding the SPA gene
itself, the gB/gS genome comparison shows the highest
sequence identity and cumulative length as well as the
lowest Ks value (89.9% over 11 976 bp with Ks = 0.617)
compared to the other sequences (cf Table 1). Thus, the S
genome was confirmed to be the closest to the B genome
in term of cumulative conserved sequence length as well
as identity as compared to any other pairwise genome
combinations. Small stretches of sequences, which were
more conserved between the S and/or the A and D
genomes (cf Figure 1B), do not contradict with the general
pattern of an overall higher CNS conservation between
the S and B genomes. This is the first time that we precisely
report close relationships between the S and B genomes
based on both coding and non-coding sequence compar-
isons. CNS (within introns or upstream regulatory
sequences), have been recently surveyed in cereals (maize
vs rice) and mammals (human vs mouse) [45,46]. It has
been shown that CNSs are more abundant in loci embed-
ding regulatory genes such as transcription factors (as SPA
gene described in our study) and that despite divergence
from a common ancestors, grass genes have dramatically
fewer (5- to 20-fold) and smaller CNSs than mammalian
genes. One possible explanation is that, in contrast to ver-
tebrate genomes, plant genomes have been subjected to
more rounds of whole genome duplications (polyploidi-
zation) events that have profoundly affected their organi-
sation, the subfunctionalisation of duplicated genes
leading to a greater per gene loss of CNS [47].

Differential TE insertion dynamics
No class I or class II TE annotated within or outside the
'SPA orthologous region' is common when comparing
any two-genome combinations. The two WIS retrotrans-
posons, displaying similar apparent insertion positions in
the 5' SPA locus boundaries of the A and D genomes cor-
respond to independent insertions as Target Site Duplica-
tion (TSD) signature-motifs are distinct (respectively
TATTG and TGTGA). This is also confirmed by estimation
of their insertion dates with a transition and transversion
ratio of 0.0029+/-0.004 (i.e. insertion date of 1.9–2.6
MYA) and 0.012+/-0.003 (i.e. insertion date of 0.7–1.2
MYA) for respectively the A and D genome sequences (cf
Additional File 4). The differential insertion of TEs is sur-
prisingly the case of the B and S genomes. Overall, we
count six (two class II TEs, one unclassified TE and three
MITEs) and eight (five class I TEs, two class II TEs and one
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MITE) TEs differentially inserted in the B and S genomes
respectively (cf Figure 1A). The 'SPA orthologous region'
of the S genome has been invaded by retrotransposons,
whereas outside the 'SPA orthologous region' the B
genome seems to have a specific site for the insertion of
class II TEs (mainly CACTA elements representing 23.9%
of the sequence). Overall, we were able to estimate inser-
tion dates for 8 retrotransposons. Out of them, only one
(Angela_2) has been inserted into the 'SPA orthologous
region' of Ae. speltoides, (estimated insertion date 1.3 to
1.9 MYA). Thus, the differential insertions of TEs in the S
genome might be posterior to the S and B genome progen-
itors divergence from a common ancestor 2.5 MYA, 3.5 in
the present study. Figure 4 retraces the process of TE differ-
ential insertion-deletions from a suggested Triticum-
Aegilops 'ancestral SPA Locus' sequence of 16 598 bp that
has been subjected to intensive TE insertions in the A, D
and S genomes as compared to the B genome analysed in
the present study.

The progenitor enigma of the B genome of polyploid 
wheat species
According to the two allopolyploidization events that
gave rise to T. aestivum, the D genomes of the hexaploid
wheat have diverged relatively recently from that of its
donnor Ae. tauschii (0.08–0.12 MYA) whereas divergence
of the A and B genomes from their respective progenitors
occurred much more earlier (< 0.5 MYA) [7,9,10]. For

almost 50 years, it remained controversial whether the
source of the B genome is unique (i.e. monophyletic ori-
gin) related to Ae. speltoides or whether this genome
resulted from an introgression of several parental Aegilops
species (i.e. polyphyletic origin) [9,12-24,48]. Recent data
on molecular comparisons using germplasm collections
clearly show that the B genome could be related to several
Ae. speltoides lines but not to other species of the Sitopsis
section [25,49].

Comparison between the A genome of polyploid wheat
species to that of its progenitor T.urartu at the PSR920
region [32] has shown a very high CDS conservation
(99.5% of sequence identity at the third base of codons
and 99.6% for introns). Moreover, Dvorak et al. [32]
found in the 103 kb intergenic sequences four conserved
TEs (inserted prior to their divergence) whereas four and
one other TEs were respectively inserted in the A genome
of T. urartu and that of T. durum, after their divergence
from a common ancestor. Our present comparison based
on CDS and CNS confirms that the B genome is closer to
the S genome of Ae. speltoides than the A and D genomes.
However, SPA sequence divergence and the differential
insertions/deletions of TEs, none of which is conserved
between the two genomes, indicate that Ae. speltoids have
diverged very early (> 3MYA, in our study) from the B
genome progenitor.

Evolutionary structure of the 'Ancestral SPA Locus'Figure 4
Evolutionary structure of the 'Ancestral SPA Locus'. From the 'Ancestral SPA Locus' of 16 598 bp, nested insertions of 
identified TE are shown for the four sequences (gA, gB, gD, gS). Graphical motifs used to materialize class I, class II unclassified 
TE as well as MITE are mentioned on the figure.
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Conclusion
The present study based on detailed CDS, CNS and TE
dynamics comparisons, clearly shows that evolutionary
relationship between the B genome and the S genome of
Ae. speltoides is not as close as it has been reported in the
literature for the A genome of polyploid wheat species
compared to its identified progenitor, T. urartu. Thus, a B
genome progenitor remains to be identified.

Methods
BAC Clone Isolation
A BAC (Bacterial Artificial Chromosomes) library from T.
aestivum cv renan [50] and Ae. speltoides BAC library (Chal-
houb et al., unpublished) were screened with SPA PCR
markers [34,42]. Assignment to the A, B, or D genomes of
the BAC clones from the hexaploid species was based on
their further characterization by HindIII restriction frag-
ment length polymorphisms and specific PCR primers
[42]. To ensure maximum coverage of the SPA locus, the
longest BAC clones for the A (Ren1424A05, Accession#:
FM242575), B (Ren0871J20, Accession#: FM242576), D
(Ren2409K09, Accession#: FM242578) and S (Sho42-
9K3, Accession#: FM242577) genomes were sequenced.

BAC sequencing and annotation
BAC shotgun sequencing was performed at the Centre
National de Sequencage (Evry, France). Genes and
repeated elements (TEs and short repeats) were identified
by computing and integrating results based on BLAST
algorithms [51,52], predictor programs, and different
software detailed as follows.

Gene structure analysis
Gene structures and putative functions were identified by
combining results of BLASTN and BLASTX alignments
against dbEST http://www.ncbi.nlm.nih.gov/ and Swiss-
Prot databases http://expasy.org/sprot/, with results of 2
gene predictor programs, Eugene [53] with rice (Oryza
sativa) training version and FgeneSH [54] (with default
parameters http://linux1.softberry.com/berry.phtml. To
incorporate heterologous information, we only recovered
potential gene coding sequences. The CDS (CoDing
Sequence) structures correspond to a consensus derived
from the three preceding information sources. The gene
content parameter represents the sum of known genes,
hypothetical genes, unknown genes, and pseudogenes.
Known genes were named based on BLASTX results
against proteins with known functions (SwissProt). CDSs
were considered as (i) hypothetical genes if their identifi-
cation was only based on the predictors (as a consensus of
the structures suggested by both predictors), without any
evidence of putative function based on BLASTX results;
(ii) unknown genes if the identification was only based on
matching ESTs, without any evidence of putative function
based on BLASTX results; (iii) pseudogenes if frame shifts

need to be introduced within the CDS structure to better
fit a putative function based on BLASTX results. Truncated
pseudogenes, (genes disrupted by large insertion or dele-
tion) and highly degenerated CDS sequences were consid-
ered as gene relics.

Transposable elements (TE)
TEs were detected by comparison with two databases of
repetitive elements: TREP ([55]; http://
wheat.pw.usda.gov/ITMI/Repeats/), and Repbase ([56];
http://www.girinst.org/Repbase_Update.html). Core
domains (nucleic coordinates of known elements) were
identified through BLASTN alignments against TREPnr.
LTRs (Long Terminal Repeats) and TE boundaries were
identified through BLASTN alignments against Repbase.
Putative polyproteins were identified by BLASTX align-
ments against TREPprot. We used 1e-04 as a cutoff for
BLASTN alignment results (either on TREPnr or Repbase).
No cut-off was imposed for BLASTX results on TREPprot.
Nested insertions of TEs were considered only when com-
plete reconstruction of the split element was possible with
no ambiguity. Other TE structures (either novel or highly
degenerated TEs) were identified within the remaining
unassigned DNA either by LTR_STRUC [57] or by BLASTX
against the NCBI nr database http://
www.ncbi.nlm.nih.gov/. When it was possible (i.e. for
complete TEs), target-site duplications were indicated in
the commentary of the element.

Pairwise comparisons of the four BAC clones, including
the analysis of each BAC sequence against itself, were per-
formed using the program Dotter [58] in order to identify
or confirm direct repeats, LTRs, local duplications, and
deletion events as well as MITEs. Multiple sequences com-
parisons were performed with PIPMAKER software [59].
As a final screening, unassigned DNA (free of annotated
genes or TEs) was aligned using BLASTX against the NCBI
nonredundant database http://www.ncbi.nlm.nih.gov.
This BLASTX analysis allows the extension of several TE
features already identified. TEs were classified and named
based on the unified classification from Wicker et al. [60]
according to referred nomenclature (i.e., element name,
BAC name, appearance rank) and designed as complete,
truncated, and degenerated sequences as suggested by
TREP or Repbase databases.

Short repeated motifs
Short repeated motifs were identified either as inverted
repeats (by using EINVERTED with default parameters;
http://emboss.bioinformatics.nl/cgi-bin/emboss/ein
verted) or tandem repeats (Tandem Repeat Finder, with
default parameters; http://tandem.bu.edu/trf/
trf.advanced.submit.html). Only repeated domains (i.e.
tandem or inverted) longer than 100 bp were kept in our
annotation results.
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Unassigned DNA sequences
Unassigned DNA corresponds to sequences in which nei-
ther CDS nor TE was identified. Such unassigned DNA
may contain short repetitive units (tandem repeats or
inverted repeats).

Integration of annotation results
Cross-analysis of the information obtained for genes and
TEs as short repeats was integrated into ARTEMIS [61].

Sequence analysis
Multiple alignments
Identification of conserved domains was performed based
on multiple alignments (clustalw, [62]) on translated SPA
CDS (identified from the sequence annotation proce-
dure).

Phylogeny analysis
The phylogenetic analysis was performed using Neighbor-
joining method with clustalx alignment of protein
sequences with 1 000 repetition bootstraps. The BLOSUM
62 matrix was chosen for substitution identification. The
sequence divergence datation was performed based on the
rate of nonsynonymous (Ka) vs. synonymous (Ks) substi-
tutions calculated with MEGA-3 [63]. The average substi-
tution rate (r) of 6.5 × 10-9 substitutions per synonymous
site per year for grasses was used to calibrate the ages of
the considered gene ([64,65]. The time (T) since gene
insertion was estimated using the formula T = Ks/r.

Determination retrotransposons insertion dates
Full-length retrotransposons were analysed by comparing
their 5' and 3' LTR sequences in order to date their inser-
tion time [65] based on the assumption that the two LTRs
of a single element are identical at the time of insertion.
The two LTRs were aligned and the number of transition
and transversion mutation were counted. The insertion
times were dated using the Kimura parameter method
(K2P, [66]) and a mutation rate of 6.5 × 10-9 substitutions
per synonymous site per year [64]. The time (T) since ele-
ment insertion was estimated using the formula T = K2P/
2r.
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Genome sequencing and analysis of the
model grass Brachypodium distachyon
The International Brachypodium Initiative*

Three subfamilies of grasses, the Ehrhartoideae, Panicoideae and Pooideae, provide the bulk of human nutrition and are
poised to become major sources of renewable energy. Here we describe the genome sequence of the wild grass
Brachypodium distachyon (Brachypodium), which is, to our knowledge, the first member of the Pooideae subfamily to be
sequenced. Comparison of the Brachypodium, rice and sorghum genomes shows a precise history of genome evolution across
a broad diversity of the grasses, and establishes a template for analysis of the large genomes of economically important
pooid grasses such as wheat. The high-quality genome sequence, coupled with ease of cultivation and transformation, small
size and rapid life cycle, will help Brachypodium reach its potential as an important model system for developing new energy
and food crops.

Grasses provide the bulk of human nutrition, and highly productive
grasses are promising sources of sustainable energy1. The grass family
(Poaceae) comprises over 600 genera and more than 10,000 species
that dominate many ecological and agricultural systems2,3. So far,
genomic efforts have largely focused on two economically important
grass subfamilies, the Ehrhartoideae (rice) and the Panicoideae
(maize, sorghum, sugarcane and millets). The rice4 and sorghum5

genome sequences and a detailed physical map of maize6 showed
extensive conservation of gene order5,7 and both ancient and rela-
tively recent polyploidization.

Most cool season cereal, forage and turf grasses belong to the
Pooideae subfamily, which is also the largest grass subfamily. The
genomes of many pooids are characterized by daunting size and
complexity. For example, the bread wheat genome is approximately
17,000 megabases (Mb) and contains three independent genomes8.
This has prohibited genome-scale comparisons spanning the three
most economically important grass subfamilies.

Brachypodium, a member of the Pooideae subfamily, is a wild
annual grass endemic to the Mediterranean and Middle East9 that
has promise as a model system. This has led to the development of
highly efficient transformation10,11, germplasm collections12–14, genetic
markers14, a genetic linkage map15, bacterial artificial chromosome
(BAC) libraries16,17, physical maps18 (M.F., unpublished observations),
mutant collections (http://brachypodium.pw.usda.gov, http://www.
brachytag.org), microarrays and databases (http://www.brachybase.
org, http://www.phytozome.net, http://www.modelcrop.org, http://
mips.helmholtz-muenchen.de/plant/index.jsp) that are facilitating
the use of Brachypodium by the research community. The genome
sequence described here will allow Brachypodium to act as a powerful
functional genomics resource for the grasses. It is also an important
advance in grass structural genomics, permitting, for the first time,
whole-genome comparisons between members of the three most eco-
nomically important grass subfamilies.

Genome sequence assembly and annotation

The diploid inbred line Bd21 (ref. 19) was sequenced using whole-
genome shotgun sequencing (Supplementary Table 1). The ten largest
scaffolds contained 99.6% of all sequenced nucleotides (Supplemen-
tary Table 2). Comparison of these ten scaffolds with a genetic map

(Supplementary Fig. 1) detected two false joins and created a further
seven joins to produce five pseudomolecules that spanned 272 Mb
(Supplementary Table 3), within the range measured by flow cyto-
metry20,21. The assembly was confirmed by cytogenetic analysis (Sup-
plementary Fig. 2) and alignment with two physical maps and
sequenced BACs (Supplementary Data). More than 98% of expressed
sequence tags (ESTs) mapped to the sequence assembly, consistent
with a near-complete genome (Supplementary Table 4 and Sup-
plementary Fig. 3). Compared to other grasses, the Brachypodium
genome is very compact, with retrotransposons concentrated at the
centromeres and syntenic breakpoints (Fig. 1). DNA transposons and
derivatives are broadly distributed and primarily associated with gene-
rich regions.

We analysed small RNA populations from inflorescence tissues
with deep Illumina sequencing, and mapped them onto the genome
sequence (Fig. 2a, Supplementary Fig. 4 and Supplementary Table 5).
Small RNA reads were most dense in regions of high repeat density,
similar to the distribution reported in Arabidopsis22. We identified
413 and 198 21- and 24-nucleotide phased short interfering RNA
(siRNA) loci, respectively. Using the same algorithm, the only phased
loci identified in Arabidopsis were five of the eight trans-acting siRNA
loci, and none was 24-nucelotide phased. The biological functions of
these clusters of Brachypodium phased siRNAs, which account for a
significant number of small RNAs that map outside repeat regions,
are not known at present.

A total of 25,532 protein-coding gene loci was predicted in the v1.0
annotation (Supplementary Information and Supplementary Table 6).
This is in the same range as rice (RAP2, 28,236)23 and sorghum (v1.4,
27,640)5, suggesting similar gene numbers across a broad diversity of
grasses. Gene models were evaluated using ,10.2 gigabases (Gb) of
Illumina RNA-seq data (Supplementary Fig. 5)24. Overall, 92.7%
of predicted coding sequences (CDS) were supported by Illumina data
(Fig. 2b), demonstrating the high accuracy of the Brachypodium
gene predictions. These gene models are available from several data-
bases (such as http://www.brachybase.org, http://www.phytozome.net,
http://www.modelcrop.org and http://mips.org).

Between 77 and 84% of gene families (defined according to Sup-
plementary Fig. 6) are shared among the three grass subfamilies
represented by Brachypodium, rice and sorghum, reflecting a relatively

*A list of participants and their affiliations appears at the end of the paper.
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recent common origin (Fig. 2c). Grass-specific genes include trans-
membrane receptor protein kinases, glycosyltransferases, peroxidases
and P450 proteins (Supplementary Table 7B). The Pooideae-specific
gene set contains only 265 gene families (Supplementary Table 7C)
comprising 811 genes (1,400 including singletons). Genes enriched in
grasses were significantly more likely to be contained in tandem arrays
than random genes, demonstrating a prominent role for tandem
gene expansion in the evolution of grass-specific genes (Supplemen-
tary Fig. 7 and Supplementary Table 8).

To validate and improve the v1.0 gene models, we manually anno-
tated 2,755 gene models from 97 diverse gene families (Supplementary
Tables 9–11) relevant to bioenergy and food crop improvement. We
annotated 866 genes involved in cell wall biosynthesis/modification
and 948 transcription factors from 16 families25. Only 13% of the gene

models required modification and very few pseudogenes were iden-
tified, demonstrating the accuracy of the v1.0 annotation.
Phylogenetic trees for 62 gene families were constructed using genes
from rice, Arabidopsis, sorghum and poplar. In nearly all cases,
Brachypodium genes had a similar distribution to rice and sorghum,
demonstrating that Brachypodium is suitably generic for grass func-
tional genomics research (Supplementary Figs 8 and 9). Analysis of the
predicted secretome identified substantial differences in the distri-
bution of cell wall metabolism genes between dicots and grasses
(Supplementary Tables 12, 13 and Supplementary Fig. 10), consistent
with their different cell walls26. Signal peptide probability curves also
suggested that start codons were accurately predicted (Supplementary
Fig. 11).

Maintaining a small grass genome size

Exhaustive analysis of transposable elements (Supplementary
Information and Supplementary Table 14) showed retrotransposon
sequences comprise 21.4% of the genome, compared to 26% in rice,
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Figure 1 | Chromosomal distribution of the main Brachypodium genome
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are shown: complete LTR retroelements (cLTRs); solo-LTRs (sLTRs);
potentially autonomous DNA transposons that are not miniature inverted-
repeat transposable elements (MITEs) (DNA-TEs); MITEs; gene exons (CDS);
gene introns and satellite tandem arrays (STA). Graphs are from 0 to 100 per
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54% in sorghum, and more than 80% in wheat27. Thirteen retro-
element sets were younger than 20,000 years, showing a recent activa-
tion compared to rice28 (Supplementary Fig. 12), and a further 53
retroelement sets were less than 0.1 million years (Myr) old. A
minimum of 17.4 Mb has been lost by long terminal repeat (LTR)–
LTR recombination, demonstrating that retroelement expansion is
countered by removal through recombination. In contrast, retroele-
ments persist for very long periods of time in the closely related
Triticeae28.

DNA transposons comprise 4.77% of the Brachypodium genome,
within the range found in other grass genomes5,29. Transcriptome data
and structural analysis suggest that many non-autonomous Mariner
DTT and Harbinger elements recruit transposases from other families.
Two CACTA DTC families (M and N) carried five non-element genes,
and the Harbinger U family has amplified a NBS-LRR gene family
(Supplementary Figs 13 and 14), adding it to the group of transposable
elements implicated in gene mobility30,31. Centromeric regions were
characterized by low gene density, characteristic repeats and retroele-
ment clusters (Supplementary Fig. 15). Other repeat classes are

described in Supplementary Table 15. Conserved non-coding sequences
are described in Supplementary Fig. 16.

Whole-genome comparison of three diverse grass genomes

The evolutionary relationships between Brachypodium, sorghum,
rice and wheat were assessed by measuring the mean synonymous
substitution rates (Ks) of orthologous gene pairs (Supplementary
Information, Supplementary Fig. 17 and Supplementary Table 16),
from which divergence times of Brachypodium from wheat 32–39
Myr ago, rice 40–53 Myr ago, and sorghum 45–60 Myr ago (Fig. 3a)
were estimated. The Ks of orthologous gene pairs in the intragenomic
Brachypodium duplications (Fig. 3b) suggests duplication 56–72 Myr
ago, before the diversification of the grasses. This is consistent with
previous evolutionary histories inferred from a small number of
genes3,32–34.

Paralogous relationships among Brachypodium chromosomes
showed six major chromosomal duplications covering 92.1% of the
genome (Fig. 3b), representing ancestral whole-genome duplication35.
Using the rice and sorghum genome sequences, genetic maps of
barley36 and Aegilops tauschii (the D genome donor of hexaploid
wheat)37, and bin-mapped wheat ESTs38,39, 21,045 orthologous rela-
tionships between Brachypodium, rice, sorghum and Triticeae were
identified (Supplementary Information). These identified 59 blocks
of collinear genes covering 99.2% of the Brachypodium genome
(Fig. 3c–e). The orthologous relationships are consistent with an evolu-
tionary model that shaped five Brachypodium chromosomes from a
five-chromosome ancestral genome by a 12-chromosome inter-
mediate involving seven major chromosome fusions39 (Supplemen-
tary Fig. 18). These collinear blocks of orthologous genes provide a
robust and precise sequence framework for understanding grass
genome evolution and aiding the assembly of sequences from other
pooid grasses. We identified 14 major syntenic disruptions between
Brachypodium and rice/sorghum that can be explained by nested inser-
tions of entire chromosomes into centromeric regions (Fig. 4a, b)2,37,40.
Similar nested insertions in sorghum37 and barley (Fig. 4c, d) were also
identified. Centromeric repeats and peaks in retroelements at the junc-
tions of chromosome insertions are footprints of these insertion events
(Supplementary Fig. 15C and Fig. 1), as is higher gene density at the
former distal regions of the inserted chromosomes (Fig. 1). Notably,
the reduction in chromosome number in Brachypodium and wheat
occurred independently because none of the chromosome fusions are
shared by Brachypodium and the Triticeae37 (Supplementary Fig. 18).
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(Supplementary Table 16) were used to define the divergence times of these
species and the age of interchromosomal duplications in Brachypodium.
WGD, whole-genome duplication. The numbers refer to the predicted
divergence times measured as Myr ago by the NG or ML methods.
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between the Brachypodium, rice and sorghum genomes. Orthologous
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represents the centromeric region. d, Orthologous gene relationships
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genetically mapped ESTs. 2,516 orthologous relationships defined 12
syntenic blocks. These are shown as coloured bands. e, Orthologous gene
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Comparisons of evolutionary rates between Brachypodium,
sorghum, rice and Ae. tauschii demonstrated a substantially higher
rate of genome change in Ae. tauschii (Supplementary Table 17).
This may be due to retroelement activity that increases syntenic
disruptions, as proposed for chromosome 5S later41. Among seven
relatively large gene families, four were highly syntenic and two
(NBS-LRR and F-box) were almost never found in syntenic order
when compared to rice and sorghum (Supplementary Table 18),
consistent with the rapid diversification of the NBS-LRR and
F-box gene families42.

The short arm of chromosome 5 (Bd5S) has a gene density roughly
half of the rest of the genome, high LTR retrotransposon density, the
youngest intact Gypsy elements and the lowest solo LTR density. Thus,
unlike the rest of the Brachypodium genome, Bd5S is gaining retro-
transposons by replication and losing fewer by recombination.
Syntenic regions of rice (Os4S) and sorghum (Sb6S) demon-
strate maintenance of this high repeat content for ,50–70 Myr
(Supplementary Fig. 19)43. Bd5S, Os4S and Sb6S also have the lowest
proportion of collinear genes (Fig. 4a and Supplementary Fig. 19). We
propose that the chromosome ancestral to Bd5S reached a tipping
point in which high retrotransposon density had deleterious effects
on genes.

Discussion

As the first genome sequence of a pooid grass, the Brachypodium
genome aids genome analysis and gene identification in the large
and complex genomes of wheat and barley, two other pooid grasses

that are among the world’s most important crops. The very high qual-
ity of the Brachypodium genome sequence, in combination with those
from two other grass subfamilies, enabled reconstruction of chro-
mosome evolution across a broad diversity of grasses. This analysis
contributes to our understanding of grass diversification by explaining
how the varying chromosome numbers found in the major grass sub-
families derive from an ancestral set of five chromosomes by nested
insertions of whole chromosomes into centromeres. The relatively
small genome of Brachypodium contains many active retroelement
families, but recombination between these keeps genome expansion
in check. The short arm of chromosome 5 deviates from the rest of the
genome by exhibiting a trend towards genome expansion through
increased retroelement numbers and disruption of gene order more
typical of the larger genomes of closely related grasses.

Grass crop improvement for sustainable fuel44 and food45 produc-
tion requires a substantial increase in research in species such as
Miscanthus, switchgrass, wheat and cool season forage grasses. These
considerations have led to the rapid adoption of Brachypodium as an
experimental system for grass research. The similarities in gene content
and gene family structure between Brachypodium, rice and sorghum
support the value of Brachypodium as a functional genomics model
for all grasses. The Brachypodium genome sequence analysis reported
here is therefore an important advance towards securing sustainable
supplies of food, feed and fuel from new generations of grass crops.

METHODS SUMMARY
Genome sequencing and assembly. Sanger sequencing was used to generate

paired-end reads from 3 kb, 8 kb, fosmid (35 kb) and BAC (100 kb) clones to

generate 9.43 coverage (Supplementary Table 1). The final assembly of 83 scaf-

folds covers 271.9 Mb (Supplementary Table 3). Sequence scaffolds were aligned

to a genetic map to create pseudomolecules covering each chromosome

(Supplementary Figs 1 and 2).

Protein-coding gene annotation. Gene models were derived from weighted

consensus prediction from several ab initio gene finders, optimal spliced align-

ments of ESTs and transcript assemblies, and protein homology. Illumina tran-

scriptome sequence was aligned to predicted genome features to validate exons,

splice sites and alternatively spliced transcripts.

Repeats analysis. The MIPS ANGELA pipeline was used to integrate analyses

from expert groups. LTR-STRUCT and LTR-HARVEST46 were used for de novo

retroelement searches.
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40Université de Picardie, Amiens 80039, France. 41Plant Gene Expression Center,
University of California Berkeley, Albany, California 94710, USA. 42Illinois State
University and DOE Great Lakes Bioenergy Research Center, Normal, Illinois 61790,
USA. 43Sabanci University, Istanbul 34956, Turkey. 44Unité de Recherche en Génomique
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 Abstract 
 

Together maize, Sorghum, rice, and wheat grass (Poaceae) species are the most important cereal 

crops cultivated worldwide. 

My PhD aims to characterize dynamic evolution and organization of wheat genomes from 

différent species (Triticum and Aegilops genera) in relation to transposable element (TE) proliferation 

in their genomes (>80%), polyploidizations and synteny with other Poaceae species. 

Little was known about the dynamics of TEs in wheat genomes. By constituting and comparing 

representative genomic sequences, I have characterized dynamics and differential proliferation of 

various TE superfamilies and families in A and B genomes of wheat, as resulting from the 

combinations of their insertions and deletions. Differential proliferation of TEs as well as extents of 

resulting rearrangements and consequences on wheat genome evolution were more precisely 

appreciated by analyzing for the first time haplotype variability of the A, B, S and D genomes (a total 

of 16 haplotypes). Thus, we compared several genotypes of the diploid and polyploid wheat species of 

the Hardness (Ha) locus. Mean replacement rate of the TE space, which measures sequence 

differences due to insertion and removal of TEs between two haplotypes, was estimated to 86% per 

one million year (My). This is more important than the well-documented haplotype variability found 

in maize. Thus, TE space is completely different between the A, B, S and D genomes that have 

diverged about three MYA. It was observed that TE insertions and DNA elimination by illegitimate 

recombination (implicating several ‘tens’ of kb) as well as homologous recombination between 

divergent haplotypes represent the main molecular basis for rapid change of the TE space. 

At a longer evolutionary scale (60 My), I have compared gene conservation at the Ha locus 

region between different Poaceae species. The comparative genome analysis and evolutionary 

comparison with genes encoding grain reserve proteins of grasses suggest that an ancestral Ha-like 

gene emerged, as a new member of the Prolamin gene family, in a common ancestor of the Pooideae 

(wheat and Brachypodium from the Triticeae and Brachypodieae tribes) and Ehrhartoideae (rice), 

between 60 and 50 My, after their divergence from Panicoideae (Sorghum). 

My results suggest important dynamic and plasticity of TE spaces in the wheat genome as 

compared to a relatively high conservation of genes. 

 

 

Mots clés : Wheat, Evolution, Transposable elements, Comparative genomics, Haplotype variability 



 

 Résumé 
 

Le blé (famille des Poaceae) constitue, avec le riz, le sorgho et le maïs, les céréales les plus 

cultivées au monde. 

Ma thèse vise à caractériser l’évolution dynamique et l’organisation des génomes des différentes 

espèces du blé (genres Triticum et Aegilops) en relation avec la prolifération des éléments 

transposables (TEs) dans leur génome (>80%), les polyploïdisations récurrentes ainsi que la syntenie 

avec d’autres espèces de Poaceae. 

Très peu de choses étaient connues sur la dynamique des TEs dans les génomes du blé. En 

constituant des sets de séquences génomiques représentatives, j’ai caractérisé la dynamique et la 

prolifération différentielle des différentes superfamilles et familles de TEs, dans les génomes A et B 

du blé. Elle est la résultante de l’équilibre entre leurs insertions et aussi leurs éliminations actives. 

L’étendue et les conséquences de cette prolifération différentielle des TEs sur le génome ont été plus 

précisément appréciées en analysant la variabilité haplotypique des génomes A, B, S et D (16 

haplotypes au total). Nous avons ainsi comparé plusieurs génotypes des espèces diploïdes et 

polyploïdes du blé au niveau du locus de la dureté de la graine (Ha : Hardness). Le taux moyen de 

remplacement de l’espace TEs, mesurant les différences de séquences dues aux insertions et aux 

délétions entre deux haplotypes, a été ainsi estimé à 86% par million d’années (Ma) et dépasse celles 

bien documentées du maïs. Ainsi, l’espace TE est complètement différent entre les régions 

orthologues des génomes A, B, S et D qui ont divergé il y a moins de trois Ma. Les insertions des TEs 

mais aussi leurs éliminations par recombinaisons illégitimes de l’ADN (pouvant atteindre plusieurs 

dizaines de kb) ainsi que les recombinaisons génétiques entre haplotypes divergents représentent les 

principaux mécanismes à la base des changements rapides de l’espace TEs.  

Sur une échelle d’évolution plus longue (60 Ma), j’ai analysé la conservation des gènes et 

l’évolution du locus (Ha) entre différentes espèces des Poaceae. J’ai pu ainsi préciser l’émergence du 

caractère grain tendre et des gènes Ha, comme nouveaux membres de la famille des gènes de 

Prolamine, dans l’ancêtre commun des Pooideae (blé et Brachypodium, de la tribu des Triticeae et des 

Brachypodieae) et des Ehrhartoideae (riz), après leur divergence des Panicoideae (maïs, sorgho). 

Mes travaux de thèse suggèrent une importante dynamique et plasticité de l’espace TEs du blé, 

comparées à une relative conservation des gènes. 

 

Mots clés : Blé, Évolution, Élément transposables, Génomique comparée, Variabilité haplotypique 
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