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Introduction

La polyploidie ou la duplication du génome entier a été considérée comme 1’un des principaux moteurs
de I’évolution des plantes (Soltis et al., 2004; Soltis & Soltis, 2009; Husband et al., 2013). Ce
phénomene flt I’intérét principal des scientifiques depuis des décennies au cours desquelles de
nombreuses études ont été menées pour découvrir les conséquences de la polyploidie sur la
diversification, I’adaptation et I'évolution génétique et génomique de groupes de plantes (Chen, 2007;

Tayalé & Parisod, 2013; Van de Peer et al., 2017).

La polyploidie a été détectée dans toutes les groupes de plantes (Barker et al., 2016). Au cours de
I'histoire évolutive des plantes, 1’événement le plus ancien de polyploidie a d( avoir lieu chez I'ancétre
des plantes a graines, avant la divergence des gymnospermes et des angiospermes. Cet événement
nomme « zéta » a été suivi d’un autre événement Se situant a la base des angiospermes, pendant la
période ancestrale d'Amborella nommé «epsilon ». Ensuite, plusieurs évenements anciens de
polyploidie ont été détectés au sein des angiospermes, en particulier aprés le développement du
séquencage du génome entier (Van de Peer et al., 2017; Clark & Donoghue, 2018). Les événements
ancestraux de polyploidie détectés au cours de I'évolution des angiospermes sont remarquablement plus
élevés que ceux présentés dans le groupe des gymnospermes (Li et al., 2015). Dans ce dernier groupe,
trois épisodes anciens de polyploidie ont été détectés, deux d'entre eux étant présents dans les coniferes;
un dans la lignée des Pinaceae et l'autre dans la lignée des cupressophytes (Li et al., 2015). Cette
détection met en évidence I’importance de ce phénomeéne a la base de 1’évolution précoce des coniferes.
Cependant, ce phénomeéne est rare chez les especes existantes de gymnosperme (& l'exception des
espéces du genre Ephedra L. (Ephedraceae)) et supposé étre plus rare chez les coniferes existants
(Khoshoo, 1959; Husband et al., 2013).

Parmi les coniféeres, le genre Juniperus L. (Cupressaceae) a montré quelques cas de polyploidie,
contrairement a tous les autres genres ou la plupart des peuplements sauvages étudiés étaient diploides,
ce qui rend Juniperus potentiellement exceptionnel entre les coniféres. Jusqu’a présent, parmi les
peuplements de genévrier sauvages, Juniperus thurifera L. était considéré comme «exclusivement
tétraploide» ce qui signifie que toutes les populations étudiees étaient tétraploides (Romo et al., 2013;
Vallés et al., 2015). Des variations intra specifiques des niveaux de ploidie (diploidie et tetraploidie)
ont été observées chez Juniperus chinensis L. (Sax & Sax, 1933; Nagano et al., 2007) et Juniperus

sabina L. (Siljak-Yakovlev et al., 2010; Valles et al., 2015). Dans le cas de Juniperus sabina alors que



deux populations espagnoles étudiées par Vallés et al. (2015) se sont avérées étre diploides, la seule
population des Balkans étudiée par Siljak-Yakovlev et al. (2010) s’est avérée étre tétraploide. A 1’est
du bassin Méditerranéen, J. foetidissima Willd. semble étre hexaploide comme le suggére sa taille de
génome trois fois supérieure a celle des autres especes de genévriers diploides (Bou Dagher-Kharrat et
al., 2013).

Comparé aux autres coniféres, Juniperus est le « genre de tous les records » ! Avec ses 75 especes, il
est I’'un des genres les plus diversifiés du groupe des coniféeres. Il est 1’un des coniferes les plus
répandus dans I'némisphére nord. Certaines especes de Juniperus colonisent des zones de haute altitude
ou aucun autre conifere ne s’aventure. C’est le cas par exemple de J. indica Bertol. trouvé au mont
Everest a 5050 m d’altitude (Adams, 2014). En plus, certains genévriers possedent une grande

adaptation a la sécheresse (McDowell et al., 2008; Kukowski et al., 2013).

De nombreuses études ont été consacrées a ce genre mettant I'accent sur son écologie (Adams, 2014),
sa diversite genétique (Douaihy et al., 2011; Teixeira et al., 2015), son adaptation aux facteurs
environnementaux extrémes (Rawat & Everson, 2012; Kukowski et al., 2013) et sur les services
ethnobotaniques qu’il prodigue tels que la production d'huiles essentielles (Parada et al., 2011; Tayoub
et al., 2012; Valles et al., 2017). Cependant, nos connaissances sur la polyploidie chez Juniperus sont
limitées. Ce phénomeéne, qui pourrait affecter ou méme étre a 1’origine de toutes ces caractéristiques
citées ci-dessus, n’a pas été suffisamment exploré dans ce genre. Par conséquent, I’objectif principal de
cette thése est donc d’élargir nos connaissances sur la polyploidie au sein du genre Juniperus, tant au
niveau des espéces qu’au niveau intra spécifique, afin d’élucider 1’effet de ce phénoméne sur

I’évolution et la diversification de ce genre (Figure 1).

Pour atteindre I'objectif principal de cette thése, plusieurs techniques ont été appliquées, elles seront

traitées dans les chapitres suivants:

Nous débuterons par le chapitre | traitant le genre Juniperus et la polyploidie dans un contexte général;
les principaux mécanismes et voies conduisant a ce phénomene et son effet a court et long terme sur
I’évolution et la diversité des plantes. La fréquence de ce phénomeéne chez les plantes et plus
particulierement chez les gymnospermes et les coniféeres est développée. Finalement une description du

modele étudié dans cette these qui est le genre Juniperus est présentée.
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Dans le chapitre 1, nous avons évalué I'étendue de la polyploidie chez Juniperus en réalisant la
premiére étude compléte pour presque toutes les taxa du genre, sur la base de la taille du génome et les
comptages chromosomiques. De plus, dans ce chapitre, nous avons utilisé les données obtenues dans un
cadre phylogénétique afin de déterminer la fréquence potentielle des événements de polyploidisation au

cours de 1’évolution de ce genre.

Dans le chapitre Ill, nous nous sommes concentrés sur la variation intra spécifique du niveau de
ploidie, en prenant I’exemple de J. sabina. Malgré sa large distribution dans I'Eurasie, seules trois
populations (deux en Espagne et une dans la région des Balkans) ont été déja étudiées pour leur niveau
de ploidie. Dans ce chapitre, le niveau de ploidie de J. sabina a été déduit de I’estimation de la taille du
génome. Cette étude englobe un vaste échantillonnage de 1’aire de répartition géographique des sabines

au monde.

La polyploidie a éte liée a «I'hybridation interspécifique». Ces deux phénomeénes ont été classés comme
partenaire pour I'évolution des plantes. Dans le chapitre 1V, I’effet de la présence sympatrique des
especes de genévrier sur 1’hybridation interspécifique et donc sur la polyploidie a été étudié dans la
forét de Saint-Crépin (Hautes Alpes, France). Dans cette forét, J. thurifera et J. sabina sont présentes

en sympatrie avec des individus présentant des phénotypes intermédiaires des deux espéces.

Au cours de I’étude qui a été présentée dans le chapitre 11, J. foetidissima s'est avéré d’étre hexaploide
par la taille du génome et par le nombre chromosomique, ce qui en fait le seul hexaploide de ce genre et
seulement le deuxieme parmi tous les coniféres. Dans le chapitre V, le premier apercu de l'origine
potentielle de I'hexaploidie de J. foetidissima a été effectué avec la technique AFLP (Amplified
fragment length polymorphism). Cette étude englobe des populations de I’espéce hexaploide ainsi que
des populations de 9 parents potentiels sélectionnés en fonction de leur position relativement proche de

I'espece hexaploide, géographiquement et dans la phylogénie des genévriers.

Ces chapitres sont discutés ensemble au chapitre VI afin d’avoir une vision plus large de la polyploidie
au sein de ce genre de coniferes du point de vue évolutif. Enfin, une conclusion générale sera fournie

avec les perspectives.
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Chapitre | : Généralités
A- La polyploidie
a. Anomalies chromosomique et polyploidie

Le mot chromosome est initialement un mot grec; Chromo qui signifie couleur et la deuxiéme partie du
mot vient de soma qui signifie le corps. Au 19eme siécle, les chromosomes ont été découverts apres
une préparation microscopique des cellules avec coloration (Waldeyer, 1888; Fauth & Speicher, 2001).
Il existe plusieurs types d’anomalie chromosomique (structurelle et numérique) (Khandekar et al.,
2013; Jain et al., 2018). L’anomalie est dite structurelle quand une réorganisation du matériel génétique
a lieu entre et /ou au sein des chromosomes. On distingue des réarrangements déséquilibrés (gain ou
perte du contenu genétique du chromosome) et des réarrangements équilibrés (le contenu génétique est
préservé; des changements sont apportés a son emplacement ou a son ordre). Dans ce type d'anomalies,
on trouve la suppression, la duplication, la translocation, l'inversion. En ce qui concerne I’anomalie
numérique, c’est lorsque le nombre de chromosomes différe du cas normal. Il est divisé en aneuploidie
et polyploidie. Quand un ou quelques chromosomes sont ajoutés ou réduits, on parle d’aneuploidie
(exemple : monosomique (2n - 1), trisomique (2n + 1)) (Khandekar et al., 2013; Jain et al., 2018). La
polyploidie c¢’est lorsqu'un individu posseéde plus de deux séries complets de chromosomes (Comai,
2005). L'ensemble complet de chromosomes dans un organisme est défini par le terme «niveau de
ploidie» représenté par un «x». Par conséquent, un organisme diploide est représenté par 2x (Ranney,
2006). Quant aux cas de polyploidie, par exemple chez les individus triploides, tétraploides et

hexaploides, ils sont représentés par 3x, 4x et 6x respectivement (Ranney, 2006).

Deux types principaux de polyploidie sont distingués en fonction de la similitude taxonomique et
génétique des génomes impliqués (Stebbins, 1947; Comai, 2005): L'autopolyploidie est une
polyploidie impliquant le doublement des génomes homologues au sein d'une population ou entre des
populations de la méme espéece. Par exemple, si le génome diploide est représenté par «PPx», par
conséquent, un individu tétraploide dispose de 4 séries de chromosomes homologues «PPPP»
(Figure.2). Une «allopolyploidie» se produit lorsqu'un organisme provient d'une hybridation
interspécifique (entre deux especes) représentées par exemple par « PP » et « EE » suivie d'un
dédoublement du nombre chromosomique «PPEE» (Figure 2) (Stebbins, 1947; Comai, 2005). C’est

une allo-tétraploidie
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Autopolyploidie Allopolyploidie

v v v

HE

PPPP PPPP PPEE

Figure 2. lllustration simplifiée de I'autopolyploidie et de I'allopolyploidie. PP représente le génome de I’espéce 1. EE
représente le génome de ’espéce 2. PPPP est le génome de la progéniture suite & I’autopolyploidie et PPEE est le
génome de la progéniture suite a I’allopolyploidie.

Ehrendorfer (1980), a présenté une autre classification de la polyploidie basée sur les progrés des
organismes polyploides dans le processus de polyploidie. Il a distingué trois types; «néopolyploides»,
«mésopolyploides» et «paléopolyploides» (Ehrendorfer, 1980). Lorsque la polyploidie survient au
niveau intra-spécifique, les cytotypes sont appelés «néopolyploides» (de nombreux exemples
pourraient étre cités notamment, Heuchera grossulariifolia Rydb. (Oswald & Nuismer, 2011) et
Tragopogon miscellus Ownbey (Chester et al., 2012)). Les polyploides qui sont séparés des diploides
existants ou de ceux dont le niveau de ploidie est inférieur, mais qui leur sont apparentés, sont des
«mésopolyploides» (par exemple Brassica rapa L. (Wang et al., 2011)). Les «paléopolyploides» sont
ceux dont tous leurs ancétres de niveaux de ploidie inférieurs sont éteints (par exemple Juniperus
thurifera L. (Vallés et al., 2015)) (Ehrendorfer, 1980; Bennett, 2004).

b. Les mécanismes conduisant a la polyploidie
Trois mécanismes majeurs conduisant a la formation d’autopolyploides et d’allopolyploides ont été
proposés: le doublement somatique, les gametes non réduits et la polyspermie (Ramsey & Schemske,
1998; Soltis et al., 2004; Tayalé & Parisod, 2013).
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i. Le doublement somatique :
Le doublement somatique c’est quand par accident le nombre chromosomique double dans une cellule.
Donc se mécanisme doit se passer au début du développement embryonnaire ou a la phase zygotique
pour produire un individu polyploide complet. Sinon, si cela se produit ultérieurement dans un tissu ou
organe spécifique ca générera un mixoploide (le niveau de ploidie varie au sein d’un méme individu)
(Ramsey & Schemske, 1998). Les facteurs induisant un doublement somatique dans la nature ne sont
pas trés bien documentés. Néanmoins, expérimentalement, les basses températures ont induit

efficacement le doublement somatique dans les plants de mais par exemple (Randolph, 1932).

ii. Les gametes non réduits :
Les gameétes non réduits ont été reconnus comme le mécanisme le plus important pour la formation de
polyploides chez les angiospermes (Otto & Whitton, 2000). Un gaméte non réduit est un gameéte
contenant le nombre total de chromosomes identiques a ceux présents dans les cellules somatiques. Les
contraintes environnementales telles que les températures élevées ou basses et les facteurs génétiques
tels que les problémes de méiose ont été les principaux facteurs induisant la formation des gameétes non
réduits (Mason et al., 2011; Sora et al., 2016).

iii. La polyspermie :
La polyspermie, c’est quand un gaméte femelle est fécondé par au moins deux gamétes males. La
présence de la polyspermie dans la nature est encore hypothétique (Ramsey & Schemske, 1998).
Néanmoins, expérimentalement, la polyspermie a été produite, donnant naissance a des progénitures
viables polyploides (Toda & Okamoto, 2016). En plus, dans un essai expérimental sur Arabidopsis
Heynh. in Holl et Heynh., il a été prouvé qu’un gaméte femelle pouvait étre fécondé par deux gamétes
males de deux peres, ce qui pourrait étre trés avantageux pour des applications d’amélioration des

cultures végétales (Nakel et al., 2017).

c. Voies de formation de polyploidie
L'étude de l'origine et des voies menant a la polyploidisation d'un taxon est tres complexe et est souvent
associée a une grande incertitude. En effet, plusieurs origines et voies différentes pourraient étre
impliquées dans la polyploidisation d'un taxon, ce qui pourrait donner lieu a une diversité phénotypique
et genétique importante chez ce taxon (Segraves et al., 1999; Symonds et al., 2010; Chester et al.,
2012; Madlung, 2013). Par exemple, plusieurs origines indépendantes de 1’allopolyploide récent,
Tragopogon miscellus (Tate et al., 2009; Symonds et al., 2010; Chester et al., 2012) et de Heuchera
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grossulariifolia (Segraves et al., 1999) ont été mises en évidence. Dans le cas de Sequoia sempervirens
(D.Don) Endl., le seul hexaploide trouvé chez les coniféres, la détermination de 1’origine de son
hexaploidie n'est pas completement résolue jusqu'a présent. La premiére étude menée dans ce cas-la et
basée sur des études des fossiles, la morphologie, I'embryologie, la cytologie, I’analyse chromosomique
somatique et méiotique, la taxonomie et la phylogénétique, a suggéré diverses voies entre
l'autopolyploidie et I'autoallopolyploidie (Ahuja & Neale, 2002). Alors que sur la base du séquencage
du transcriptome et 1’inférence phylogénétique, la polyploidie de cette especes a été mieux expliquée
par une autopolyploidie ou une allopolyploidie entre des espéces qui appartiennent au clade de séquoias
californien (Scott et al., 2016).

Les voies de polyploidisation ont été simplifiées en deux voies générales pour atteindre un niveau de
tétraploidie depuis un état de diploidie (Ramsey & Schemske, 1998; Hegarty & Hiscock, 2008; Tayalé
& Parisod, 2013). La premiere est la voie ou la polyploidie est obtenue en une étape. Par exemple,
apres la fécondation de deux gameétes non réduits (n = 2x) de deux individus diploides appartenant ou
non a la méme espece (Figure 3a, ¢) donnant un individu tétraploide (2n = 4x). Le doublement

somatique (Figure 3b) ou la polyspermie aussi peuvent donnés une polyploidie en une étape.

Polyploidie en une étape (diploidie a tétraploidie)

Allopolyploidie Autopolyploidie

a| Hybridation interspécifique b| Doublement somatique C | Croisement intraspécifique

N D

Fertilisation Fertilisation
de de
2x gametes 2x gamétes

P1P1P2P2

Descendant tétraploide Descendant tétraploide Descendant tétraploide

Figure 3. Exemples des voies de formation des tétraploides via ’allopolyploidie et I'autopolyploidie en une étape (les
rectangles représentes les taxons et les cercles représentes les gameétes).
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La deuxieme voie générale comprend deux étapes pour atteindre le niveau final de la ploidie dont une
étape intermédiaire de triploidie « Pont triploide » (Husband, 2004). Cette voie est la plus fréquente
chez les angiospermes et concerne principalement des gametes non réduits. Par exemple, une
fécondation de gametes reduits (n = x) et non reduits (n = 2x) donnera un triploide (2n = 3x). Dans la
nature, les individus triploides ne se sont pas toujours stériles et ils ont la capacité de produire des
gametes viables non réduits (3x), partiellement réduits (2x) et réduits (x) (Ramsey & Schemske, 1998;
Schinkel et al., 2017). Par conséquence, de nombreuses voies pourraient étre possibles aprées le stade
triploide (quelques exemples de voies de polyploidie donnant lieu a des tétraploides ont été illustrés
dans le cas d’autopolyploidie (Figure 4) ou d’allopolyploidie (Figure 5)), impliquant des
rétrocroisements avec des gametes réduits et / ou non réduits des parents, aboutissant a divers niveaux
de ploidie. Par exemple, une fécondation entre un gameéte non réduit du triploide et un gaméte réduit de
I'un des parents diploides donnera un tétraploide (Figures 4b, 5b). Ou une fécondation entre un gameéte
partiellement réduit du triploide et un gamete non réduit du gamete diploide donnera également un

tétraploide (Figures 4a, 5a).

Polyploidie en deux étapes «Pont triploide» (diploidie a tétraploidie)

| Autopolyploidie |

——————

Fertilisation d’un
Fertilisation de gameéte x avec

2x et x gametes deux gamétes x

Croisement
avec le
parent P2P2

Croisement
avec le
parent P1P1

S5 EPA Descendant triploide Descendant triploide
‘ - @
P1P1P1P1/P1P1P1P2 P1P2P2P2

Descendant tétraploide Descendant tétraploide

Figure 4. Exemples des voies de formation des tétraploides par autopolyploidie via un pont triploide (les rectangles
représentes les taxons et les cercles représentes les gametes).
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Polyploidie en deux étapes «Pont triploide» (diploidie a tétraploidie)

| Allopolyploidie |
P A 5 VEEm

Fertilisation d’un

Croisement Fertilization of gaméte x avec Crca)lvs::'ll:nt
2xand x deux gamétes x ont AA
parent PP gametes paren

Descendant triploide

v

:

1

1

1

1

i

i avecle
E

1

:

:

i Descendant triploide
1

1

:

PP/ X
PA

PPPP/PPPA PAAA

Descendant tétraploide Descendant tétraploide

Figure 5. Exemples des voies de formation des tétraploides par allopolyploidie via un pont triploide (les
rectangles représentes les taxons et les cercles représentes les gametes).

Pour des niveaux de ploidie plus élevés, la complexité des voies augmentera également. Un individu
hexaploide pourrait étre obtenu de différentes maniéres (Figure 6 et 7): soit par un simple doublement
du triploide obtenue lors du pont triploide, soit, par une fécondation entre deux gameétes triploides non
réduits de I'ancétre triploide. Un hexaploide pourrait également résulter de deux événements de
polyploidie, impliquant tout d'abord un événement de polyploidie conduisant a la formation d'un
tétraploide (via l'autopolyploide ou allopolyploide), suivi d'une hybridation avec des gametes réduits du
tétraploide et d’un diploide conduisant a un triploide, et enfin, une autre polyploidie donnant lieu a un

hexaploide.
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Voies possibles d’hexaploidie d'un ancétre diploide

| Autopolyploidie |
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Figure 6. Exemples des voies de formation des hexaploides par autopolyploidie (les rectangles représentes les taxons
et les cercles représentes les gametes).

Voies possibles d’hexaploidie d'un ancétre diploide

I Allopolyploidie |

_ Fertilisation!
Femhsatlorl de d'un gaméte
2x et x gametes e daix

gametes x

Descendant triploide

Descendant triploide

lDoublement somatique lDoubIement somatique
PPPPAA PPAAAA
Descendant hexaploide Descendant hexaploide

Figure 7. Exemples des voies de formation des hexaploides par allopolyploidie (les rectangles représentes les taxons
et les cercles représentes les gametes).
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d. Effets de la polyploidie
La formation d'un polyploide ne signifie pas forcément que cette polyploidie sera établie. Aprées la
polyploidie, divers changements phénotypiques et génomiques de 1’individu vont avoir lieu (Chen,
2007; Tayalé & Parisod, 2013; Van de Peer et al., 2017; Wendel et al., 2018). Si le polyploide
nouvellement formé parvenait a surmonter ces changements, il s’établira et donnerait lieu a une
nouvelle espece, sinon il aboutirait a une impasse évolutive « dead end » (Figure 8) (Comai, 2005; Van
de Peer et al., 2017).

Parmi les facteurs qui opposent 1’établissement de la polyploidie, nous mentionnons les difficultés
mitotiques et méiotiques (Comai, 2005). Ces problemes ont d'abord été interprétés par la possibilité que
le polyploide produise des cellules somatiques et des gamétes aneuploides qui sont susceptibles
d'induire des modifications épigénétiques. Les problemes méiotiques, quant a eux, vont réduire la
fertilité (Tayalé & Parisod, 2013). Ceci est surtout attribué aux polyploides a nombre impair de
chromosomes tels que la triploidie et la pentaploidie (Giles, 1941). L'instabilité épigénétique résultant
de la polyploidie pourrait étre délétere (Comai, 2005). Néanmoins, ces mémes changements
épigenétiques et les variations dans I'expression des genes pourraient toutefois renforcer la diversité
génétique, conduisant probablement a des maodifications morphologiques, écologiques et
physiologiques du polyploide, susceptibles de contribuer a sa survie et a son adaptation aux stress
environnementaux (Figure 8) (Van de Peer et al., 2017; Clark & Donoghue, 2018). La polyploidie
pourrait aussi jouer un role direct ou indirect dans les interactions entre les plantes polyploides et les
pollinisateurs, herbivores et les pathogénes (Segraves & Anneberg, 2016). Par exemple, la morphologie
et la phénologie florale peuvent différer entre les polyploides et leurs homologues diploides ce qui
influencera leurs interactions avec les pollinisateurs. Ceci a été prouvé dans le cas de Tragopogon
miscellus (Tate et al., 2009) et Brassica napus L. (Schranz & Osborn, 2000). Les événements de
polyploidie chez les Brassicales ont abouti a des néo-fonctionnalisations des genes, créant de nouveaux

composés chimiques ayant un role dans la lutte contre les papillons ravageurs (Edger et al., 2015).

D’autres variations genétiques telles que la modification de la méthylation de I'ADN et le
réarrangement chromosomique du polyploide pourraient conduire a de nouvelles fonctions (et / ou de
sous-fonctions) des génes, améliorant son adaptation aux stress environnementaux et aux habitats
extrémes tels que la sécheresse, stress salin et hautes / basses températures (Figure 8) (Otto, 2007; Van
de Peer et al., 2017).
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La polyploidie est par ailleurs associée a deux « stratégies » contribuant a la persistance et a la survie
du polyploide en cas de difficultés dans la reproduction sexuée: la propagation végeétative (prolifération
clonale) et I’apomixie (formation asexuée d'une graine a partir des tissus maternels de I'ovule, en
évitant le processus de fécondation) (Bicknell & Koltunow, 2004; Herben et al., 2017). En effet, la
reproduction asexuée a ¢été suggérée comme 1’une des raisons du succes de I’établissement de
nombreux cas de polyploidie, cas de Sequoia et d’Ephedra (Scott et al., 2016; Wu et al., 2016). Quant
a la reproduction asexuee, elle pourrait étre trés avantageuse dans le cas de niveaux de ploidie impairs,
comme la triploidie, ou la méiose semble étre fortement affectée, ce qui amene a une réduction de
fertilit¢ importante (Giles, 1941; Khoshoo, 1959; Ahuja, 2005). Néanmoins, comme mentionné
précédemment, dans la nature les triploides ne sont pas totalement stériles et pourraient produire une

variété de gameétes fertiles euploides (1x, 2x et 3x) (Ramsey & Schemske, 1998; Schinkel et al., 2017).

Les changements phénotypiques, génétiques et chromosomiques aprés un évenement de
polyploidisation peuvent aboutir a un isolement reproducteur et par conséquent peuvent conduire a la
spéciation (Clark & Donoghue, 2018). En effet la polyploidie a été de tout temps liée a la diversité et a
la spéciation ce qui fait de ce phénomeéne, un des plus importants dans 1’évolution des plantes (Blanc &
Wolfe, 2004; Otto, 2007; Alix et al., 2017; Van de Peer et al., 2017).

Aprés un évenement de polyploidisation, un processus de «diploidisation» peu se mettre en place a long
terme. Ce processus est associé a la perte de copies de génes, au retrait d'ADN répétitif, a la fusion et a
la fission de chromosomes (réarrangement chromosomique) (Mandéakova et al., 2010; Mandakova &
Lysak, 2018). Des mécanismes complexes tels que la délétion basée sur la recombinaison, menent a
une réduction de la taille du génome et probablement a la réorganisation du génome, induisant des néo-
fonctionnalisation et/ou des sous-fonctionnalisation des genes et par conséquent augmentant la diversité
génétique (Figure 8) (Mandakova et al., 2010; Van de Peer et al., 2017; Mandakova & Lysak, 2018).
Dodsworth et al. (2015), ont suggéré que la diploidisation du génome aprés un événement de
polyploidisation est une étape importante pour parvenir a la spéciation. En effet, il a lié le modele de
temps de latence de la polyploidie (environ des millions d'années) avant la spéciation (Eric Schranz et
al., 2012) au temps nécessaire a la mise en place de la diploidisation.
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Figure 8. Résumés des effets de la polyploidie a court et a long terme

e. Fréquence de la polyploidie
La polyploidie s'est avérée plus fréquente chez les plantes que chez les animaux (Ahuja, 2005). Chez
les animaux, deux événements anciens de polyploidisation ont été déterminés durant la période de
développement de la lignée des vertébrés (Wertheim et al., 2013). Ce qui met en relief I’importance de
la polyploidie dans I'évolution de ces animaux (Comber & Smith, 2004). En plus, la polyploidie a été
déclarée relativement fréquente dans certains groupes d'animaux (Otto & Whitton, 2000; Gregory &
Mable, 2005), notamment chez les amphibiens (nombre élevé de polyploidies au sein du genre Xenopus
Wagler. (Mable, 2004)), chez les poissons (Comber & Smith, 2004) et parmi les animaux capables de
se reproduire d’une maniére asexuée (espeéces apomictiques) tels que les insectes (Lokki & Saura,
1980) et les mollusques (Goldman et al., 1983; Otto & Whitton, 2000). Plusieurs hypothéses ont été
suggeérées pour expliquer la rareté de la polyploidie chez les animaux surtout chez ceux ou qui la

polyploidisation pose des problémes dans la reproduction sexuée (Mable, 2004).
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Chez les plantes, la polyploidie a été évaluée comme I'un des phénomenes les plus importants dans leur
évolution et leur diversification (Figure 9a) (Otto, 2007; Van de Peer et al., 2017; Clark & Donoghue,
2018; Wendel et al., 2018). En effet, la polyploidie a été observee dans tous les groupes de plantes au
cours de I’évolution de leur lignée ancestrale jusqu’aux espéces existantes (Figure 9a, b). Cependant,
les fréquences de polyploidie entre les groupes de plantes ne sont pas égales; la polyploidie a été plus
impliquée dans certains groupes que d'autres (Figure 9b) (Husband et al., 2013; Alix et al., 2017; Van
de Peer et al., 2017; Clark & Donoghue, 2018).

Dans le groupe des algues, aucune preuve de polyploidie n'a été découverte chez les glaucophytes
(algues microscopiques d'eau douce) (Keeling, 2004; Husband et al., 2013). Cependant, elle a été
fréquente chez le Rhodophyta (Kapraun, 2005) et dans le groupe des algues vertes (Kapraun, 2005;
2007; Husband et al., 2013).

Parmi les plantes terrestres, la fréquence de la polyploidie differe également entre les groupes (Figure
9b) (Otto & Whitton, 2000; Wood et al., 2009; Husband et al., 2013; Barker et al., 2016). En ce qui
concerne les bryophytes, la polyploidie est quasi absente chez les anthocérotes, rare chez les hépatiques
et relativement fréquente chez les mousses (environ 20-80% des mousses existantes) (Husband et al.,
2013). Chez les lycopodiophytes et les monilophytes, la polyploidie s'est avérée étre trés élevée,
pouvant atteindre 95% chez les monilophytes (Troia, 2001; Luebke & Budke, 2003; Chao et al., 2012;
Husband et al., 2013).

La polyploidie est fortement impliquée dans 1’évolution des angiospermes ou plusieurs éveénements
ancestraux ont été découverts. Cette fréquence parmi les espéces existantes (les monocotylédones et les
dicotylédones) est trés élevée, estimée a environ 50 a 80% (Masterson, 1994; Otto & Whitton, 2000;
Husband et al., 2013; Van de Peer et al., 2017). Aussi, les fréquences de polyploidie varient également
avec les formes de vie ou les plantes herbacées vivaces ont des fréquences plus élevées que celles des
plantes annuelles et des especes ligneuses (Stebbins, 1938).

Contrairement a tous les groupes de plantes terrestres, la polyploidie semble étre rare chez les
gymnospermes (environ 5%) (Khoshoo, 1959; Ahuja, 2005). Les gymnospermes regroupent cing
groupes existants; cycas, ginkgo, coniféres et gnétophytes. Aucune preuve de polyploidie n'a été
trouvée ni chez les cycadales ni chez les ginkgoales. Les gnétophytes et plus particuliérement le genre

Ephedra ont montré une fréquence exceptionnelle de polyploidie (Ahuja, 2005). Environ 65% des
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especes d’Ephedra sont tétraploides et deux especes E. gerardiana Wallich ex C. A. Meyer. et E.
funerea Coville & C. V. Morton. sont octoploides (2n = 8x) (Husband et al., 2013; Ickert-Bond et al.,
2015; Wu et al., 2016).
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Figure 9. a. Les événements anciens de la polyploidie dans les principaux groupes de plantes, d’aprés Clark &
Donoghue, (2018) modifié. b. La fréquence actuelle de la polyploidie chez les espéces existantes en allant des
fréquences les plus élevées (PHF: Polyploidie de haute fréquence) a la fréquence la plus basse (PBF: Polyploidie de
basse fréquence). PPl signifie qu’il n’y a pas d’information (Polyploidie pas d’information). c. Représente les
polyploides d'angiospermes et de gymnospermes qui présentent les nombres de chromosomes les plus élevés déduits
de la revue de Husband et al. (2013).

En ce qui concerne les coniféres, le groupe le plus diversifié parmi les gymnospermes (Christenhusz et
al., 2011), la polyploidie est tres rare et estimée d’aprés les dénombrements chromosomiques a environ
1,5% (Khoshoo, 1959; Ahuja, 2005). Dans les peuplements naturels, seulement trois cas de polyploidie
ont été observés et tous appartiennent & la famille des Cupressacées: Sequoia sempervirens (le seul
hexaploide parmi les coniferes) (Ahuja & Neale, 2002; Scott et al., 2016), Fitzroya cupressoides
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Johnst. (2n = 4x = 44) (Hair, 1968) et Juniperus thurifera (2n = 4x = 44) (Romo et al., 2013; Valleés et
al., 2015). Il faut souligner que le genre Juniperus présente eégalement des cas de variation intra
specifiques de niveaux de ploidie notamment chez J. chinensis et J. sabina (Sax & Sax, 1933; Nagano
et al., 2007; Siljak-Yakovlev et al., 2010; Valles et al., 2015). En outre, J. foetidissima a montré une
taille de génome (environ 59 pg / 2C) trois fois plus grande que celle des espéces diploides du méme
genre (environ 20 pg / 2C) (Bou Dagher-Kharrat et al., 2013). Par conséquent, compte tenu de la taille
du génome, J. foetidissima serait hexaploide (Bou Dagher-Kharrat et al., 2013). Cette polyploidie
relativement fréquente a l'intérieur du genre Juniperus comparée a d'autres genres de coniféres a accru

notre intérét pour ce genre.

B- Le genre Juniperus

Les genévriers sont des arbres ou des arbustes & feuilles persistantes et cones femelles charnus
appartenant a la famille des Cupressacées (Adams, 2014). Sa position sur le clade terminal de I'arbre
phylogénétique des gymnospermes fait de ce genre l'un des genres les plus évolués parmi les
gymnospermes (Rai et al., 2008). Soixante-quinze especes appartiennent au genre Juniperus (Adams,
2014). Ce grand nombre d’especes fait de ce genre le plus diversifié de sa famille et seulement le
deuxieme parmi les coniferes apres le genre Pinus L. (Farjon, 2010). Les espéces de genévriers sont
largement répandues dans I'hémisphére nord sauf une espéce, J. procera Hochst. Ex Endl., dont la
répartition est concentrée dans I'hémisphére sud, de la Péninsule Saoudienne jusqu'a I'Ethiopie, le
Kenya et la Tanzanie (Figure 10) (Adams, 2014).
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Répartition géographique de la section Juniperus
Répartition géographique de la section Sabina
Chevauchement de la distribution géographique de la section Juniperus et Sabina

Répartition géographique de la section Caryocedrus

Hanug
3

Figure 10. Répartition géographique mondiale des trois sections de Juniperus

Le genre Juniperus est monophylétique (Adams, 2004; Little, 2006; Adams, 2008) et il est subdivisé en

trois sections monophylétiques; Caryocedrus, Juniperus et Sabina (Adams, 2004; 2008; 2014).

(i)

(i)

(iii)

La section Caryocedrus comprend une seule espece, J. drupaceae Labill. distribuée dans la
région Est méditerranéenne. Cette espece est dioique, possédant des feuilles aciculaires et
de gros cones femelles d'environ 18-25 mm contenant trois graines (Figure 11. A) (Adams,
2014).
la section Juniperus comprenant 14 espéces dioiques largement réparties dans I'hémisphére
Est, a I’exception de deux especes; J. jackii (Rehder) R. P. Adams dont leur distribution
géographique est au nord de I'Amérique (endémique) et Juniperus communis L. qui a une
large aire de répartition dans I'némisphere nord (répartition circumboreale). Dans cette
section, les espéces ont des feuilles aciculaires, les cones femelles de 8 a 18 mm de diametre
qui contiennent trois graines (Figure 11. B) (Adams, 2014).

La section Sabina est la section la plus diversifiée avec 60 espéces dioiques ou monoiques
largement réparties dans I'némisphére nord. Les espéces de cette section possédent des
feuilles ressemblant a des écailles (squamiformes) au stade adulte et des feuilles décurrentes

durant la période juvénile. Les cones femelles sont plus petits que celles trouvées chez les
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autres sections, d’environ 6-15 mm contenant 1 a 12 graines selon les espéces (Figure 11. C)
(Adams, 2014).

Figure 11. Les formes de graines et de feuilles des sections de Juniperus. A. Section Caryocedrus représentée par J.
drupacea. B. Section Juniperus représentée par J. oxycedrus et C. Section Sabina représentée par J. excelsa.

a. Apercu historique du genre Juniperus

Carl Sagan a déclaré: «Il faut connaitre le passé pour comprendre le présent.» En effet, lorsqu’on
étudie un phénomene évolutif, il est essentiel de connaitre 1’origine du groupe d’intérét, comme par
exemple, la répartition géographique ancienne des lignées ancestrales. Ce type d’information peu
élargir notre connaissance sur les interactions précédentes qui auraient pu se produire entre les lignées
d’espéces dont la distribution actuelle ne se recouvre plus. Les fossiles sont trés informatifs pour ce
type d’études, ou a partir des fossiles on en pourrait déduire une estimation de la datation et de I'origine
de la distribution géographique des especes (Lieberman, 2003; Silvestro et al., 2016). De nombreux
fossiles ont été décrits pour Juniperus mais ils sont peu fiables vu la nécessité de trouver les feuilles
avec les cones femelles pour une correcte identification du fossile (Kvacek, 2002). Le fossile le plus
ancien identifié dans le cas des genévriers est Juniperus pauli Z. kvacéek. qui appartient a la section
Sabina et qui date de la limite Eocéne/Oligocéne (Kvacek, 2002).

La divergence entre les deux genres Juniperus et Cupressus sensu lato a été estimée a environ 71,9 a
49,7 Mya. Juniperus a commencé a se diversifier apres environ 15 a 20 Mya (Mao et al., 2010). La
vitesse de diversification au sein de ce genre variait au cours de I’évolution. Les facteurs derriere la
diversification des genévriers étaient les changements climatiques et la suppression massive du
«plateau Qinghai-Tibétain», qui s’est produite en deux périodes 20 et 8 Mya, créant de nouvelles niches
écologiques (Harrison et al., 1992; Spicer et al., 2003; Mao et al., 2010). Effectivement, pendant
1’Eocéne (entre 43 et 32 Mya), le taux de diversification du genre était élevé, suivi par un faible taux de

diversification au cours de 1’Oligocéne (de 32 a 20 Mya environ) (Mao et al., 2010), durant la période
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ou les températures mondiales étaient stables et froides (Zachos et al., 2001). Ensuite, ce taux augmente
pendant le Miocene (de 20 a 15 Mya environ) (Mao et al., 2010).

Il est trés probable que Juniperus soit originaire d'Eurasie et il a atteint le nord de I'Amérique a la fin de
I'Oligocene au debut du Miocéne (Mao et al.,, 2010). La répartition géographique moderne des
genévriers est liée probablement a deux facteurs; la dispersion par des oiseaux a longue distance de
leurs graines ressemblant a des baies (Holthuijzen & Sharik, 1985; Santos et al., 1999) et les migrations
ancestrales a travers des ponts terrestres, notamment le pont terrestre de 1’Atlantique Nord (North
Atlantic Land Bridge; NALB) et le pont terrestre de Bering (Bering Land Bridge; BLB) (Mao et al.,
2010; Adams, 2014).

b. Ecologie et reproduction
Les especes de genévriers ont une grande plasticité vis-a-vis des habitats grace a leur grande adaptation
aux facteurs environnementaux extrémes tels que la sécheresse, les substrats pauvres en nutriments, les
fortes pentes et le froid hivernal (Noble, 1990; McDowell et al., 2008; Rawat & Everson, 2012;
Kukowski et al., 2013; Mathaux et al., 2016). En effet, certaines especes se trouvent en haute altitude,
qui peuvent atteindre selon 1’espece la limite boisée, telles que J. monticola, J. indica a 5050 m sur la
montagne de I'Everest, J. thurifera sur les sommets de I'Atlas a environ 2700 m (Gauquelin et al., 1988;
Hammi et al., 2010). D’autres espéces sont trouvées au niveau de la mer, notamment J. lutchuensis,
Juniperus phoenicea L. var. turbinata (Guss.) Parl. et Juniperus macrocarpa Sibth. & Sm. (Mazur et
al., 2010; Adams, 2014; Diez-Garretas & Asensi, 2014; Pinna et al., 2015). Certaines especes se
trouvent dans des zones désertiques, notamment J. coahuilensis, J. osteosperma et J. californica
(Adams, 2014).
En ce qui concerne le substrat, la plupart des espéces de genévrier préférent le calcaire (Adams, 2014).
Elles peuvent méme colonisé les falaises rocheuses comme les genévriers de Phénicie (J. phoenicea)
sur les falaises rocheuses des gorges de I'Ardéche, en France (Mathaux et al., 2016).
En général, les espéces de ce genre ont été classées comme colonisatrices opportunistes. En outre, dans
certaines régions d'Amérique du Nord, certains genévriers sont des envahisseurs, notamment J. aishei,
J. virginiana, J. monosperma, J. deppeana et J. pinchotii (Willson et al., 2008; Adams, 2014). Il faut
toutefois noter que d'autres especes ont été classees en danger critique d'extinction d’aprés la liste rouge
de I'UICN, telles que J. bermudiana (Wingate et al., 2011), J. saxicola (Roberto Gonzalez Torres et al.,
2013) et J. comitana (Farjon, 2013a).
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La réussite des genévriers a coloniser divers habitats est liée en partie a leur adaptation aux divers
facteurs environnementaux, mais également aux cones femelles colorés et charnus. Ces cbnes attirent
les mammiferes et les oiseaux, contribuant a leur dispersion a des distances importantes. Les espéces de
genévrier sont majoritairement dioiques avec certaines especes monoiques comme J. excelsa, J. pingii
et J. przewalskii (Adams, 2014). La taille et le nombre de graines a l'intérieur de chaque baie femelle
different entre les trois sections de Juniperus. Les sections Caryocedrus et Juniperus possedent des
cones femelles de taille plus grande que la section Sabina. Pourtant, les cones femelles de la section
Sabina pourraient contenir plus de graines (1 a 13 graines) que celles de la section Caryocedrus (3
graines) et de la section Juniperus (3 graines) (Adams, 2014).
L'un des problémes les plus importants chez certaines espéces de genévrier est la faible régénération
naturelle due principalement au faible taux de germination des graines (Garcia et al., 2000; Douaihy et
al., 2013; Adams et al., 2014). En effet, le pourcentage de graines vides est éleve selon les espéces de
genévrier et les localités. Par exemple, sur 31 populations de J. communis réparties dans 7 régions, une
forte variation des semences remplies a été observée en fonction de la localité: elle fit tres faible dans
la Péninsule Ibérique centrale (environ 2 a 12%) et relativement élevée en Sibérie (environ 75-80%)
(Garcia et al., 2000). Méme au niveau du méme pays, Douaihy et al. (2013) ont constaté une variation
des graines remplies entre deux populations de J. excelsa relativement proches localisées au nord du
Liban. De plus, Adams et al. (2014) ont observé qu'en plus de I'effet de localisation de la population,
I'année pouvait également jouer un réle dans la qualité de la graine. Par exemple, le pourcentage de
graines remplies de J. osteosperma dans la population de Sedona (Etats-Unis) a été évalué a 79% en
2010 et a seulement 7,2% en 2011 (Adams et al., 2014).
Alternativement a la reproduction sexuée, la multiplication végétative a été rapportée dans ce genre,
notamment chez J. sabina et J. communis (Houle & Babeux, 1994; Ronnenberg, 2005; Wesche et al.,
2005). Cette capacité est tres avantageuse pour la survie des espéces, en particulier lorsque la
reproduction sexuée n’est pas trés efficace dans certains cas, plus particulierement dans les
environnements extrémes et difficiles, ou de nombreux probléemes de méiose se produisent.
c. Importance du genévrier

Importance écologique. En raison de sa grande tolérance aux facteurs environnementaux extrémes

(Noble, 1990; McDowell et al., 2008; Rawat & Everson, 2012; Kukowski et al., 2013; Mathaux et

al., 2016), Juniperus a retenu I’attention pour les actions de reboisement et de restauration

écologique (Jones, 1991; Tavankar, 2015). De plus, leur systéme racinaire a croissance verticale et
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i)

latérale est tres efficace pour la protection du sol de 1’érosion (Karasz, 1996; Kramer et al., 1996).
En outre, les arbres et arbustes des genévriers constituent un habitat et une source nutritionnelle
pour de nombreux oiseaux et animaux (Rumble & Gobeille, 1995; Santos et al., 1999).

Propriétés médicales. Depuis longtemps, les feuilles et les baies de certains genévriers ont été
utilisees pour le traitement du rhume, de I'hémorragie, des rhumatismes, des infections
microbiennes et fongiques (Moein et al., 2010; Ehsani et al., 2012; Khan et al., 2012; Vallés et al.,
2017). 1l est intéressant de noter que plus récemment des nouvelles propriétés médicales plus
complexes des genévriers ont été découvertes par exemple les activités cytotoxiques sur plusieurs
cellules cancéreuses des extraits de J. foetidissima et de J. sabina (Sadeghi-aliabadi et al., 2010). En
plus, les propriétés antioxydantes et anti-glycation de J. foetidissima agissent potentiellement sur la
prévention du diabéte (Emami et al., 2011).

Services industriels. Les extraits de genévrier ont été utilises dans les produits cosmétiques, les
parfums, les bougies et les savons. Le bois de genévrier a été utilisé pour la fabrication de meubles,
de stylos et divers objets d'artisanat, ce qui explique la vaste coupe de bois et son exploitation
historique menant a sa dégradation dans certaines localités (Adams, 2014). Actuellement, I’activité
industrielle la plus répandue de nos jours est basée sur la distillation des extraits de baies de
genévrier et plus particulierement du genévrier commun pour la production de 1’alcool connue par

le « Gin » (Greer et al., 2008).

d. Polyploidie et hybridation dans le genre Juniperus
La polyploidie et I'nybridation sont des partenaires dans I'évolution des plantes (Otto & Whitton, 2000;
Alix et al., 2017; Goulet et al., 2017). Les deux phénoménes ont été détectés a I'intérieur du genre
Juniperus (Ahuja, 2005; Adams & Wingate, 2008; Valles et al., 2015). Sur la base des caractéristiques
morphologiques, des hybrides potentiels ont été identifiés entre J. sabina et J. phoenicea, entre J.
thurifera et J. phoenicea et entre J. thurifera et J. sabina présentent en sympatrie en Espagne (Rojo &
Diaz, 2006; Rojo & Uribe-Echebarria, 2008; Rojo & Diaz, 2009). Au nord de I'Amérique, plusieurs cas
d’hybridation ont été rapportés, notamment entre J. maritima R. P. Adams et J. scopulorum Sarg et
dans des zones de sympatrie entre J. virginiana var. silicicola et J. bermudiana, J. virginiana L. et J.
horizontalis Moench, J. osteosperma Hook et J. occidentalis Torr. Peu. (Vasek, 1966; Palma-Otal et
al., 1983; Terry et al., 2000; Adams & Wingate, 2008; Adams, 2015). Récemment, sur la base de

données moléculaires, une nouvelle variété, J. sabina var. balkanensis R. P. Adams et A. Tashev. a été
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identifié comme résultant d'une ancienne hybridation entre J. sabina et J. thurifera (Adams et al.,
2016). Aucun lien n’avait été établi auparavant entre I'nybridation et la polyploidie au sein de ce genre,
peut-étre en raison des rares cas de polyploidie découverts jusqu'a présent et qui, dans certains cas, sont
peu fiable (cas de polyploidie basés sur un seul dénombrement chromosomique et/ou un ancien
synonyme de l'espéce est utilise). Le nombre chromosomique des genévriers diploide est de 22
chromosomes. Sur la base de données des denombrements chromosomiques CCDB (Chromosome
Counts Database) (Rice et al., 2015), parmi 41 especes et variétés de Juniperus dont le nombre
chromosomique est publié, quatre cas de tétraploidie (2n = 4x = 44) ont été trouvés dans des
populations naturelles. Juniperus thurifera est la seule espece de ce genre qui a été largement étudiée et
toutes ses populations étaient identifiées comme tétraploides (2n = 4x = 44, ca. 40 pg / 2C) (Romo et
al., 2013; Valles et al., 2015). Juniperus indica est considérée comme tétraploide a la base d’un seul
dénombrement chromosomique de son synonyme Juniperus wallichiana Hook. & Thomson ex E.
Brandis (2n = 4x = 44) (Rice et al., 2015). Par ailleurs, des cytotypes tétraploides et diploides de J.
chinensis ont été découverts, avec une variété tétraploide, J. chinensis var. procumbens (2n = 4x = 44)
(Nagano et al., 2007; Rice et al., 2015). Une variation intra spécifique des niveaux de ploidie a été
observée chez J. sabina: deux populations Espagnoles sont diploides (environ 21 pg / 2C; 2n = 2x = 22)
(\Vallés et al., 2015) et une seule population est tétraploide dans la région de Balkan ayant une taille de
génome deux fois plus grande que les populations Espagnoles (ca. 40 pg / 2C) (Siljak-Yakovlev et al.,
2010). D'apres les mesures de la taille du génome, un hexaploide potentiel, J. foetidissima, dont la taille
du génome était trois fois supérieure a celle de I'espéce diploide (ca.59 pg/ 2C) (Bou Dagher-Kharrat et
al., 2013), serait le premier hexaploide si le dénombrement chromosomique le confirme.

Enfin, des cas de tétraploidie et de triploidie ont été identifiés chez des espéces cultivées de Juniperus,
nous mentionnons J. virginiana (2n = 3x) (Khoshoo, 1959), J. chinensis 'Hetzii' (2n = 3x) (Evans &
Rasmussen, 1971), J. squamata 'Meyeri' (2n = 44) (Jensen & Levan, 1941; Khoshoo, 1959) et J.
fargesii (syn. J. squamata var. fargesii) (2n = 4x) (Sax & Sax, 1933).

e. Lestaxons d’intérét de cette these
Dans le cadre de ce travail, I’accent sera mis sur les especes polyploides suivantes: J. foetidissima, J.

sabina et J. thurifera. Par conséquent, une description plus détaillée et une distribution géographique de
chacun des taxons sont développées dans le paragraphe suivant.
i. Juniperus foetidissima Willd.

Noms communs: genévrier puant, Stinking juniper, 43 )1l 4 S e e
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Juniperus foetidissima est un arbre monoique ou dioique qui peut atteindre 20 m de hauteur (Figure
12.A). Il appartient a la section Sabina. Les feuilles adultes ressemblent a des ecailles (squamiformes)
d'environ 1,5 mm et les feuilles juvéniles sont décurrentes. Les cones femelles sont globuleux de 7 & 12
mm de diametre qui atteignent leur maturation en 2 ans. Les cones femelles contiennent généralement
une a deux graines. Cette espéce se trouve sur des zones rocheuses de haute altitude (Adams, 2014).
Juniperus foetidissima est réparti dans les montagnes de la péninsule balkanique (Albanie, Macédoine,
République yougoslave de Grece), Turquie, Russie, Arménie, Azerbaidjan, Turkménistan, Iran, Chypre
et Liban (Figure 12.B) (Farjon, 2013b; Adams, 2014).

. e o 5

TC?‘.-\

- J. foetidissima

Figure 12. A. la forme de Juniperus foetidissima photo prise a la population de Hermel au Liban. B. Représente la
répartition géographique de J. foetidissima déduite d’aprés Adams (2014)

ii. Juniperus sabina L.

Noms communs: genévrier sabine, Savin Juniper, JeY!

Juniperus sabina appartient a la section Sabina. C'est un arbuste dioique et plus rarement monoique. Il
s’agit généralement d’un petit arbuste mesurant moins de 1 m en hauteur (Figure 13. A) sauf en
Espagne (Sierra Nevada) et en Mongolie, ou ils forment des arbustes prostrés (Adams & Schwarzbach,
2006; Perez-Latorre & Cabezudo, 2009). Les feuilles adultes ressemblent a des écailles (1-2,5 mm)

avec des glandes centrales abaxiales blanches. Les feuilles juvéniles sont décurrentes. Les cones
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femelles sont généralement globuleux irréguliers (5,8 a 5,9 mm) contenant une a deux graines. A
maturité en 2 ans, elles prennent une couleur bleu violacée. Cette espece se trouve a haute altitude sur
des pentes rocheuses mais aussi sur des dunes de sable. Juniperus sabina a la distribution la plus large
parmi tous les taxons de la section Sabina. Il est distribué en Europe, en Asie centrale et en Chine
(Figure 13. B) (Adams, 2014).

D] J. sabina

Figure 13. A. la forme de Juniperus sabina photo prise a la forét de Saint Crépin (Alpes Francaise). B. La répartition
géographique de J. sabina d’aprés Adams (2014).

iii. Juniperus thurifera L.

Noms communs: Genévrier d'Espagne, Spanish juniper, b Jle e

C'est une espece relique et paleopolyploide (Terrab et al., 2008; Valles et al., 2015). C’est un arbre
dioique qui peut atteindre 20 m en hauteur (Figure 14. A). Les feuilles adultes ont une taille d'environ
1,5-2 mm, portant des glandes oblongues blanches. Les feuilles juvéniles sont décurrentes. Les cones
femelles (7-12 mm) sont violet foncé & maturité en 2 ans et contiennent 1 a 5 graines. Juniperus
thurifera se trouve sur les hautes montagnes et sa répartition géographique est relativement limitée. Elle
se trouve dans les montagnes de I'Atlas, au Maroc, en Algérie, dans la péninsule ibérique et dans les
Alpes francaises (Figure 14. B) (Adams, 2014).
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- J. thurifera

Figure 14. A. la forme de Juniperus thurifera, photo prise & la forét de Saint Crépin (Alpes Frangaise). B. La
répartition géographique de J. thurifera d’aprés Adams (2014).
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Problématique
Parmi les rares cas de polyploidie trouveés dans les populations naturelles des Conifeéres, la plupart de

ces cas appartiennent au genre Juniperus. Il reste néanmoins un grand nombre de taxons appartenant a
ce genre qui ne sont pas encore prospectés. Juniperus se distingue par son trés grand nombre d’espéces
et par la large aire de distribution couvrant diverses conditions environnementales parfois extrémes.
Quel est la fréquence exacte de la polyploidie chez ce genre? Est-ce que la polyploidie a joué un réle

dans sa diversification?

L’objectif principal de ce travail de recherche est 1’exploration de 1’incidence de la polyploidie chez le
genre Juniperus et son aptitude a instiguer la spéciation. Pour ce faire, plusieurs techniques ont été
appliquées dans des études a plusieurs échelles allant du global et de 1’échelle du genre entier jusqu’au

contexte local et le niveau intra-spécifique respectivement.

La technique de choix pour I’exploration rapide de la taille du génome et par la suite le niveau
de ploidie fat la cytométrie en flux. Une optimisation de cette technique pour emploi sur un matériel
sec d’herbier, vieux de plusieurs dizaines d’années dans certains cas, a été nécessaire. Cette technique
simple, rapide, et reproductible nous a permis d’évaluer la taille du génome et par suite le niveau de
ploidie d’une fagon rapide pour un grand nombre d’échantillons, chez la quasi-totalité des taxons de ce

genre. Les résultats de ces analyses sont repartis entre les chapitres II, 111 et IV,

Des études moléculaires basées sur des analyses de la séquence de I’ADN nucléaire (ITS) et sur
quatre régions chloroplastique (petN/psbM; TrnL/trnF ; trnS/trnG ; trnD/trnT) ont été entreprises pour
révéler l'occurrence d'hybridation interspécifique entre deux especes de genévriers sympatriques dans
les Alpes francaises. La région ITS est caractérisée par son polymorphisme élevé entre les espéces et
par ’occurrence de plusieurs copies dans le génome. En tant que marqueur co-dominant, les ITS
peuvent révéler des cas d’hétérozygotie découlant d’hybridations interspécifiques. Nous avons utilisé
cette région pour dépister I’occurrence de I’hybridation interspécifique chez des individus a
morphologies intermédiaires entre J. sabina et J. thurifera vivant en sympatrie. En général chez les
coniferes I’ADN chloroplastique posseéde une hérédité paternelle. L’analyse des quatre régions du
chloroplaste nous a donné des informations sur les parents paternels des hybrides potentiels. Ces
analyses ont eté appuyées par de mesures des diameétres des grains de pollen des hybrides et de ceux de
leurs parents potentiels. Le diamétre du grain de pollen est un bon indicateur de la régularité de la

méiose. Les résultats de ces analyses sont détaillés dans le chapitre 1V,
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Finalement, dans le chapitre V, des marqueurs AFLP (Amplified fragment length
polymorphism) ont été developpés pour déchiffrer les relations phylogénétiques entre des especes
méditerranéennes et pour découvrir des origines de certains taxons polyploides notamment le seul
taxon hexaploide du genre, J. foetidissima. Cette technique rapide et reproductible, génere une grande

quantité de marqueurs qui couvrent la quasi-totalité du génome.
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Chapitre Il : La découverte d’un taux inattendu de polyploidie chez le genre
Juniperus (Cupressaceae)

Des recherches récentes suggerent que la fréquence de la polyploidie a peut-étre été sous-estimée chez
les gymnospermes. Un exemple notable est celui du genre Juniperus, ou quelques cas de polyploidie

ont déja été signalés, bien que les données manguent encore pour la plupart des espéces.

Dans cette étude, nous avons évalué I'étendue de la polyploidie chez Juniperus en réalisant le premier
criblage complet sur presque tout le genre a partir de matériel secs. Les données de taille de génome
provenant de matériel frais, ainsi que le nombre de chromosomes, ont été utilisés pour démontrer que
les tailles de génome estimées a partir de matériel secs pouvaient étre utilisées pour révéler I'étendue de

la diversité du niveau de ploidie dans le genre.

Notre analyse a révelé que 16 taxons de Juniperus étaient polyploides, avec des tétraploides et un
hexaploide. En outre, en analysant la taille du génome et les données chromosomiques dans un cadre
phylogénétique, nous fournissons les premiéres estimations du nombre d’anciens événements de
polyploidisation au sein du genre Juniperus. La réduction de la taille du génome suite a un événement

de polyploidisation était modeérée, ceci suggére une restructuration limitée du génome.

Cette étude souligne I’importance de la polyploidie chez Juniperus, et en fait le premier genre de
coniféres et le deuxiéme genre des gymnospermes ou la polyploidie est fréquente. En ce sens,
Juniperus représente un modele intéressant pour 1’étude des conséquences génomiques et écologiques

de la polyploidie chez les coniferes.
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Recent research suggests that the frequency of polyploidy may have been
underestimated in gymnosperms. One notable example is in the conifer genus Juniperus,
where there are already a few reports of polyploids although data are still missing for most
species. In this study, we evaluated the extent of polyploidy in Juniperus by conducting
the first comprehensive screen across nearly all of the genus. Genome size data from
fresh material, together with chromosome counts, were used to demonstrate that
genome sizes estimated from dried material could be used as reliable proxies to uncover
the extent of ploidy diversity across the genus. Our analysis revealed that 16 Juniperus
taxa were polyploid, with tetraploids and one hexaploid being reported. Furthermore, by
analyzing the genome size and chromosome data within a phylogenetic framework we
provide the first evidence of possible lineage-specific polyploidizations within the genus.
Genome downsizing following polyploidization is moderate, suggesting limited genome
restructuring. This study highlights the importance of polyploidy in Juniperus, making it
the first conifer genus and only the second genus in gymnosperms where polyploidy is
frequent. In this sense, Juniperus represents an interesting model for investigating the
genomic and ecological consequences of polyploidy in conifers.

Keywords: Juniperus, gymnosperms, conifers, polyploidy, genome size, flow cytometry

INTRODUCTION

Polyploidy or whole genome duplication (WGD) is the heritable condition of possessing more
than two complete sets of chromosomes (Comai, 2005). Typically, polyploidy arises either as a
result of genome duplication within a species (i.e., autopolyploidy), or from hybridization between
two different species followed by chromosome doubling (allopolyploidy) (Stebbins, 1947; Comai,
2005). Most of our understanding of the consequences of polyploidy in plants has come from
the study of angiosperms, where it has been shown that polyploidization generally causes a
dramatic change in genomic structure, dynamics and expression, and cell organization (Tayalé
and Parisod, 2013; Van de Peer et al., 2017; Wendel et al., 2018). Indeed, polyploidy is considered
to have played a major role in angiosperm evolution (Blanc and Wolfe, 2004; Chen, 2007;
Otto, 2007; Soltis and Soltis, 2009).
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Polyploidy in Juniperus Genus

While polyploidy has been reported to occur across all major
taxonomic land plant groups (Barker et al., 2016), it has been
estimated to be very frequent in angiosperms with 50-80% of
species being polyploid (Masterson, 1994; Otto and Whitton,
2000) and possibly all angiosperms contain at least one WGD
in their ancestry (Van de Peer et al, 2017). In contrast, only
5% of all gymnosperms are reported to be polyploid based on
chromosome counts (Khoshoo, 1959; Ahuja, 2005; Husband
et al,, 2013; Rice et al., 2015). Nevertheless, recent analyses of
transcriptomic and genomic data (e.g., Li et al., 2015; Guan et al.,
2016; Roodt et al., 2017) have suggested that the evolution of
gymnosperms was accompanied by several ancient WGD events,
including two within conifers, one at the base of Pinaceae (c. 200-
342 million years ago) and one at the base of the cupressophytes
(including Cupressaceae but excluding Araucaceae) (c. 210-275
million years ago). This highlights the importance of polyploidy
in the very early evolution of conifers in contrast to the extreme
rarity of this phenomenon among extant species [estimated to be
1.5% based on chromosome counts (Khoshoo, 1959; Husband
et al., 2013; Rice et al,, 2015)]. The one notable exception
to the low frequency of polyploidy in extant gymnosperms
is in Ephedra, which belongs to the non-coniferous lineage
Gnetales. Here, polyploidy has been reported in over 65% of
extant Ephedra species (Ickert-Bond et al., 2015). In this genus
no evidence for any ancient WGDs has been detected in its
ancestry (Li et al., 2015).

Conifers comprise the largest group of extant gymnosperms
(Christenhusz et al., 2011), and from a phylogenetic perspective,
they are divided into two major clades—(i) the Pinaceae and
(ii) cupressophytes as they include Cupressaceae which is the
most species-rich family (Lu et al, 2014; Ran et al, 2018).
Within extant conifers, chromosome counts of all studied wild
stands of all genera of Pinaceae are reported to be diploid
(2n = 2x = 24) (Hizume, 1988; Murray, 2013) despite an
exceptional genome size variation in some genera, such as Pinus
L. (34.5-72.0 pg/2C) (Bogunic et al., 2003; Murray et al., 2012).

Similarly, in Cupressaceae, among ca. 91 species studied for
their chromosome number to date (Hair, 1968; Murray, 2013),
nearly all are diploid (2n = 2x = 22), with just three natural
polyploids reported: Sequoia sempervirens is hexaploid with 2n
= 6x = 66 (Ahuja and Neale, 2002; Scott et al., 2016), while
Fitzroya cupressoides (Molina) I. M. Johnst. (alerce) and Juniperus
thurifera L. are tetraploid with 2n = 4x = 44 (Hair, 1968;
Romo et al., 2013; Vallés et al., 2015). It is also notable that
within Juniperus, the study of just three species revealed each
had polyploid cytotypes in some populations (Sax and Sax,
1933; Nagano et al., 2007). These findings raise the question of
whether polyploidy may be common in this genus and hence
whether it has played a more significant role in the evolution of
Cupressaceae than previously recognized in gymnosperms as a
whole, and in conifers in particular.

In this study, we focused on exploring the prevalence of
polyploidy in wild populations of Juniperus. With 115 taxa (75
species with 40 varieties; Adams (2014), also see Table1 for
species and varieties), Juniperus is the most diverse genus in
Cupressaceae and the second most diverse in all conifers after
Pinus (Farjon, 2010; Romo et al., 2013). Juniperus has been

shown to be a well-supported monophyletic genus (Mao et al.,
2010; Adams and Schwarzbach, 2013; Adams, 2014), that can be
divided into three monophyletic sections: (i) section Caryocedrus,
with one species in the Mediterranean; (ii) sect. Juniperus, with
14 species, 12 in East Asia and the Mediterranean, and one with
a circumboreal distribution (Juniperus communis L.) and one [J.
jackii (Rehder) R. P. Adams] endemic to North America; and
(iii) sect. Sabina, with ~60 species distributed in southwestern
North America, Asia and the Mediterranean region, with outlier
species in Africa and the Canary Islands. The few polyploids in
wild populations noted above have all been reported to occur
in species belonging to sect. Sabina. Both diploid and tetraploid
cytotypes have been found in some populations of J. chinensis
L. (Sax and Sax, 1933; Hall et al., 1973; Zonneveld, 2012) and
in some populations of J. sabina L. (Siljak-Yakovlev et al., 2010;
Farhat etal., 2019). Few sporadic triploid and tetraploid cytotypes
have also been found in some ornamental cultivars. Juniperus
thurifera is the only species reported to be exclusively tetraploid
(2n = 4x = 44 and 40 pg/2C) (Romo et al,, 2013; Valles et al.,
2015). More recently, Bou Dagher-Kharrat et al. (2013) showed
that J. foetidissima Willd. had a very large genome (59.74 pg/2C),
c. 3-fold larger than confirmed diploid Juniperus species which
range from 19.02 to 26.40 pg/2C (Bennett and Leitch, 2012).
The exceptional genome size of J. foetidissima, suggests this
species may be hexaploid (Bou Dagher-Kharrat et al., 2013) but
cytogenetic studies are needed to confirm this since genome size
alone may be misleading as it can be highly variable between
species of the same genus that have the same ploidy level (Ledig,
1998; Morse et al., 2009; Abdel Samad et al., 2014).

Altogether, these observations suggest that Juniperus may
have undergone an unusual evolutionary trajectory, involving
polyploidization more frequently than encountered in other
conifers. This paper takes a first step toward addressing these
gaps in our data to fully understand the role that polyploidization
has played in the evolutionary history of Juniperus. The objective
was to assess variation in genome size across the whole genus
and use these data as a proxy to estimate ploidy levels. Using
classical cytogenetics approaches, we also determined the ploidy
level of J. foetidissima, which has the biggest genome in this
genus. Finally, we used phylogenetically-informed trait evolution
modeling approaches to reconstruct ancestral genome sizes for
the three main clades of Juniperus and identify the occurrence of
polyploidization events during the evolution of Juniperus.

MATERIALS AND METHODS
Plant Material

The origins of the studied accessions are presented in Table 1.
We used Robert P. Adams’s worldwide collection of Juniperus
leaf material, dried in silica gel and kept frozen at —20°C. This
material has been stored for years (the oldest sample was collected
in 1985). To address its suitability for genome size analysis and
ploidy screening, we carried out measurements on both dry
and fresh material for a sub-sample of 12 species which were
selected to cover as much of the genus diversity at the taxonomic
(representatives of sections Juniperus and Sabina), morphological
(needles-like and scale leaves) and cytogenetic (species with
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TABLE 1 | List of the Juniperus taxa studied with indication of data collection, type of material, genome size data, and chromosome numbers.

Section Species var. Coll # Location Dried/ Date coll. 2C Ccv CcvV 2n  1Cx (pg)
source Fresh (pg) plant  standard
(%) (%)
Caryocedrus J. drupacea Labill. Adams 14693 Turkey Dried 2015 2348 7.19 2.44 2200 11,74
Juniperus J. brevifolia (Seub.) Adams 8152 Azore Islands  Dried 1997 2228 442 2.34 2200 1114
Ant.
J. cedrus Webb and Adams 11510 La Palma Dried 2008  24.70 7.54 2.67 220 1235
Berthol.
J. communis L. Adams 9035 France Dried 2000 24.48 4.98 3.56 220) 12.24
J. communis L. RBGK 1977-1318  NA Fresh 2017 2228 29 2.42 220 1114
J. communis charlottensis R. P.  Adams 10304 Canada Dried 2004 2232 4.71 2.28 220 1116
Adams
J. communis depressa Pursh Adams 10940 New Mexico  Dried 2005 2213 3.93 2.38 2200 11,07
J. communis hemispherica (J. and  Adams 9045 Italy Dried 2000 2266 3.67 2.09 2000 11,33
C. Pres|) Parl.
J. communis kamchatkensis R. P.  Adams 9182-9164  Denmark Dried 2000 - - - - -
Adams
J. communis kelleyi R. P. Adams ~ Adams 10890 USA Dried 2005  22.30 2.86 2.29 220 1115
J. communis megistocarpa Fernald Adams 8576 Quebec Dried 1998 2250 4.2 2.44 220 11.25
and H. St. John
J. communis nipponica (Maxim.)  Adams 8579 Japan Dried 1998  21.92 3.97 222 2200 10.96
E. H. Wilson
J. communis oblonga hort. ex Adams 8765 Armenia Dried 1999 2229 372 2.67 220 1115
Loudon (=var.
communis)
J. communis saxatilis Pall. Adams 8686 Japan Dried 1998 22.87 4.93 2.47 200 11,44
J. communis saxatilis Pall. Adams 10378 Spain Dried 2004 2230 4.2 3.1 220 1115
J. communis saxatilis Pall. Adams 11206 Norway Dried 2006 21.82 4.06 2.44 220) 10.91
J. communis saxatilis (sibirica) Pall. Adams 7589 Mongolia Dried 1995 23.92 422 2.42 220) 11.96
J. deltoides R. P. Adams 14466 Azerbaijan  Dried 2014 2287 3.87 2.88 2200 11.44
Adams
J. deltoides R. P. spilinanus (Yalt., Elicin Adams Turkey Dried 2010 2293 4.34 3.26 220) 11.47
Adams and Terz.) Terz. 12064-12065
J. formosana Hayata Adams 9071 Taiwan Dried 2000 22.31 4.06 2.33 2200 1116
J. formosana Hayata RBGK 1995-2911  NA Fresh 2017  23.03 3.01 2.44 2200 11,52
J. jackii (Rehder) R. P. Adams 10287 USA Dried 2004 2257 3.87 2.44 220 1129
Adams
J. macrocarpa Sibth. Adams 14047 Turkey Dried 2013 2574 4.33 3.2 2000 1287
and Sm.
J. maderensis Adams 11497 Madeira Dried 2008 2264 5 2.15 220 1132
(Menezes) R. P. Island
Adams
J. mairei Lemee and Adams 6772 China Dried 1991 2316 3.9 2.69 2200 1158
H. Leveille
J. navicularis Gand. Adams 8240 Portugal Dried 1997 2266 4.93 25 220 1133
J. oxycedrus L. Adams 9039 France Dried 2000 23.08 4.98 2.69 2000 11,54
J. oxycedrus badia H. Gay Adams 7795 Spain Dried 1096 22.32 3.87 2.93 2200 1116
J. rigida Siebold and Adams 8544 Japan Dried 1098  22.31 4.25 2.56 2200 1116
Zucc.
J. rigida conferta Parl. Adams 8585 Japan Dried 1998  21.81 3.43 213 220 10.91
J. taxifolia Hook. and Adams 8448 Japan Dried 1098  22.44 4.79 4.66 2000 11,22
Arn.
J. taxifolia lutchuensis (Koidz) — Adams 8541 Japan Dried 1998  22.04 3.42 25 220 11,02
Satake
J. angosturana R. P. Adams 6881 Mexico Dried 1991 26.79 3.85 2.51 2200) 13.4
Adams
(Continued)
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TABLE 1 | Continued

Section Species var. Coll # Location Dried/ Date coll. 2C Ccv CcvV 2n  1Cx (pg)
source Fresh (pg) plant  standard
(%) (%)
J. arizonica R. P. Adams 14908 USA Dried 2015  27.64 3.98 2.42 2200 13.82
Adams
J. ashei Buchholz Adams 12260 USA Dried 2004 2530 3.24 2.24 220 12,65
J. barbadensis L. Adams 5368 St. Lucia Dried 1996 2420 2.73 2.35 2020 121
J. barbadensis lucayana Britton Adams 11408 Bahamas Dried 2008 2421 3.16 2.67 2200) 12.11
J. bermudiana L. Adams 2554 Bermuda Dried 1995 2581 3.2 2.7 2200 12.91
Island
Sabina J. bermudiana L. RBGK 2011-1530  NA Fresh 2017 2551 3.19 2.71 220 1276
J. blancoi Martinez Adams Mexico Dried 2004 2482 3.97 2.35 20200 12.41
10258-10259
J. blancoi huehuentensis R. P.  Adams 10247 Mexico Dried 2004 24.83 3.95 2.95 220) 12.42

Adams, S. Gonzalez,
and M. G. Elizondo

J. blancoi mucronata (R. P. Adams 8701 Mexico Dried 1998 2528 3.15 2.37 2200 1264
Adams) Farjon

J. californica Carriere Adams 8698 Aizona, USA  Dried 1998 28.16  3.53 2.15 2200) 14.08

J. californica Carriere Adams 10154 Callifornia, Dried 2004 28.45 3.16 2.28 20() 14.23

USA

J. carinata Y. F. YU Adams 8504 China Dried 1998 24.30 3.31 2.21 2200 12,15

and VL. K. FU

J. chinensis L. Adams 8535 Japan Dried 1998 4751 3.38 278 44022 11.88

and
440

J. chinensis procumbens Sieb. ex Adams 8683 Japan Dried 1998  46.77 3.1 3.07 4400 19,7
Endl.

J. chinensis sargentii A. Henry ~ Adams 8688 Japan Dried 1098  49.67 3.77 252 44072200 12 42

J. coahuilensis Adams 14814 Texas, USA  Dried 2016  26.56 5.79 2.88 2200 13.28

(Martinez) Gaussen

J. comitana Martinez Adams 6859 Mexico Dried 1991 2757 5.06 2.8 2000 1379

J. convallium Rehder Adams 6781 China Dried 1991 2629 4.14 2.96 2200 1315

and Wilson

J. coxii A. B. Jacks Adams 8137 Chimili Valley, Dried 1997  50.70 4.51 2.11 440 1268

Burma

J. davurica Pallas Adams 7253 Mongolia Dried 1994 2399 3.49 2.6 2200 12

J. davurica arenaria (E. H. Adams 10347 China Dried 2004 2430 3.38 2.43 2200 12,15
Wilson) R. P. Adams

J. davurica mongolensis R.P.  Adams 7254 Mongolia Dried 1994 2380 2.96 2.35 2200 119
Adams

J. deppeana Steudel Adams 10539 Mexico Dried 2005 26.39 3 2.32 220) 13.2

J. deppeana Steudel Adams 10927 Arizona, USA  Dried 2005 2593 4.05 255 2200 12,97

J. deppeana gamboana (Mart.) R. Adams 6869 Mexico Dried 1991 26.36 4.1 27 2200 13,18
P. Adams

J. deppeana patoniana (Martinez) ~Adams 6837-11904 Mexico Dried 1991 - - - - -
Zanoni

J. deppeana robusta Martinez Adams 10255 Mexico Dried 2004 2583 3.01 2.49 2200 12,92

J. deppeana robusta Martinez Adams 10256 Mexico Dried 2004 2576 3.62 2.45 2200 1288

J. deppeana sperryi (Correll) R. P Adams 11494 USA Dried 2008 2575 3.91 2.67 2200 1288
Adams

J. deppeana zacatacensis (Mart.)  Adams Mexico Dried 2009 2580 2.9 2.33 220) 12.9
R. P. Adams 10517-10518

J. durangensis Adams Mexico Dried 2009 2554 3.73 258 220 1277

Martinez 10253-11929

J. durangensis topiensis R. P. Adams Adams 11923 Mexico Dried 2009 2564 4.33 2.12 2200 1282

and S. Gonzalez

(Continued)
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TABLE 1 | Continued

Section Species var. Coll # Location Dried/ Date coll. 2C Ccv CcvV 2n  1Cx (pg)
source Fresh (pg) plant  standard
(%) (%)
J. erectopatens Adams China Dried 1998 - - - - -
(Cheng and L. K. Fu) 8532-8533-8534
R. P. Adams
J. excelsa M.-Bieb. Adams 14742 Greece Dried 2016 27.41 4.47 227 2000 13,71
J. fargesii (Rehder Adams 6769 China Dried 1991 25.33 3.65 2.27 2200 12.67
and Wils.) Kom.
J. flaccida Schlecht. Adams 6892 Mexico Dried 1991 26.05 3.56 2.37 2200 13,03
J. foetidissima Willd. Adams 14511 Greece Dried 2015  71.32 3.56 3.15 66l 11.89
J. foetidissima Willd. Adams (waiting for ~ Lebanon Fresh 2017 69.71 3.84 3.91 a6l 11.62
assignment)
J. foetidissima Willd. Adams (waiting for ~ Turkey Fresh 2018 707 3.4 3.2 66l 11,78
assignment)
J. gracilior Pilger Adams 7664 Dom.Rep.  Dried 1996  24.97 3.15 2.29 20200 12.49
J. gracilior ekmanii (Florin) R. P.  Adams 7653 Haiti Dried 1996 25,59 4.44 2.6 220) 12.8
Adams
J. gracilior urbaniana (Pilger and Adams 12314 Dom. Rep. Dried 2009 28.05 4.28 2.42 220) 14.03
Ekman) R. P. Adams
J. gracilior saxicola (Britton and  Adams 5284 Cuba Dried 1985 2555 3.29 2.24 2200 12,78
P. Wilson) R. P.
Adams
J. grandis R. P. Adams 11963 California, Dried 2009 2581 3.04 2.47 2200 12,91
Adams USA
J. horizontalis Adams 14381 Canada Dried 2014 2464 525 3.23 220 12,32
Moench
J. indlica Bertol. Adams 8775 Nepal Dried 1999  48.81 3.95 255 4400 2.2
J. indica Bertol. Adams 12943 Nepal Dried 2011 4807 3.7 2.68 440 12,02
J. indica Bertol. RBGK 2010-2167  NA Fresh 2017 4885 2.13 2.03 440 12.21
J. indica caespitosa Farjon Adams 7625-7626  Nepal Dried 1995 - - - - -
J. jaliscana Martinez Adams Mexico Dried 1991 29.50 3.41 3.02 2200 14,75
15491-15492
J. komarovii Florin Adams 8518 China Dried 1998 2476 3.55 2.21 20200 1238
J. maritima R. P. Adams 11056 Vancouver  Dried 2006 2517 3.75 2.35 20200 1259
Adams Island,
Canada
J. martinezii Perez de Adams 14901 Mexico Dried 2016 27.31 3.87 3.07 20() 13.66
la Rosa
J. microsperma Adams 8522 China Dried 1998 2366 3.89 1.97 2200 11,83
(Cheng and L. K. Fu)
R. P. Adams
J. monosperma Adams 10932 New Mexico  Dried 2005 26.96 4.02 212 2000 1348
(Engelm.) Sarg.
J. monticola Martinez Adams 6876 Mexico Dried 1991 24.86 4.82 2.15 2200 1243
J. morrisonicola Adams 8681 Taiwan Dried 1998 4661 2.8 2.62 440 1165
Hayata
J. occidentalis Hook. Adams 13546 Oregon, USA  Dried 2012 2639 3.85 2.03 2200 132
J. osteosperma (Torr.) Adams 14310 Utah, USA  Dried 2014  26.87 5.41 3.18 2200 13.44
Little
J. ovata R. P. Adams Adams 12279 Texas, USA  Dried 2010 2548 4.95 2.9 2200 12,74
J. phoenicea L. Adams 13813 Spain Dried 2013 2476 4.43 2.98 2200 1238
J. phoenicea L. RBGK 1996-114  NA Fresh 2017 2486 2.96 2.47 2200 1243
J. pinchotii Sudworth Adams 10463 Texas, USA  Dried 2004 2624 3.3 2.04 2200 1312
J. pingii Cheng and Adams 8506 China Dried 1998 25.49 3.23 2.16 2200 12.75
Ferre
J. pingii miehei Farjon Adams 13598 Tibet Dried 2000 29.11 555 1.9 2200 1456
(Continued)
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TABLE 1 | Continued

Species var. Coll # Location Dried/ Datecoll. 2C Ccv cv 2n  1Cx (pg)
source Fresh (pg) plant  standard
(%) (%)
J. poblana (Mart.) R. Adams Mexico Dried 2016 2439 3.98 2.75 2200) 12.2
P. Adams 15208-15209
J. poblana (Mart.) R. Adams 14898 Nayarit, MX  Dried 2016  26.95 4.42 2.29 200 13.48
P. Adams
J. poblana (Mart.) R.  decurrens R. P. Adams 11926 Durango, Dried 2009 - - - - -
P. Adams Adams Mexico
J. polycarpos K. Adams 14171 Azerbaijan Dried 2013  24.92 4.68 3.09 2200 1246
Koch
J. polycarpos turcomanica (B. Adams 8757 Turkmenistan  Dried 1099  24.89 2.76 2.4 2200 1245
Fedtsch.) R. P.
Adams
J. procera Hochst. Adams Ethiopia Dried 2016 24.44 42 2.46 2000 1222
ex. Endl. 15222-15223
J. procera Hochst. RBGK 2013-277  NA Fresh 2017  24.01 3.42 2.34 2200 12,01
ex. Endl.
J. przewalskii Kom. Adams 6775 China Dried 1991 4890 3.27 2.38 440 1223
J. pseudosabina Adams 7808 Kazakstan ~ Dried 1996 2473 3.22 2.32 220) 1237
Fisch., Mey. and
Ave-Lall.
J. recurva Adams 7215 Nepal Dried 1993 4750 2.87 3.78 44072200 11 88
Buch.-Ham. ex D.
Don.
J. recurva RBGK 1976-826  NA Fresh 2017  49.05 2.55 2.62 44072200 12 26
Buch.-Ham. ex D.
Don.
J. rushforthiana R. P. Adams 8140 Bhutan Dried 1997  49.94 452 2.2 4400 12.49
Adams
J. sabina L. Adams 14316 Azerbaijan  Dried 2014  24.65 4.49 2.76 2000, 12,33
44()
J. sabina L. balkanensis R. P. Adams 14722 Bulgaria Dried 2015 4636 - - 44 (i) -
Adams and A. N.
Tashev
J. saltillensis M. T. Adams 6886 Mexico Dried 1991  26.32 3.02 2.06 2200 1316
Hall
J. saltuaria Rehder Adams 6789 China Dried 1991 26.04 4.61 2.34 2200 13,02
and Wils.
J. scopulorum Sarg. Adams 10895 Utah, USA  Dried 2005 2510 3.34 2.37 220 1255
J. scopulorum Sarg. RBGK 2004-1660  NA Fresh 2017 2589 2.78 2.21 2000 1295
J. semiglobosa Regel Adams 8210 Kyrgystan Dried 1997 2641 4.4 2.03 2200 1321
J. semiglobosa Regel jarkendensis (Kom.) — Adams 7820 China Dried 1996 24.96 4.06 2.3 2200 12.48
R. P. Adams
J. semiglobosa Regel talassica (Lipsky) Adams Kyrgystan Dried 1097 2724 438 2.1 2200 1362
Silba 8220-8221-8222
J. seravschanica Adams 8224 Kazakhstan  Dried 1997 4858 2.89 2.99 44072200 12 15
Kom.
J. squamata Adams 6796 China Dried 1991 4855 4.86 2.74 440 1214
Buch.-Ham. ex. D.
Don in Lambert
J. squamata meyeri Rehder (cv.)  Adams 13547 China Dried 2012 46.29 3.88 3.38 440 11.57
J. squamata wilsonii (Rehder) R. P. Adams 12912 China Dried 2012 2560 9.33 3.14 2200 128
Adams
J. standleyi Adams 15396 Mexico Dried 1991 30.30 4.26 2.56 220 1515
Steyermark
J. thurifera L. Adams 9452 Spain Dried 2001 4881 3.54 2.56 4400 2.2
J. thurifera L. RBGK 2015-61 NA Fresh 2017 4714 259 2.31 4400) 11,79
(Continued)
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TABLE 1 | Continued

Section Species var. Coll # Location Dried/ Date coll. 2C Ccv CcvV 2n  1Cx (pg)
source Fresh (pg) Plant Standard
(%) (%)
J. thurifera africana Maire Adams 9420 Morocco Dried 2001 48.23 3.53 2.16 4400 12.06
J. tibetica Kom. Adams 8516 China Dried 1998 4827 29 2.26 440 12,07
J. tibetica Kom. RBGK 2013-276 ~ NA Fresh 2017  49.43 2.96 2.63 440 1236
J. tsukusiensis Adams 8806 Japan Dried 1999 2375 2.94 25 2200 1188
Masam.
J. tsukusiensis taiwanensis (R. P. Adams 9061 Taiwan Dried 2000 23.95 3.84 2.67 2200 11.98
Adams and C-F.
Hsieh)
J. turbinata Guss. Adams 7202 Spain Dried 1093  25.28 4.65 2.8 2000 12,64
J. turbinata Guss. Adams 12397 Turkey Dried 2010  26.38 4.14 1.96 2200 1319
J. uncinata R. P. Adams 7212 Nepal Dried 1993 2451 3.56 2.75 2200 1226
Adams
J. virginiana L. Adams 10231 Tennessee  Dried 2004 2491 249 1.79 220 12,46
USA
J. virginiana silicicola (Small) E. Adams Florida, USA  Dried 2006 24.81 3.58 2.2 220) 12.41
Murray 11113-11114
J. virginiana silicicola (Small) E. RBGK 1984-8179  NA Fresh 2017 2466 4.6 3.94 220) 12.33
Murray
J. zanonii R. P. Adams 6900 Mexico Dried 1991 2519 3.3 3 2200) 12.6

Adams

“coll #” correspond to the herbarium voucher specimens deposited at Baylor University Herbarium (BAYLU) “Adams #” or to accessions from the living collections of the Royal Botanic
Gardens Kew “RBGK #,” Chromosome numbers ) deduced from genome size data, Pretrieved from CCDB, diirectly observed in this study, from Farhat et al. (2019), CV: coefficient

of variation of the 2C values.

different ploidy levels) levels. Fresh leave material was obtained
from plants growing in the living collections of the Royal Botanic
Gardens, Kew, UK.

Genome Size Assessments by Flow
Cytometry

Nuclear DNA contents of about 3,000 stained nuclei were
estimated for each sample with a CyFlowSL Partec flow cytometer
(Partec GmbH) following the one-step protocol of Dolezel
et al. (2007) with minor modifications as described in Clark
et al. (2016). We selected Allium cepa L., 2C = 34.89 pg
(Dolezel et al., 1998; Clark et al., 2016) and the “CyStain PI
Absolute P kit” buffer (Sysmex UK) as the most appropriate
internal calibration standard and nuclei isolation buffer for
ploidy screening in Juniperus.

Chromosome Counts

We compiled published Juniperus chromosome numbers from
the Chromosome Counts Database (CCDB; Rice et al., 2015).
New chromosome counts were made for J. foetidissima and
J. excelsa using 3 years old plants cultivated from seed of
natural origin (from Turkey), and following Valles et al.
(2015) for protoplast preparation and Chromomycin A3 (CMA,
Serva) staining.

Analyses of Genome Size and

Chromosome Number Evolution
Trait evolution was modeled on the phylogenic tree of Adams
(2014), pruned to the set of species and varieties with genome size

data and made ultrametric with R v.3.2.2 (Team, 2016). However,
five taxa with genome size estimates were not represented in
the phylogeny and so they were discarded from these analyses
Uuniperus communis var. kelleyi R. P. Adams, J. deltoides
var. spilinanus (Yalt., Elicin and Terz.) Terz, . durangensis
var. topiensis R. P. Adams and S. Gonzalez, J. poblana var.
decurrens R. P. Adams, J. semiglobosa var. talassica (Lipsky)
Silba)]. The inference of ancestral genome size values was based
on monoploid GS (1Cx-values) sensu Greilhuber et al. (2005).
Ancestral 1Cx-values were reconstructed under ML using the
“fastAnc” command and mapped onto the phylogeny with the
“contMap” command of the Phytools package of R (Revell, 2012).

We used ChromEvol v.2 (Glick and Mayrose, 2014) to
infer ancestral haploid (1) chromosome numbers in Juniperus.
This program implements a series of likelihood models to
infer duplication events, chromosome gains/losses and demi-
duplications at ancestral nodes. The model that best fitted the
data set was chosen under the Akaike information criterion (AIC)
using default parameters.

RESULTS

Genome Size Diversity

Genome sizes were assessed for 111 Juniperus species and
varieties (Table 1), representing 96.5% of taxonomic diversity.
Low differences were found between values obtained with dried
and fresh material for the 12 species analyzed using both types
of leaf material. Differences varied around zero with six positive
(minimum = 0.6%, maximum = 9.8% and mean difference
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FIGURE 1 | Genome size (2C-values, represented by black dots) classes in
Juniperus and their unequivocal relationship with the chromosome number.
Class A represents the range of genome sizes for all diploid species confirmed
by published chromosome numbers. Class B represents the range of genome
sizes for all tetraploid species confirmed by published chromosome number.
Class C represents the genome size of the only hexaploid species so far
reported (i.e., J. foetidissima). (A) Chromosomes of the diploid J. excelsa (our
data); (B) chromosomes of the tetraploid J. thurifera (reproduced from Valles
et al., 2015), and (C) Chromosomes of J. foetidissima confirming its hexaploid
status (our data). Monoploid genome size (1Cx-values, represented by yellow
dots) of the three sections were also illustrated.

= 3.1%) and six negative percentages (minimum = —0.42%,
maximum = —3.16% and mean difference = —2.15%). Overall,
the genome size estimates for Juniperus ranged 3.2-fold (from
21.81 to 70.58 pg/2C) but they were seen to be distributed into
three non-overlapping classes (Figure 1), class A: 21.81-30.3
pg/2C, B: 46.29-50.7 pg/2C, and C: 70.58 pg/2C.

Ploidy Levels Inferred From Genome Size

Data

We gathered chromosome number data from the CCDB for
41 Juniperus species and varieties (Table 1). In addition, we
made the first chromosome counts for J. excels—a diploid
with 2n = 22, and . foetidissima—a hexaploid with 2n = 66
(Figures 1A,C, respectively). Ploidy levels based on chromosome
numbers agreed with those inferred from genome size for all
but two taxa, suggesting a strong correlation between genome
size, ploidy level and chromosome number. Genome size values
of class A corresponded to diploids with 2n = 2x = 22, class
B to tetraploids with 2n = 4x = 44 and class C to hexaploids
with 2n = 6x = 66 (Table 1; Figure 1). The two exceptions were
J. seravschanica Kom. and J. chinensis var. sargentii A. Henry,
which were both reported to be diploid in the CCDB but had
genome size estimates indicating the samples analyzed here were
tetraploid. We thus considered these taxa to have two cytotypes,
as previously established for J. chinensis and J. sabina (Table 1).

Evolution of Chromosome Numbers

The best-fitting model in ChromEvol to explain the evolution
of chromosome numbers in Juniperus was the CONST_RATE
model (Supplementary Table S1), suggesting that polyploidy is
the predominant mode of chromosome evolution in Juniperus.
The ancestor of the whole genus was inferred to be diploid, with
n = 11. It is noted that the polyploids were exclusively restricted
to sect. Sabina (Figure 2). Three lineage-specific polyploidization
events leading to tetraploidy were detected in the ancestors of
the clades giving rise to (i) J. recurva, J. rushforthiana, J. indica,
(ii) J. preswalskii, ]. tibetica, J. morrisonicola, ]. squamata, and
(iii) J. thurifera, ]. foetidissima (Figure2). A further gain of
22 chromosomes was inferred in the lineage giving rise to the
hexaploid J. foetidissima. Six species-specific or within-species
polyploidization events (i.e., cytotypes) were found in J. coxii, J.
sevaschanica, J. chinensis, J. chinensis var. procumbens, J. chinensis
var. sargentii and J. sabina, all of which contained both diploid
and tetraploid individuals (Figure 2).

Evolution of Genome Size

Beside the genome size variation explained by chromosome
number difference, a small variation at the 1Cx-level was detected
between ploidy levels. In addition, the distribution of 1Cx-values
across Juniperus presented in Figures 1, 2 showed an ancestral
genome size of 12.37 pg for the whole genus and overall larger
values in species belonging to sect. Sabina (mean 1Cx 12.7 pg,
ancestral 1Cx 12.64 pg) compared with those of sect. Caryocedrus
(mean 1Cx 11.74 pg, ancestral 1Cx 12.15 pg) and sect. Juniperus
(mean 1Cx 11.38 pg, ancestral 1Cx 11.59 pg). Nevertheless,
decreases in 1Cx-values were observed in several taxa from sect.
Sabina, including some -but not all- polyploids. Polyploid taxa
showed limited 1Cx variation relative to the value inferred for
their most recent ancestors, with a maximum 1Cx downsizing of
5.70% for J. squamata var. meyeri, and a maximum 1Cx upsizing
of 1.71% in J. rushfortiana (Supplementary Table S2).

DISCUSSION

Reliability of Genome Size Estimates From

Desiccated Leaf Material of Juniperus
Over the years considerable attention has focused on exploring
the suitability of dried plant material for genome size and ploidy
level analysis, especially given the challenges of collecting and
analyzing fresh material from plants growing in remote locations.
Dried material has certainly shown to be suitable for ploidy level
analysis in many vascular plants (Suda and Travnicek, 2006;
Schonswetter et al., 2007; Suda et al., 2007; Popp et al., 2008;
Krejcikova et al.,, 2013; Wang and Yang, 2016). Nevertheless, the
quality of data generated by flow cytometry using dried material
has been shown to differ between species, buffers (Bainard et al.,
2011) and type of desiccation used (Smarda et al., 2005; Smarda
and Stancik, 2006; Suda and Travnicek, 2006) and it is now
generally accepted that while desiccated material is suitable for
ploidy level analysis, it is usually not reliable enough for accurate
genome size estimations.

In contrast to these previous studies, our analyses of Juniperus
showed that leaves dried in silica gel and stored continuously
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FIGURE 2 | Ancestral state reconstruction of genome size (1Cx/pg) and chromosome number (n) on a phylogenetic tree of Juniperus reconstructed using Bayesian
approaches (Adams, 2014). An illustration of the leaf shape for each section is represent by: (a) J. drupacea (sect. Caryocedrus); (b) J. communis (sect. Juniperus); (c)

at —20°C are suitable for genome size estimations using flow
cytometry, giving reasonable data quality (i.e., mean %CV = 3.9,
S.D. = 0.96). This was supported by comparisons of 2C-values
estimated for the same species from dried and fresh material
where low differences between the two variances were found in
the 12 species analyzed. We are thus confident that the genome
size data generated from the desiccated material analyzed here
are reliable and hence suitable for exploring genome size [but
there might be a slight shift in “absolute” genome sizes (9.8% at
maximum)] and ploidy diversity and evolution across Juniperus.
Our results broadly agree with Bainard et al. (2011) who found
that leaves desiccated immediately in the field using silica gel,
was one of the most promising conservation methods, yielding
reasonable quality flow cytometry peaks for some species.

Variability in Genome Size and Polyploidy
in Juniperus
This study showed that junipers are characterized by possessing
large genomes (mean genome size for diploid taxa = 25 pg/2C)
with extensive variation between species (ranging 3.2-fold from
21.81 to 71.32 pg/2C). This large variation perfectly correspond
to known ploidy levels (2x - 6x), while the variation in 1Cx is
only 1.38-fold. The data considerably extend our knowledge of
genome sizes in Juniperus which was previously based on data
for just 19 species (Bennett and Leitch, 2012). They also show
Juniperus now has the largest range in genome size so far reported
for any conifer genus.

There are three main mechanisms which can lead to variation
in genome size; (i) rapid loss or expansion of transposable
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and/or other repetitive elements, (ii) loss or gain of chromosomes
(aneuploidy and dysploidy), and (iii) polyploidization, possibly
followed by genome downsizing (Ramsey and Schemske, 1998;
Leitch and Bennett, 2004; Greilhuber et al., 2005; Morse et al.,
2009). While in Pinus the high variability in genome size
(34.50-72.00 pg/2C; Murray et al., 2012) has been shown to be
mainly driven by variation in copy numbers of repeats, such as
retrotransposable elements (Morse et al.,, 2009; Kovach et al.,
2010; Nystedt et al., 2013), in Juniperus, our data indicate that
most of the variation in genome size is due to variation in ploidy
levels. This does not exclude the occurrence of limited genome
size variation within each ploidy level, but based on the data
presented, it is relatively small, ranging just 1.4-fold in diploids
(95 taxa) and 1.1-fold in tetraploids (15 taxa). The source of this
variation is still unclear but likely to represent variation in repeat
content since, to date, there have been no reports of aneuploidy
in the genus (Murray, 2013).

Among the 111 taxa analyzed, just two (J. chinensis var.
sargentii and J. seravschanica) showed a discrepancy between
the chromosome number reported in the CCDB and the ploidy
level estimated from the genome size data obtained here. This
could be due to a technical error, such as misidentification
of the species used for counting chromosomes and such an
explanation is possible for J. seravschanica, where the synonym
taxa J. macropoda Boiss. has been used to determine the ploidy
level (Rice et al., 2015). Nevertheless, these exceptions could
also be explained by the existence of intra-specific variability
in ploidy levels (=cytotype diversity), a well-documented
phenomenon encountered in many land plant lineages, especially
in angiosperms and ferns (Husband et al., 2013). In contrast,
cytotype diversity is rarely reported in gymnosperms, with
Ephedra being the only genus where it occurs extensively (>50%
of species have >1 cytotype—Ickert-Bond et al., 2015). Prior
to this study, natural intraspecific variation in ploidy level in
Juniperus had only been reported in a few species including in
J. chinensis (2x, 4x) (Sax and Sax, 1933; Hall et al., 1973) and J.
sabina (2x, 4x) (Siljak-Yakovlev et al., 2010; Farhat et al., 2019).

In view of these previous studies, the results presented
here are striking—revealing a much higher frequency of
polyploidy in Juniperus than hitherto detected, with 15% of
taxa being tetraploid, and the discovery of an hexaploid
(J. foetidissima), which is only the second hexaploid to
be found in conifers. In addition, the use of ChromEvol
to infer the evolution of chromosome numbers across the
phylogeny of Jumiperus suggests that there have been an
unexpectedly high number of polyploidization events throughout
its evolutionary history compared with other gymnosperm
lineages (except Ephedra). Such a result suggests that mechanisms
that promote polyploidization and/or the evolutionary success
of polyploid species have occurred at a much higher frequency
in Juniperus than in other conifers, and even in gymnosperms
in general, apart from Ephedra. It is also worth noting that
only one individual was analyzed for most taxa in this
study. It is therefore possible that our data underestimate
the importance of polyploidization in Juniperus as additional
intraspecific ploidy diversity may well be uncovered when
more individuals are analyzed, as already seen in J. sabina
and J. chinensis.

Genome Size Evolution and Ploidy Levels

of Juniper Ancestors

Studies exploring the evolution of genome size diversity
across different land plant groups, have uncovered contrasting
dynamics in genome size fluctuations throughout their evolution
(Bainard and Villarreal, 2013; Clark et al., 2016; Soltis et al.,
2018). Now that genome size data are available for almost every
recognized taxa of Juniperus and that ploidy levels can be inferred
given the robust relationship with genome size (Figure 1), the
reconstruction of the ancestral genome size within this genus
and inferred ancestral ploidy level is highly instructive. Indeed,
apart from Pinus (Grotkopp et al., 2004), our study is the first
to reconstruct ancestral genome size within a species-rich genus
for any gymnosperm. Our analysis revealed that the ancestral
ploidy level for Juniperus was diploid with an estimated genome
size of 12.37 pg/1C, which fits within the range of 9-12.38 pg/1C
inferred by Burleigh et al. (2012), based on a sampling including
only two Juniperus species amongst 165 gymnosperm species.

Within the genus, we found evidence suggesting that
fluctuations in genome size, both upsizing and downsizing,
independent of polyploidy, have taken place during evolution,
as also found in Pinus (Grotkopp et al., 2004) and across other
gymnosperm lineages as well (Burleigh et al., 2012). However,
while, in most other gymnosperm genera the shifts in genome
size are likely to be driven by changes in the abundance of
repetitive DNA (Nystedt et al., 2013; De La Torre et al., 2014),
in Juniperus the large shifts in genome size are associated with
polyploidization events, with a minimum of 10 such events
predicted from our analyses (Figure 2). Whether the occurrence
and frequency of polyploidy, which was seen to be restricted
to sect. Sabina, contributes to the higher number of species in
this section (c. 60 species) compared with the other two sections
of Juniperus (sect. Juniperus = c. 13 species, sect. Caryocedrus
= one species) is unclear, although previous studies pointing
to higher diversification rates in some angiosperm lineages
following polyploidy suggest this is possible (Wood et al., 2009;
Landis et al., 2018).

Concerning the origin of the hexaploid, J. foetidissima, there
are several possible pathways. It could have arisen from a triploid
ancestor following one step. If so, then there are two possible
routes; (i) fertilization between two unreduced triploid gametes
of a triploid ancestor, or (ii) somatic doubling of a triploid,
giving rise directly to the hexaploid. Alternatively, it could have
arisen following two WGD events (two steps) as envisaged for the
hexaploid Sequoia sempervirens (Scott et al., 2016). The first step
being a WGD event either via autopolyploidy or allopolyploidy
leading to the formation of a tetraploid with n = 2x, followed
by hybridization with a diploid (n = x) leading to a triploid.
The second step involves a WGD giving rise to a hexaploid.
The reports of sporadic triploid Juniperus individuals indicate
that triploids can indeed form (Hall et al., 1973). However, yet
another possibility is that the origin of J. foetidissima does not
involve a triploid, but instead arose from hybridization between
an unreduced gamete from a tetraploid (4x) with either (a) a
reduced gamete from another tetraploid (2x) or (b) an unreduced
gamete from a diploid (2x). Currently, there is no information
about the genomic makeup of J. foetidissima to know whether it
is an auto- or allo-polyploid, or its mode of origin.
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Why Is Polyploidy More Common in

Juniperus Than Other Conifers?

The success of hexaploid Sequoia sempervirens and polyploid
Ephedra species (4x - 8x), has been partially attributed to
their capacity for vegetative propagation (Scott et al., 2016; Wu
et al, 2016) and this may also contribute to the survival of
polyploid Juniperus species as there is evidence that they too
have the capacity for vegetative propagation [e.g., in J. sabina
and J. communis (Houle and Babeux, 1994; Ronnenberg, 2005;
Wesche et al., 2005; Tylkowski, 2010)]. Furthermore, the extreme
longevity has been suggested to be another factor contributing to
the success of polyploidy in S. sempervirens (Scott et al., 2016),
and since Juniperus has been classified as long-lived (Ward,
1982; Gauquelin et al., 2012) this may also help the survival of
polyploids, enabling them to become established.

Here we propose a novel hypothesis that may also contribute
to higher frequency of polyploidy revealed in Juniperus—this
is the high frequency of sympatry between juniper species. In
contrast to most of the conifers, the geographical ranges of
Juniperus species overlap considerably which opens up lots of
opportunities for natural hybridization between species. For
example, in Spain, hybrids between J. thurifera x J. sabina and J.
thurifera x J. phoenicea and J. sabina x J. phoenicea in sympatry
have been described (Rojo and Diaz, 2006, 2009; Rojo and Uribe-
Echebarria, 2008). More recently, Adams et al. (2016) suggested
that an ancient hybridization between J. thurifera and J. sabina
gave rise to J. sabina var. balkanensis. Juniper hybrids are also
common in North America between closely related species in
areas of sympatry [e.g., between J. virginiana L. and J. horizontalis
Moench, J. osteosperma Hook and J. occidentalis Torr. Little, J.
virginiana var. silicicola, and J. bermudiana (Vasek, 1966; Palma-
Otal et al., 1983; Adams and Kistler, 1991; Adams and Wingate,
2008; Adams, 2014)].

Even though the sympatry is a sine qua non condition for
natural hybridization, there are few cases of conifers occurring
in sympatry that do hybridize without giving rise to polyploids:
e.g., Pinus taeda and P. echinata (Edwards-Burke et al., 1997).
Furthermore, induced hybridization like for Cedrus species (Fady
et al,, 2003) produced only homoploids. Cases of unreduced
gamete production were documented in Cupressaceae (Pichot
and El Maataoui, 2000) and Ephedraceae (Wu et al., 2016). This
ability to produce unreduced gametes may be the explanation for
polyploidisation in Juniperus.

On the other hand, the genomic shock arising from
hybridization can often be ameliorated by WGD and subsequent
diploidization as it was shown in angiosperms (Hegarty et al.,
2006). Given the high frequency of hybrid formation in Juniperus,
and assuming that similar levels of genomic shock following
hybridization also occur here, as in angiosperms, then it is
possible to envisage that polyploidy may offer one potential
solution to these genomic challenges, tipping the balance toward
their survival in the wild. Clearly, studies are now needed
at the molecular level to provide insights into whether our
understanding of the genomic consequences of hybridization and
polyploidization in angiosperms is also applicable to the growing
list of gymnosperm polyploids.

CONCLUSION

Polyploidy or whole genome duplication is rare in conifers. The
lack of studies on polyploidy within Juniperus prompted the
present study, in which the ploidy level of 96.5% of the genus
was screened in order to explore the extent of polyploidy across
the genus. Silica gel-dried leaves of Juniperus were found to
be highly suitable for genome size measurements using flow
cytometry. This study uncovered a relatively high number of
polyploidization events (at least 10) in Junmiperus, compared
to other conifers, and revealed that at least 15% of Juniperus
taxa are tetraploids. In addition, we used both chromosome
and genome size data to validate the presence of the only
hexaploid in Juniperus (J. foetidissima) so far reported, and
only the second hexaploid found in conifers (after Sequoia
sempervirens). An analysis of the phylogenetic distribution of
polyploids across Juniperus showed they were restricted to sect.
Sabina and that three clades are exclusively made of polyploids
(one including the hexaploid J. foetidissima), providing the
first evidence of possible lineage-specific polyploidizations in
the genus.

Overall, it seems clear that Juniperus is exceptional within
conifers, and represents a second genus within gymnosperms
where polyploidy is common. We propose that Juniperus
should be considered to be a highly relevant model for
studying polyploidization mechanisms and pathways in conifers,
and comparisons with Ephedra will provide a comprehensive
understanding of the evolutionary dynamics and consequences
of polyploidy in gymnosperms.
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Chapitre I11: Variation de la taille du génome et du niveau de ploidie de
Juniperus sabina L. dans son aire de répartition géographique
(Cupressaceae).

La polyploidie et I'nybridation naturelle sont considérées comme deux processus évolutifs majeurs
impliqués dans la spéciation et la diversification des plantes. Chez les Coniféres, I’hybridation naturelle
est plus fréquente que la polyploidie. Néanmoins, quelques cas de polyploidie ont été rapportés dans le
genre Juniperus. Dans ce genre, une nouvelle variété, Juniperus sabina var. balkanensis est supposee
étre le produit d'une ancienne hybridation entre le tétraploide Juniperus thurifera et le diploide
Juniperus sabina var. sabina. La variation de la taille du génome et le niveau de ploidie de deux taxons
de J. sabina ont été estimés par cytométrie en flux au sein d’un panel de 29 populations. Nos résultats
montrent que les 13 populations de J. sabina var. sabina sont toutes diploides avec des tailles du
génome qui varient entre 22,09 et 25,03 pg / 2C, tandis que les 16 populations de J. sabina var.
balkanensis sont tétraploides avec des tailles de génome qui vont de 41,99 pg a 51,33 pg / 2C. Ces
résultats ouvrent de nouvelles perspectives de recherches pour déterminer quel a été la voie de
polyploidisation de J. sabina var. balkanensis, et pour comprendre les facteurs historiques et

écologiques responsables de sa répartition géographique actuelle.
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Chapitre IV: Premiéres évidences d’hybridation entre Juniperus thurifera et
J. sabina dans leur zone sympatrigue dans les Alpes Francaises

L'hybridation interspécifique est un phénoméne évolutif important chez les plantes vasculaires.
Cependant, il a ét¢ démontré que I’hybridation entre espéces présentant des niveaux de ploidie
différents se produit rarement dans la nature. Fait intéressant, a Saint Crépin (Alpes francaises), trois
genévriers (une femelle et deux males) aux phénotypes intermédiaires entre le tétraploide J. thurifera et
le diploide J. sabina présents en sympatrie dans cette population ont été présumeés hybrides. Dans cette
étude, une évaluation de la taille du génome a été réalisée pour Vérifier le niveau de ploidie de ces trois
hybrides présumés. Des séquences chloroplastiques et nucléaires (ITS) de ces présumés hybrides, ainsi
que les espéces parentales potentielles, ont été analysées pour révéler I'occurrence d'hybridation. La
variabilité de la taille du pollen a également été évaluée pour avoir un premier apercu de la régularité de

leur microsporogenese.

Sur la base de la taille du génome, nous avons montré que les trois individus morphologiquement
intermédiaires étaient des triploides. Les analyses des séquences de chloroplastes et de la région ITS
ont révélé que les trois individus intermédiaires sur le plan morphologique étaient issus d'une
hybridation entre J. sabina (parent maternel) et J. thurifera (parent paternel). Nous avons également
remarqué que la taille du pollen chez Juniperus augmente avec le niveau de ploidie. En outre, la
possibilité de produire des gametes non réduits chez les deux espéces parentales a été détectée. Les
deux hybrides triploides méales produisent une majorité de grains de pollen conformes. Pour I'un d'entre
eux, les pollens échantillonnés présentaient une variation de diamétres beaucoup plus grande que celle
trouvée chez les espéces parentales. Des grains de pollen avortés ont également été observés dans I'un

des deux triploides males.

Cette étude met en évidence la singularit¢ de ’hybridation naturelle entre les especes de Juniperus
présentant différents niveaux de ploidie en présence sympatrique, ce qui en fait le premier genre de
coniféeres ou des hybrides triploides ont été détectés dans la nature. En ce sens, Juniperus représente un
modele intéressant pour 1’étude des barrieres de reproduction entre especes sympatriques et de leurs

conséquences génétiques pour la diversification et I’évolution de ce genre de coniferes.
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Abstract:

Interspecific hybridization is an important evolutionary phenomenon in vascular plants.
Natural hybridization between species living in sympatry occurs frequently. Less frequent are
hybridizations between species having different ploidy levels. Interestingly, at Saint Crépin
location (French Alps), where sympatry between the tetraploid J. thurifera and the diploid J.
sabina occurs, three individuals (one female and two males) with intermediate phenotypes,
have been observed. The question whether these individuals are interspecific hybrids is
opened. In this study, we used flow cytometry for a rapid screening of ploidy levels of both
putative parents and potential hybrids and molecular sequences to track introgressions events
of these taxa. Also, variability of pollen size was assessed to have a first insight on the

regularity of their microsporogenesis.

Based on genome size, we showed that the three morphologically intermediate individuals
were triploids. Chloroplastic and ITS sequences revealed that these three individuals are
hybrids originated from a cross between J. sabina (as maternal parent) and J. thurifera (as
paternal parent). We also noticed that the pollen size in Juniperus increase with the ploidy
level. Besides, the possibility for the production of unreduced gametes in both parental
species was detected. The two male triploid hybrids produced a majority of well-conformed
pollen grains. For one of them, the sampled pollen population displayed a much high
variation in pollen diameter than pollen grains produced by parental species. Also aborted

pollen grains were produced only in one of the two male triploids.

This study highlights the singularity of natural hybridization between Juniperus species with
different ploidy levels in sympatric occurrence, making it the first conifer genus where
triploid hybrids were detected in nature. In this sense, Juniperus represents an interesting
model for investigating the importance of gene flow between species in sympatry and their

consequences for diversification, evolution and adaptation in this coniferous genus.

Keywords: French Alps, interspecific hybridization, Juniperus, polyploidy, Saint Crépin,
triploid hybrids.
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Introduction

Juniperus L. species are evergreen trees and shrubs of Cupressaceae family. It has been
classified as the most diversified genus inside its family and the second most diversified
among conifers after the genus Pinus L.. Juniperus is a monophyletic genus comprising 75
species clustered into three monophyletic sections: Caryocedrus, Juniperus and Sabina
(Adams, 2014). They are widely distributed in the Northern Hemisphere except for J. procera
Hochst. ex Endl., the only species distributed in the Southern Hemisphere (Adams, 2014).
This wide distribution of juniper species is mainly due to their tolerance to extreme
environmental factors such as drought, nutrient-poor substrates and winter cold (Noble, 1990;
McDowell et al., 2008; Rawat & Everson, 2012; Kukowski et al., 2013; Mathaux et al.,
2016), allowing them to adapt to diverse habitats. Indeed, species from this genus are found
from the see level until high altitudes, in forests and deserts, on rocky cliff and on sand dunes
(Gauquelin et al., 1988; Mazur et al., 2010; Douaihy et al., 2012; Adams, 2014; Diez-
Garretas & Asensi, 2014; Pinna et al., 2015; Mathaux et al., 2016). In addition, wide
overlapping geographical distributions of Juniperus species and varieties have been noticed.
Potential hybrids have been described based on their morphology in sympatric locations in
Spain between species either with the same or different ploidy levels, as for example
potential hybrids between J. sabina L. (2n=2x) and J. phoenicea L. (2n=2x), J. thurifera L.
(2n=4x) and J. phoenicea (2n=2x), J. thurifera (2n=4x) and J. sabina (2n=2x) (Rojo & Diaz,
2006; Rojo & Uribe-Echebarria, 2008; Rojo & Diaz, 2009). Besides, hybridization has been
commonly reported between closely related diploid species in areas of sympatry in the north
of America, as for example between J. virginiana var. silicicola and J. bermudiana, J.
virginiana L. and J. horizontalis Moench and J. osteosperma Hook and J. occidentalis Torr.
Little (Vasek, 1966; Palma-Otal et al., 1983; Terry et al., 2000; Adams & Wingate, 2008).

Natural interspecific hybridization is an important evolutionary process and a frequent
phenomenon in vascular plants. It could enhance genetic diversity, species adaptation and
may lead to speciation (Mallet, 2007; Hopkins, 2013; Goulet et al., 2017; Kerbs et al., 2017).
Interspecific hybridization may arise with or without whole genome duplication defined, in
that case as “allo-polyploidization” and classified as one of the most common mechanisms of
speciation in sympatric area (Rieseberg, 1997; Soltis & Soltis, 2009; Abbott et al., 2013).
Hybridization has been linked to habitat disturbance and global warming specially in
mountain regions (Nolte & Tautz, 2010; Gomez et al., 2015). Indeed, environmental changes
were shown to be promoters for interspecific hybridization and hybrid speciation by changing
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distribution ranges of plants resulting in the increase the sympatric occurrence between
related species (Chunco, 2014; Gomez et al., 2015; Vallejo-Marin & Hiscock, 2016; Klonner
etal., 2017).

Interspecific hybridization hotspots have been previously noticed in the Atlantic,
Mediterranean and Alpine biogeographic regions (Marques et al., 2017). Lately, the
European Alps have undergone an alarming retreat of glaciers due to the global warning
(Paul et al., 2004; Diolaiuti et al., 2011). This might have produced conditions more
favorable for hybridization events by reducing geographical barriers between species
(Vallejo-Marin & Hiscock, 2016). In the French Alps, six juniper species has been identified.
Three species of Juniperus section: J. nana Willd. (= Juniperus sibrica Burgsd.), J.
communis L., J. oxycedrus L. and the other three species belong to the Sabina section: J.
sabina, J. thurifera and J. phoenicea (Lebreton et al., 2013). The distribution of those species
in this region has been well surveyed by the National Alpine Botanical Conservatory
(CBNA) and occurrence of those species in sympatry, especially between J. thurifera and J.
sabina, has been observed (Lebreton et al., 2013). These two species are morphologically
very different. Juniperus thurifera is a pyramidal tree that could reach 20 m in height
compared to J. sabina which is a shrub less than 1 m in height except in Mongolia and in
Spain; in Sierra Nevada location where it forms a horizontal shrub (Adams & Schwarzbach,
2006; Perez-Latorre & Cabezudo, 2009; Adams, 2014; Adams et al., 2016). Both species has
scale-like leaves but differences occur in the leaf glands which are abaxial in J. sabina and
oblong on J. thurifera leaves. Female cones in J. sabina are smaller than those of J. thurifera
and contains one or two seeds in contrast to J. thurifera where female cones could hold up to
5 seeds (Adams, 2014). Interestingly, three junipers (two males and one female) displaying
morphologically intermediate phenotypes between the tetraploid J. thurifera and the diploid
J. sabina have been reported by CBNA in Saint Crépin forest (French Alps), where these two
species co-occur. The question whether these three individuals could be the result of

hybridization between J. thurifera and J. sabina is opened.

In this study, first the ploidy level of these phenotypically intermediate individuals was
determined by flow cytometry. nrDNA (ITS) and chloroplast sequences analyses were used
to confirm that those individuals in Saint Crépin were hybrids between J. thurifera and J.
sabina. Finally, observation of pollen conformity and size was carried out to check whether
microsporogenesis in putative hybrids seems normal. Pollen size was used as a proxy to

discuss the potential diversity of male gamete cytotypes produced by the different taxa.
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Material and method

Studied area and Plant material

The studied area was the Saint Crépin forest in the department of “Hautes-Alpes” in the
South of France. The site’s substrate was limestone. Altitude ranged from 1100 m to 1250 m
with moderate slopes (20° to 40°). Three putative hybrids (PH1, PH2 and PH3) have been
identified in this locality based on their shape. They are shrubs semi-prostrate with erected
edge: PHL1 is a female shrub of 50 cm in height, PH2 is a male shrub of 80 cm in height and
PH3 is a male shrub of 2 m in height (Figure 1).

Leave samples of 6 individuals of J. thurifera (JT1 to JT6), 6 individuals of J. sabina (JS1 to
JS6) and the 3 putative hybrid individuals (PH1, PH2 and PH3) were collected and directly
preserved in silica gel until use.

Male cones from three J. thurifera male trees (JT1, JT2, JT4), three J. sabina male shrubs
(JS3, JS5, JS6) and the two male potential hybrids (PH2, PH3) were collected and dried.
[Figure 1 near here].

Details of the studied individuals and locations are present in Table 1 and on Figure 2.

All the samples analyzed in this study have been conserved in the herbaria of the National
Alpine Botanical Conservatory.

[Figure 2 near here].

[Table 1]

Genome size measurement

Sample preparation. The total nuclear DNA amount was assessed by flow cytometry (FCM)
according to Bourge et al. (2018) on silica dried leaves of Juniperus samples and fresh
Hordeum vulgare L. ‘Sultan’ (2C= 9.81 pg, (Garnatje et al., 2004) used as a standard. The
leaves (approx. 30 mg) of both the internal standard and Juniperus sample were
simultaneously chopped using a razor blade in a plastic Petri dish with 600 ul of cold Gif
nuclear-isolation buffer-GNB (Bourge et al., 2018): 45 mM MgCl,, 30 mM sodium citrate,
60 mM MOPS (4-morpholine propane sulphonate, pH 7), and 1% (w/v) polyvinylpyrrolidone
10,000, pH 7.2 containing 0.1% (w/v) Triton X-100, supplemented with 5 mM sodium
metabisulphite and RNase (2.5 U/ml). The nuclei suspension was filtered through 30 um
nylon mesh. The nuclei were stained with 100 pg/ml propidium iodide (PI), a specific DNA

fluorochrome intercalating dye, and kept 5 min at 4°C.
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Flow cytometric analyses. DNA content of about 3,000 stained nuclei was determined for
each sample (JT1 to JT6, JS1 to JS6, PH1, PH2 and PH3) using the cytometer CytoFLEX S
(Beckman Coulter- Life Science United States. Excitation 561 nm, 26 mW; emission through
a 610/20 nm band-pass filter). The software CytExpert was used for histogram analyses. The
total 2C DNA value was calculated using the linear relationship between the fluorescent
signals from stained nuclei of the sample and the internal standard, according to the following
formula:

2C DNA content/nucleus (pg) = (Sample 2C peak mean / Standard 2C peak mean) x
Standard 2C DNA (pg).

DNA polymorphisms analysis

DNA extraction.

Total genomic DNA was extracted by cetyltrimethyl ammonium bromide (CTAB) method
(Doyle & Doyle, 1990) according to the modifications for conifers elaborated by Dagher-
Kharrat et al. (2007). Approximately 30 mg of dried leaves were grinded in a 2% CTAB
solution (1.4 M NaCl, 20 mM EDTA, 100 mM Tris-HCI pH 8.0, 2% CTAB and 2%
polyvinylpyrrolidone (PVP)). The DNA was quantified and diluted for a concentration of 50

ng/ ul.

Polymerase chain reaction (PCR)

ITS and four chloroplastic regions (petN/psbM; TrnL/trnF ; trnS/trnG ; trnD/trnT) were
amplified. Each PCR reaction contained 10 pmol of each forward and reverse primer
(sequences are given in Table 2), 0.2 mM of each dNTPs, 1X DreamTaq Buffer (Thermo
Scientific), 2.5 units of DreamTag DNA Polymerase (Thermo Scientific) and 100 ng of
genomic DNA in a final volume of 50 ul. The amplification program was : one cycle initial
denaturation at 95 °C for 3 min, followed by 30 cycles of : denaturation at 95 °C for 30 s; 30
s at annealing temperature (given in Table 2) ; 1 min extension at 72 °C. Then a final

extension was done at 72 °C for 10 min.

In order to determine sequence haplotypes in potential hybrids (possibly heterozygous), PCR
amplicons of ITS from these potential hybrids were cloned. Further cloned amplicons were
obtained by using the Tag DNA polymerase (MP Biomedicals). In each reaction, 100 ng of
genomic DNA was added to 10 pmol of each ITS forward and reverse primer, 0.2 mM of
each dNTPs, 1X Tag DNA polymerase buffer with 25mM MgClI, and 2.5 units of Tag DNA
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polymerase. The PCR protocol was: initial denaturation at 94 °C for 1 min, followed by 27
cycles at 94 °C for 1 min, 61 °C at 1 min, and 72 °C at 1 min and a final extension at 72 °C

for 5 min.
[Table 2 near here].

Cloning

Ligation of the fresh PCR product into pCR®2.1 vector (Thermo Scientific) was done in a
final volume of 10 ul following the manufacturer’s instructions. Then, 2 pl of the ligation
product were added to 50 pl vial of frozen One Shot® Competent Cells (Thermo Scientific)
resistant to ampicillin. The competent cells were transformed based on the manufacturer’s
instructions. Transformed colonies that have been checked to possess a recombinant plasmid
were grown overnight in 5 ml LB liquid medium with 50mg/ml ampicillin at 37°C on
225rpm. Plasmid extraction of the cultured colonies was done using MACHEREY-NAGEL

Nucleospin Plasmid kit following the manufacturer’s protocol.

Sequencing and sequence analysis.

Sanger sequencing was carried out at GENEWIZ Genomics platform. All sequencing
reactions were performed directly on PCR products except for the clones ITS sequences of
the three hybrids individuals for which four clones of each individual were sequenced using
M13 universal primers.

All sequencing reactions were performed on the forward and reverse directions. Consensus
sequences construction and alignments were conducted under BioEdit software v7.2.6 using

global alignment algorithm.

Pollen size measurement

Alexander’s stain (Alexander 1969) was applied on pollen sampled from 10 male cones of
each J. thurifera tree (JT1, JT2, JT4), from 5 male cones for each J. sabina shrub (JS3, JS5,
JS6) and from 10 male cones for each putative hybrids (PH2 and PH3). Pollen slides were
examined using Zeiss Axiophot microscope and pollen grains were photographed using a
highly sensitive CCD camera (RETIGA 200R, Princeton Instruments, Every, France) and
image analyzer (Metavue, Every, France). Diameters of around 100 pollen/cone were

measured using the software ImageJ.
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Pollen diameters of J. thurifera, J. sabina and the 2 potential male hybrids were tested for
their normal distribution. One way ANOVA and Kruskal Wallis tests were carried out to test

pollen size differences among J. sabina and J. thurifera.
Results
Genome size estimation of the parental species and their putative hybrids

The genome size of the six J. sabina, six J. thurifera individuals and the three putative
hybrids were successfully measured using flow cytometry. The 2C DNA values of J.
thurifera and J. sabina were 45.8 + 1.04 pg and 23.25 + 0.25 pg respectively. Regarding the
putative hybrid individuals, the 2C DNA values were very close to each other with 34.07 pg,
34.6 pg and 35.3 pg for PH1, PH2 and PH3 respectively, showing an intermediate genome
size between J. sabina and J. thurifera (Figure 3).

More details on the genome size measurements for each sample and the corresponding
coefficient of variation which gave estimation on the quality of the measurement are given in

Annex I.

[Figure 3 near here].
Genetic differentiation of parental species and putative hybrids based on chloroplast

and ITS region

No intra-specific polymorphism was detected in the chloroplast sequences studied within J.
sabina and J. thurifera. Chloroplastic regions displayed a high level of fixed differences
between the two species. However, the rate of nucleotide divergence between J. sabina and J.
thurifera varied according to the chloroplast region (petN/psbM; TrnL/trnF; trnS/trnG;
trnD/trnT). For petN/psbM region 10 Single Nucleotide Polymorphism (SNPs) and 61 indels
were found between J. sabina and J. thurifera within a total of 863 bp (details are present in
table 3). For trnD/trnT region, 7 SNPs and three indels where found between J. thurifera and
J. sabina within a total of 620 bp (Table 3). Regarding trnS/trnG region, within 785 pb
analyzed, 5 SNPs and 19 indels were detected between J. thurifera and J. sabina (Table 3). In
the TrnL/trnF region, within 660 pb analyzed, 2 SNPs and 22 indels were found between J.
thurifera and J. sabina (Table 3). The three putative hybrids PH1, PH2 and PH3 displayed
the same haplotype as J. thurifera for the four sequenced chloroplastic regions (Table 3).

[Table 3 near here].
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Concerning the ITS region, 1008 bp sequences were successfully analysed. Very few intra-
specific polymorphisms were detected (4 SNPs within J. sabina and 2 SNPs within J.
thurifera). The ITS studied sequences displayed fixed differences between these two species:
13 SNPs and 3 indels (Table 3). Each putative hybrid showed 2 haplotypes which correspond

to non-recombinant haplotypes from J. sabina and J. thurifera respectively (Table 4).

[Table 4 near here].

Pollen size characterization of Juniperus taxa

In total, 1712 pollen grains were measured for J. sabina. Pollen sizes ranged from 13.6 um to
35.6 um (Figure 4). The mean pollen size was 21.3 = 2.3 um and the mode of the distribution
was 20.9 um. Regarding J. thurifera, 3171 pollen were measured. Pollen sizes ranged from
20 um to 45.5 pm. The mean pollen size was 27.8 + 3.2 um and the mode of the distribution
was 27.5 um. In both, J. sabina and J. thurifera, a small frequency of pollen grains showed
extreme high diameter values comparing to those of haploid grains, with a maximum
diameter of 35.6 um and 45.5 um respectively (Figures 4 and 5). Both ANOVA (F= 48193,
df=1, p<2e-16) and Kruskal wallis (chi-squared = 2924, df = 1, p-value < 2.2e-16) tests
between measured pollen of the diploid J. sabina and the tetraploid J. thurifera showed that
the tetraploid species produces significantly bigger pollens than the diploid J. sabina.

For the two potential male hybrids, PH2 and PH3, 686 and 928 pollen were measured
respectively. For PH2, pollen size varied from 17 to 44 um (Figure 4), the mean size was 25.4
+ 3.2 um and the mode of the distribution was 24.8 um. For PH3, pollen size varied from
17.8 to 57 um (Figure 4). The mean pollen size was 27 = 5.5 um and the mode of the
distribution was 27.8 um. PH3 presented a larger variance in sizes than PH2 and the two
parental species (Figures 4 and 5). Also, aborted pollen grains were only observed in PH2
(Figure 5d).

[Figure 4 near here]

[Figure 5 near here]

Discussion

Genome size and ploidy level diversity in the hybrid zone

In this study, estimated genome size showed that J. thurifera (45.8 £ 1.04 pg) studied trees
had a mean 2C DNA content approximately 2 fold bigger than the studied shrubs of J. sabina

9
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(23.25 + 0.25 pg). Estimated genome sizes suggested that studied individuals of J. thurifera
and J. sabina were tetraploid and diploid respectively. These results broadly agree with
previous studies of genome size and chromosome number for other populations of those two
species reporting that J. sabina was diploid (2n=2x=22 with ca. 23 pg) and J. thurifera was
tetraploid with 2n=4x=44 and ca. 41.2 pg/ 2C (Romo et al., 2013; Valles et al., 2015).
Regarding the three putative hybrids, estimated genome sizes were showed to be intermediate
(mean 2C DNA content of the three putative hybrids was 34.69 + 0.64 pg) between those of
the potential parents. It has been demonstrated in Juniperus that genome size could be
utilized as a reliable proxy for the ploidy level determination (Farhat et al., 2019a). Three
classes of genome sizes have been shown to correspond to three ploidy levels, (i) the first
class including genome size from 21.81 to 31.3 pg/2C has been referred to diploid juniper
species, (ii) genome size from 46.29 to 50.7 pg/2C represented tetraploid species and (iii)
genome size ca. 70.5 pg/ 2C referring to the only hexaploid species in this genus, Juniperus
foetidissima Willd.. Therefore, based on these classes, genome size estimated for the three
putative hybrids individuals showed that they are most likely triploids. In this genus, few
sporadic triploid cytotypes have already been found in some ornamental cultivars (Hall et al.,
1973). However, this study brought the first evidence for natural triploid in Juniperus genus

and generally among all conifers.

Hybridization patterns of Juniperus taxa in the population of Saint Crépin

It has been commonly assumed that species with different ploidy levels are mostly
reproductively isolated and that hybridization between them is very limited (Coyne & Oirr,
2004). Nevertheless, if hybridization occurs, the establishment of those hybrids must
overcome severe post-zygotic barriers such as unviability and sterility (Husband & Sabara,
2004; Widmer et al., 2009; De Hert et al., 2011; Baack et al., 2015). Various examples have
been reported in angiosperms regarding the hybridization between diploid and polyploid
species such as in Orchidaceae (Aagaard et al., 2005; Stahlberg, 2007; Pinheiro et al., 2010).
Our results on ITS nuclear sequences, showing that the three morphologically intermediate
individuals displayed two ITS haplotypes; one corresponding to the haplotype found in J.
sabina and the other to the haplotype found in J. thurifera, proved that these three individuals
are hybrids between these two species. In addition, because of the paternal inheritance of
chloroplast in conifers and more particularly in Cupressaceae family (Neale & Sederoff,
1988; B Neale & Sederoff, 1989; Hipkins et al., 1994; Kondo et al., 1998; Terry et al., 2000;
Sakaguchi et al., 2014), the fact that the three hybrids had the same chloroplast DNA

10
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sequences of J. thurifera, claims that this species was the paternal parent, and therefore, J.

sabina was the maternal parent.

Ancient hybridization between ancestral lineages of those two species has been previously
suggested leading to the tetraploid variety J. sabina var. balkanensis (Adams et al., 2016;
Farhat et al., 2019b). Also, other putative hybrids displaying intermediate morphology
between those two species have been also described in one sympatric area from Spain (Rojo
& Diaz, 2009). These observations together with our own results, suggest that reproductive
barriers between J. sabina and J. thurifera are not absolute, allowing for interspecific
hybridization to occur.

In our case study, the combination of genome size with molecular data argued in favor that
the three hybrids were produced through the fertilization of a haploid female gamete (n=1x)
of the diploid J. sabina by a reduced diploid pollen (n=2x) of the tetraploid J. thurifera and
are therefore first generation hybrids. In the French Alps, J. sabina has been shown to be
distributed more in altitudes (average altitudinal range 1610 m) than noticed for J. thurifera
(average altitudinal range 1002 m) (Lebreton et al., 2013). Areas of co-occurrence of these
two species at the highest altitudinal limit of J. thurifera and the lowest altitudinal limit of J.
sabina have already been reported (Lebreton et al., 2013). These altitude ranges correspond
to the altitude where hybrids are observed in Saint-Crépin forest. A big attention has been
devoted lately to the effect of climatic changes on the altitudinal movement of plants and the
changes in species distributions which increase species contact zones and interspecific
hybridization (Chunco, 2014; Gomez et al., 2015). Also, the importance of interspecific
hybridization for plant adaptation to climatic changes has been highlighted (Becker et al.,
2013). The alarming retreat of glacier of the European Alps might also have had contributed
to the formation of hybrid zones (Paul et al., 2004; Gomez et al., 2015; Gramlich et al., 2016;
Vallejo-Marin & Hiscock, 2016). For example, hybrid populations have been discovered
between Salix purpurea L. and Salix helvetica Vill. following glacier retreat in the European
Alps (Gramlich et al., 2016). Interestingly those hybrids were successfully established and
showed higher tolerance to extreme environmental conditions than the parental species
(Gramlich et al., 2016). In our case study, the hybridization discovered between the diploid J.
sabina and the tetraploid J. thurifera in sympatry could be also the consequent of the recent
climatic change effects on the European Alps species. The fact that the three hybrids are
likely first generation hybrids could witness their newness which would be in agreement with
the above stated hypothesis.

11
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Pollen production of the parental species and their triploid hybrids

A strong positive correlation has been observed in many studies between pollen size and both
genome size and ploidy level (Katsiotis & Forsberg, 1995; De Storme et al., 2013). This was
also the case in our study where the mean pollen diameter of the tetraploid J. thurifera was
shown to be 1.3 fold bigger than the mean of pollen diameter of the diploid J. sabina.

Very few data on Juniperus pollen size have been published. Nevertheless, the mean value of
the tetraploid J. thurifera pollen showed to be higher than the mean values previously
measured in some diploid junipers. Contrarily, the mean pollen size in J. sabina was close to
values already obtained in other diploid juniper species (Bunderson & Levetin, 2015; Surso,

2018). These observations confirm that in Juniperus pollen size increases with ploidy level.

In this study, both J. sabina and J. thurifera displayed pollen grains with extreme high
diameter values at small frequencies. Both unusual high pollen sizes found in J. sabina and J.
thurifera are also the largest ones reported up to date in the genus Juniperus. Also, it seems
that J. thurifera displayed the largest pollens among all studied pollens of species belonging
to Juniperus and Cupressus genera (Pichot & EI Maétaoui, 2000; Bunderson & Levetin,
2015; Surso, 2018). Those extreme large pollens sampled in J. sabina and J. thurifera could
witness the production of unreduced gametes. In conifers, unreduced gametes have been
found only in the diploid Cupressus dupreziana A.Camus. with a pollen diameter of ca. 38
um (Pichot & El Maétaoui, 2000). Conversely, in angiosperm, the production of unreduced
gametes has been noticed to be frequent and classified as a major mechanism leading to
polyploidy (Ramsey & Schemske, 1998; Otto & Whitton, 2000). The potential production of
unreduced gametes found in this study suggested that this mechanism could be one of the
reasons contributing to the high rate of polyploidy previously found in Juniperus (Farhat et
al., 2019a). However, further work must be conducted to confirm the production of

unreduced gametes in Juniperus by measuring genome size of the pollen grains.

Regarding the male hybrids, based on the mean pollen diameter, the first male hybrid PH2
showed to display a mean pollen size approximately intermediate between the mean pollen
sizes of the two parental species. However, the second male hybrid PH3 presented a mean
pollen diameter closer to the one of J. thurifera. Obviously, the high proportion of large
pollen produced by this hybrid contributed to this result. Also, the large variance observed in
pollen sizes of the hybrid PH3, as well as the observation of the aborted pollen grains of
PH2, might reflect the irregular meiosis of these hybrids (Figure 3). Indeed, meiotic
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irregularities are a well-documented phenomenon in interspecific hybrids, especially those
with odd ploidy levels such as triploidy, which are often considered as sterile (Giles, 1941;
Comai, 2005; Karlsdéttir et al., 2008; Tayalé & Parisod, 2013). However, it has also been
shown that triploids hybrids could produce viable euploid (1x, 2x, 3x) gametes (Ramsey &
Schemske, 1998; Schinkel et al., 2017). However, further work must be conducted to
confirm the production of partially reduced and unreduced gametes by the triploid hybrids
using flow cytometry. Also, more research should be conducted to assess the viability of
pollens produced by the two hybrids and by the parental species.

Conclusion

This study reports the first evidence for the presence of three triploid interspecific hybrids
between two juniper species of different ploidy levels, J. sabina (2n = 2x) and J. thurifera (2n
= 4x) that are found in sympatry in Saint Crépin forest in the French Alps. The two male
hybrids produced seemingly well-conformed pollen grains. However, the observation of a big
size variation of pollen collected on several trees in this forest suggested the possibility for
the production of unreduced gametes in both parental species. This mechanism, if it were also
present in other juniper lineages, would provide an explanation that would have contributed

to the relative high rate of polyploidy found by Farhat et al. (2019a) in the genus Juniperus.

Further investigation on genome size and genetic diversity of a much larger sample of
individuals in Saint Crépin forest is needed to check the possible existence of progenies from
back crosses between hybrids and one of the parents. This could open new avenues towards
studying the ecological and genetic consequences of genetic introgressions that might occur

between those two species.
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Tables and figures:

Figure 1. Saint Crépin forest showing putative hybrids. A. Represents the semi prostrated shrub PH1.
B and D. More focused pictures for PH2 representing the erected edge of the shrub. C. Shrub PH3,
showing its semi-erected feature.

Table 1. Details of samples corresponding to J. thurifera (JT), J. sabina (JS) and putative hybrids (PH)
collected and analyzed in this study

Species sample abbreviation | Gender Altitude GPS

J. thurifera im male 1200 | § o 200

J. thurifera T2 male 1220 | 2L
J. thurifera ILE] male 1220 :;' :‘g:‘z 11257' '57
J. thurifera T4 male 1240 :':%;i ;Z;ZS
J. thurifera JTS male 1230 E:f;;:(l)g?%
J. thurifera JTé male 1060 :;I:f; 33220225"
J. sabina JS1 male 1200 | N 44°43'14.9"
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398

399

400

401

E 6°36'01.7"

J. sabina

152

Undetermined

1220

N 44°43'16.981"

E 6°36'3.278"
J. sabina JS3 male 1220 E:i,;g;i;?g
J. sabina 1S4 male 1240 E :i; :51‘?!;?35821:1
J. sabina JS5 male 1250 E:‘g:‘iolizfﬁ'z
J. sabina 1S6 male 1150 E:%;i;%f:,?
J. sabina x J. thurifera | JPH1 female 1240 E :f; :‘311167581'?2
J. sabina x J. thurifera | JPH2 male 1230 E :f; ;1;(1;;12"68
J. sabina x J. thurifera | JPH3 male 1240 E :i; ;ig;??;

Table 2. Primer sequences and PCR annealing temperatures. F: Forward, R: reverse.

Primer F Primer F sequence Primer R Primer R sequence Annealing
temperature
ITSA GGA AGG AGA AGT CGT ITSB CTTTTCCTCCGCTTA 61°C
AAC AAG G TTG ATATG
petN AAC GAA GCG AAA ATC psb AAA GAG AGG GAT TCG | 57°C
AAT CA TAT GGA
TrnL CGA AAT CGG TAG ACG trnF ATT TGA ACT GGT GAC | 60°C
CTACG ACG AG
trnS GCC GCT TTA GTC CAC trnG GAA CGAATCACACTT | 62°C
TCA GC TTACCAC
trnD ACC AAT TGA ACT ACA trnT CTA CCA CTG AGT TAA 60°C
ATC CC AAG GG
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Figure 2. Samples locations of J. thurifera (in red circles), J. sabina (in blue rectangles) and their
putative hybrids (in green triangles) at Saint Crépin.
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Figure 3. Histogram with fluorescence intensity representing the DNA content on x-axis and number
of events (count) on y-axis of J. sabina (A), putative hybrid PH2 (B) and J. thurifera (C). The leaves of
the three individuals belonging to J. sabina (JS3), J. thurifera (JT3) and the putative hybrid PH2 were
chopped simultaneously without the internal standard plant. Each peak correspond to one of three
ploidy level: (A) 2x, (B) 3x and (C) 4x.
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417

418 Figure 4. Plot of pollen grain sizes of J. sabina, J. thurifera and the two male hybrids PH2-PH3.

a b c

419

420 Figure 5. Microscopic pictures of pollen grains. (a) J. sabina pollen grains showing two distinct pollen
421  sizes; the biggest ones were pollen with extreme sizes and they were considered as harboring
422 potentially unreduced gametes. (b) J. thurifera pollen grains showing size variation range
423 representative of most pollen from this species. (c) J. thurifera pollen grain showing an extreme size,
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424
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429

considered as possibly unreduced. (d) Represent aborted pollen collected on the hybrid PH2. (e) PH2

pollen grains showing various sizes. (f), (g) and (h) represent PH3 pollen grains of different sizes.

Table 3. Molecular polymorphism observed between J. sabina, J. thurifera and the putative hybrids

(PH1, PH2 and PH3) for the chloroplastic studied sequences (petN/psbM, TrnD/TrnT, TrnL/TrnF,

TrnS/TrnG).
Loci
(position
in bp
within
the
amplified
Chlorplast region | sequence | J. sabina J. thurifera | Putative hybrids
170->176 | CTAATTA - -
189->197 | AGAAAAAAA | - -
267 | T C C
268->271 | - TCGT TCGT
290 | C T T
324->338 | TTGA...AAA - -
425 | A C C
504->512 | - TAG..ATT TAG..ATT
517 | A G G
petN/psbM 20| A G G
570 | T A A
571 | A T T
584 | - A A
585 | A T T
658 | C A A
659->668 | - ATT..AAT ATT..AAT
709 | C T T
711->716 | TTATCA - -
28 | G C C
65| G A A
71| T C C
300 | T - -
TrnD/TrnT 45116 A A
487 | - T T
497 | C G G
521 | T G G
585 | T - -
588 | G A A
41 A G G
TrnL/TrnF 345 | G C C
444->463 | CTGTA..AAA | - -
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474 | T - -
475 | A - -
9| T C C
52| T - -
97 | T C C
TrnS/TrnG 272->289 | - ATT..TCT | ATT..TCT
301 | A C C
613 | A G G
753 | T C C

430
431  Table 4. Polymorphic sites observed within ITS sequences between J. sabina, J. thurifera and the
432 putative hybrids
Site Location | 75 | 126 | 134 | 247 | 257 | 262 | 323 | 500 | 508 | 509 | 533 | 657 | 679 | 699 | 703 | 893
Taxa
J. sabina C C T T A C T A - - C G C G - A
J. thurifera T A C C G T C C T G T T T A A C
Putative hybrids C C T T A C T A - - C G C G - A
PH1, PH2 and PH3
Type 1
Putative hybrids T A C C G T C C T G T T T A A C
PH1, PH2 and PH3
Type 2
433
434
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Table A.1. Genome size (2C/ pg) of the studied individuals (hybrids and individuals from parental

species). CV: coefficient of variation (%).

Gen

sample Altitud ome cv cv
Species athrevi Gender e (m) GPS size | sample | standard

ation 2¢/ (%) (%)

— . pg
J. thurifera Tl male 1200 NE46€346?"01148% 4;'5 3.42 3.67
J. thurifera T2 male 1220 ,I\El 222'21272:“ 42'9 3.92 3.32
J. thurifera T3 male 1220 N:go:g,;i';g? 42'0 4.47 2.24
J. thurifera T4 male 1240 N:go:g,;;':;? 452'3 3.35 2.89
J. thurifera JT5 male 1230 N 2121%407525 4?_)'3 3.59 2.68
J. thurifera JT6 male 1060 ': 2432,222253,, 44;'7 3.65 3.23
J. sabina JS1 male 1200 NE‘1643‘16?01147S?' 23;1 3.19 3.39
J. sabina 1S2 Indeterminate 1220 NE4;1°:2|31.62.579:“1 23;'3 3.21 2.84
J. sabina JS3 male 1220 N:g:g,;gsgf 2'23 3.41 1.85
J. sabina 1S4 male 1240 NE46€ 3?,’51; 81;,‘, 23;'4 4.15 2.69
J. sabina JS5 male 1250 NE464346?"1%)35€;?2’3%' 23;'3 3.52 3.52
J. sabina JS6 male 1150 NE4643462'15730(3§' 227'7 4.00 4.12
) ::fr’;zr’; 1 pma female 1240 N;g::g,j%lg,,z" 3‘;0 2.92 2.99
/ ::fr’;;’r’; L1 pH2 male 1230 N:g::g,'slgff" 3‘;6 3.3 2.59
/ ::fr’;;’r’; 21 iph3 male 1240 N:g::g,'slz;‘g’f } 355'3 3.5 2.5
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Chapitre V: Décryptage de I'origine de I’hexaploide Méditerranéen
Juniperus foetidissima

L'hybridation et la polyploidie ont été suggérées comme contributeurs principaux a la riche biodiversité
dans la région mediterranéenne. Les deux phénomenes se sont avérés fréquents chez Juniperus par
rapport a d'autres genres appartenant au groupe des coniféres. Recemment, on a découvert que
Juniperus foetidissima qui est majoritairement répartit dans la région méditerranéenne était le seul

hexaploide de ce genre et le deuxieéme parmi tous les coniferes.

Dans ce chapitre, nous avons mené la premiére étude consacrée a déchiffrer 1’origine de J. foetidissima
en utilisant des marqueurs moléculaires (AFLP). Toutes les espéces de Juniperus étroitement
apparentées a J. foetidissima et réparties a proximité de cette espece ont été incluses dans cette étude.
Le but était d'identifier les espéces parentales putatives de J. foetidissima et de déterminer s'il existait

un mélange génétique entre ces espéces en consequence du flux de genes.

Notre analyse a révélé que les espéces étudiées appartenaient a deux grands groupes ou il était prouvé
que J. foetidissima appartenait a J. thurifera, J. sabina et J. chinensis et appartenait a la branche sceur
de J. thurifera. Les populations libanaises de J. foetidissima ont été démontrées d’étre issues d'une
lignée ancestrale unigue. Cependant, la population grecque de cette espéce semble résulter d'un
mélange inégal de deux lignées anciennes. Ces deux lignées ont également contribué au tétraploide J.
thurifera. Cette analyse a également montré que J. excelsa et J. procera partagent la méme lignée
ancestrale. Des analyses complémentaires sont nécessaires pour une interprétation plus complete des

données, notamment en incluant un échantillonnage plus complet des taxons étudiés.
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Abstract

Hybridization and polyploidy have been suggested to contribute mainly to the high biodiversity
level in the Mediterranean regions. Both phenomena were found to be frequent in Juniperus
relatively to other genus within conifer group. Recently, Juniperus foetidissima has been found
to be the only hexaploid in this genus and just the second between all conifers.

Here, we conducted the first study devoted at deciphering the origin of J. foetidissima by using
molecular (AFLP) markers. All Juniperus species closely related to J. foetidissima and
distributed near this species have been included in this study. The aim was to identify putative
parental species of J. foetidissima and to assess whether genetic admixture does exist between
those species as a consequence of gene flow.

Our analysis revealed that studied species belong to two major clusters. Juniperus foetidissima
was shown to belong to J. thurifera, J. sabina and J. chinensis cluster and was on the sister
branch of J. thurifera. The Lebanese populations of J. foetidissima were inferred to be issued
from a unique ancestral lineage. However, the Greek population of this species seems to be the
result of an unequal admixture of two ancient lineages. These two lineages contributed also to
the tetraploid J. thurifera. This analysis showed also that the Mediterranean J. excelsa and the
African taxa J. procera share the same ancestral lineage. Further analyses are needed for a more
in-depth understanding of evolutionary scenarios that produced the observed genetic patterns,

especially by including more complete sampling of the studied taxa.

Keywords: AFLP, conifers, genetic admixture, hybridization, Juniperus, polyploidy.
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Introduction

The Mediterranean region has been classified as a hotspot of biodiversity, coupled with a high
rate of endemism (Verlaque et al., 1997; Médail & Quézel, 1999; Comes, 2004). Also, this
region has been classified as a polyploidy hotspot (Marques et al.,, 2017). One of the
characteristics of plant species of the Mediterranean region is their high ability to hybridize
(Marques et al., 2017) which could lead to polyploid formation. Natural hybridization and
polyploidy has been for long time considered as partners in plant evolution and a promoter for
biodiversity (Alix et al., 2017). Indeed, those two phenomena may have had big contribution to
the high biodiversity of the Mediterranean region. The geographical and climatic characteristics
of this region would be one of the reasons behind the occurrence of those phenomena (Margues
etal., 2017).

Recently, an unexpected frequency of polyploidy (15% of natural taxa) has been determined in
the coniferous genus Juniperus L.. It has been suggested that at least ten polyploidy events have
occurred in the course of Juniperus evolution (Farhat et al., 2019a). All polyploid Juniperus taxa
are distributed in the old world and mainly in the Mediterranean region (Farhat et al., 2019a).
Juniperus is the most diversified genus in Cupressaceae family and the second in conifers after
Pinus, with approximately 75 species widely distributed in the Northern Hemisphere from sea
level till tree line, except for one species. Only, Juniperus procera Hochst. Ex Endl., is restricted
to the Southern Hemisphere (Adams, 2014). This monophyletic genus is divided into three
monophyletic sections, Caryocedrus (one species, Juniperus drupaceae Labill.), Juniperus (13
species) and Sabina (61 species) (Adams, 2014). All polyploidy cases in this genus have been
observed in Sabina section (Nagano et al., 2007; Romo et al., 2013; Vallés et al., 2015; Farhat et
al., 2019a; Farhat et al., 2019b). This section includes diploid species (2n = 2x = 22), tetraploid
species (2n = 4x = 44) and just one hexaploid Juniperus foetidissima Willd. (2n = 6x = 66)
(Nagano et al., 2007; Romo et al., 2013; Valles et al., 2015; Farhat et al., 2019a; Farhat et al.,
2019Db). Interestingly, J. foetidissima is the only identified hexaploid conifer found in the
Mediterranean region and only the second identified in the all world (Farhat et al., 2019a).

Juniperus foetidissima is a dioecious, conical tree reaching up to 20 m in height. Its scale leaves
are thick (ca. 1.5 mm) comparing to Juniperus closely related species. Seed cones, globose of 7-

12 mm, maturing in 2 years and commonly contains just one or two seeds. This species is
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distributed in the Eastern Mediterranean region mainly on rocky high mountains. It is found on
Balkans Mountains, on Caucasus Mountains, in Turkey, Greece and Lebanon high mountains
(Mouterde, 1966; Adams, 2014). The origin of J. foetidissima, and especially whether it is an
allopolyploid or an autopolyploid, is still unclear. Molecular phylogenetic inferences have
allowed to locate J. foetidissima in the third major clade (corresponding to Sabina section)
within the whole phylogenetic tree of the genus Juniperus (Adams, 2014). Juniperus foetidissima
appears to be closely related to J. excelsa M. Bieb., J. polycarpos K. Koch. and J. seravschanica
Kom., on the sister branch of the tetraploid species J. thurifera L. (Adams, 2014). This suggests
that ancestors of some of these species could have been involved in the origin of J. foetidissima,
if it were an allopolyploid. Nevertheless, this phylogenetic tree of Juniperus was built using ITS
(nuclear region) and four chloroplast regions. Those markers have been showed to be efficient
for phylogenetic reconstructions. However, due to their relatively low polymorphism compared
to other markers such as AFLP, their ability to resolve relationships between closely related
species is limited (Meudt & Clarke, 2007). AFLP technique has been showed to generate a large
amount of markers which are sampled in approximately all the genome. Studies have showed
that AFLP markers displayed strong phylogenetic signals among closely related species despite
the potential for undetectable homoplasy (Kokotovic et al., 1999; Bou Dagher-Kharrat et al.,
2007; Jacobs et al., 2008; Dasmahapatra et al., 2009; Prebble et al., 2012).

The aim of this study was to decipher the origin of the hexaploid J. foetidissima by using a
molecular systematics based on AFLP markers. Juniperus species of Sabina section were
selected for this study based on their belonging to the same clade of J. foetidissima in the
phylogenetic tree (Adams 2014) and based on their close geographical distribution near this
species (Fig.1). This would also shed light on patterns of genetic admixture and phylogenetic

relationships among these selected Juniperus species.
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Method:

Plant material

The selected species included in this study were: J. chinensis L., J. excelsa, J. foetidissima, J.
phoenicea L., J. polycarpos, J. procera, J. sabina L., J. seravschanica, J. thurifera and J.

turcomanica B. Fedtsch.. Juniperus phoenicea was chosen as an outgroup.

In this study, fresh or dried leaves from Juniperus samples were utilized (details are present in
Table 1). All dried leaves samples were provided in silica gel from Baylor University Herbarium
(BAYLU) except for samples of J. thurifera from the French Alps which were provided dried
from the herbaria of the National Alpine Botanical Conservatory (CBNA). All details of studied

populations are presented in Table 1 and Figure 1.

Table 1. Details of the studied populations of Juniperus species

Species Population Country Fresh / individual GPS
Dried #
Juniperus excelsa Afga* Lebanon Fresh 6 N 34° 4' 25",
E 35°54'20"
Barga* Lebanon Fresh 1 N 34° 11' 48",
E 36°8'15"
Devas Mountain-Agios Georgious Forest Greece Fresh 1 N 39° 45' 0.4716",
E 19° 40' 59.8944"
Qammoua forest* Lebanon Fresh 5 N 34° 29' 34",
E 36° 15' 14"
Mrebbine Lebanon Fresh 2 N 34° 34' 4.008",
E 36° 7' 33.996"
Nebha, Alkedam, Wadi ghned, Arsal Lebanon Fresh 2 N 34°11' 19.7952",
E 36° 12'57.6684"
Juniperus chinensis Japan Japan Dried 3 N 35°01.44",
E 138" 47.30'
Lanzhou China Dried 4 N 36° 6' 0",
E 103° 43'59.88"
Xian China Dried 2 N 34°08'50.2",
E 109°34'41.3"
Juniperus foetidissima | Devas Mountain-Agios Georgious Forest Greece Fresh 9 N 39° 45' 0.4716",
E 19° 40' 59.8944"
Hermel Lebanon Fresh 14 N 34° 19'8.7528",
E 36° 15' 29.7792"
Qammoua forest Lebanon Fresh 3 N 34° 30" 44.388",
E 36° 16' 30.36"
Juniperus phoenicea Bacina Croatia Fresh 9 N 43°05'12.6",
E 17°22'36.2"
Juniperus polycarpos Arsal* Lebanon Fresh 17 N 34° 4' 57",
E 36° 28' 33.996"
Azerbaijan Azerbaijan Dried 2 N 40° 44' 41.064",
E 47°35'19.14"
Wadi El Njass* Lebanon Fresh 8 N 34° 19' 49",
E 36° 3' 16"
Wadi El Njass Lebanon Fresh 8 N 34° 20' 48",
E 36°5'17"
Juniperus procera Ethiopia Ethiopia Dried 4 N 9° 1'59.9988",
E 38° 23' 60"
near Abha Saudi Arabia Dried 4 N 18° 16' 59.988",
E 42°21'0"
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Juniperus sabina Awustria, Alps Austria Dried N 46° 56' 6",
E 11°2'20.4"
Mts Cvrsnica and Cabulja Bosnia- Fresh N 43° 34' 18.084",
Herzegovina E 17° 30' 39.888"
Biokovo Mts Croatia Fresh N 43°19'31.1808",
E 17° 2'57.0228"
Juniperus Kazakhstan Kazakhstan Dried N 42° 24" 31.788",
seravschanica E 70° 28' 30"
Kazakhstan Kazakhstan Dried N 42° 10' 46.2",
E 70° 20' 0.816"
Oman Oman Dried N 23° 7' 41.016",
E 57° 36' 9.288"
Pakistan Pakistan Dried N 30° 13'0.012",
E 67°5' 60"
Juniperus thurifera Alps France Dried N 44° 43'7.986",
E 6° 36' 13.0392"
Monegros region Spain Fresh N 41° 36' 19.3428",
W 0° 15' 7.092"
southern Iberian Central Range Spain Fresh N 40° 0' 14.4936",
W5°1'11.82"
Juniperus turcomanica Turkmenistan Turkmenistan Dried N 38° 25'7.212",
E 56° 58' 48"
Shahmirzad Iran Dried N 35° 50' 54.996",
E 53° 26' 24.216"
Bajgirna Iran Dried N 37° 25'9.804",
E 58° 32' 0.204"
Baladae Iran Dried N 36° 14' 34.404",
E 51°50' 20.4"
Fasa Iran Dried N 29° 9'57.816",

E 53°40'7.788"

*Material collected and used in the PhD research of Bouchra Douaihy 2011 (Douaihy, 2011).
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Figure 1 Localities of the studied populations of Juniperus species included in the investigation.

DNA extraction

Total genomic DNA was extracted by cetyltrimethyl ammonium bromide (CTAB) method
(Doyle & Doyle, 1990) according to the modifications for conifers elaborated by Bou Dagher-
Kharrat et al. (2007). Approximately 30 mg of dried leaves were grinded in a 2% CTAB solution
(1.4 M NaCl, 20 mM EDTA, 100 mM Tris-HCI pH 8.0, 2% CTAB and 2% Polyvinylpyrrolidone
(PVP)).

Amplified fragment length polymorphism (AFLP) analysis

The AFLP method used was based on the standard protocol (Vos et al., 1995). To improve the
reliability of AFLP data, 34 replicates of AFLP profiles were generated from independent
restriction digests of the same DNA (repetition type 1) and from different DNA extractions of
the same sample (repetition type 2) (Table. 2). Replicates cover around 23% of the entire

samples of the dataset. Also 8 repetitions of the negative control have been included.
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Table 2. Number of replicates for each selected species from: the repetition Type 1 (repetition from
same DNA and independent restriction digests) and the repetition Type2 (repetition from the same
sample and different DNA extractions).

Species Replicate number | Replicate number of
of repetition type | repetition type 2
1
Juniperus excelsa 1 2
Juniperus polycarpos 3 6
Juniperus foetidissima 1 12
Juniperus 1 0
seravschanica
Juniperus turcomanica 1 0
Juniperus chinensis 1 0
Juniperus procera 1 0
Juniperus sabina 1 2
Juniperus thurifera 1 0
Juniperus phoenicea 1 0

Genomic DNA (250 ng) was digested at 37°C for 2h30 min. The digestion reaction contained 5
units of EcoRI and 5 units of Trull restriction enzymes in 1X ligase buffer (Fermentas MBI) in a
final volume of 25pl. Then, restriction enzymes were inactivated at 70°C for 20 min. The ligation
reaction mix contains 5 pmol EcoRI adaptors and 50 pmol Trull adaptors, 1X ligase buffer
(Fermentas MBI), 1 unit of T4 DNA ligase (Fermentas MBI) and the entire digestion product
(25ul) in a final volume of 50ul. Ligation was performed at 20°C for 2h30 min. Digested and
ligated DNA was diluted 10X with TE buffer (10 mM Tris, pH 8.0 and 1 mM EDTA, pH 8.0).
Preselective amplification was carried out using a primer pair complementary to each restriction
site plus one specific nucleotide at the 3’ end of each primer (Table 3). Polymerase chain
reaction (PCR) was carried out in a final volume of 50ul. In each reaction, 5ul of diluted
restriction-ligation products were added to 10 pmol of each primer, 0.2 mM of each dNTPs,
2.5mM of MgCl,, 1X Taq DNA polymerase buffer without MgCl, and 1 unit of Tag DNA
polymerase (MP Biomedicals).

The preselective amplification protocol was: initial denaturation at 94°C for 1 min, followed by
20 cycles at 94°C for 30 s, 56°C at 1 min, and 72°C at 1 min and a final extension at 72°C for 5

min.
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To verify the preselective amplification success, 7ul of the PCR products was electrophoresed on
2% agarose gel stained by gel red at 100 Volt for 1h.

The pre-selective amplified PCR products were diluted 50X with ddH-O.

Selective amplifications using four primers combination were performed using three labeled
EcoRlI primers (two primers labeled with FAM and one with PET (Table 3)) and four unlabeled
Trull (Table 3). Selective primers were similar to the pre-selective ones with the addition of two
nucleotides randomly chosen at 3’end of the sequences (Table 3). The selective PCR contained
for each reaction, 4ul of the diluted pre-selective PCR product, 1X of Dream Taq buffer, 0.5mM
of MgCl,, 0.2 mM of each dNTPs, 0.2uM of each selective primers and 1 unit of DreamTaq
polymerase (Thermo Fisher Scientific) in a final volume of 25pl.

The PCR protocol was initial denaturation at 94 °C for 1 min, 10 cycles at 94°C for 1min,
annealing at 65°C to 56°C (touchdown of 1°C per cycle) for 1min, 72°C for 1 min 30s, followed
by 23 cycles at 94°C for 30s, 56°C for 30s, 72°C for 1 min and a final extension at 72°C for 3
mins. To check the selective PCR reactions success, 7ul of the PCR products was
electrophoresed on 2% agarose gel stained by gel red at 100 Volt for 1h.

Table 3. Details of the AFLP adapters and primers used in this study

CODE Primer (5’->3”) Length GC (%) Tm Label
Adapters EcoRI - adapter | CTCGTAGACTGCGTACC 17 58.8 55.2 No label
IIEcoRI - adapter | AATTGGTACGCAGTC 15 46.7 451 No label
'Sl'rull -adapter L | GACGATGAGTCCTGAG 16 56.3 51.7 No label
Trull -adapter S | TACTCAGGACTCAT 14 42.9 40 No label
Pre- EcoRI - PA ACTGCGTACCAATTCA 16 43.8 46.6 No label
amplification =5 x GATGAGTCCTGAGTAAC 17 471 50.4 No label
Amplification EcoRI-1 ACTGCGTACCAATTCACG 18 50 53.7 FAM
EcoRI-2 ACTGCGTACCAATTCACT 18 44.4 514 FAM
EcoRI-4 ACTGCGTACCAATTCACC 18 50 53.7 PET
Trull -1 GATGAGTCCTGAGTAACTA 19 42.1 52.4 No label
Trull -2 GATGAGTCCTGAGTAACTG 19 47.4 54.5 No label
Trull -3 GATGAGTCCTGAGTAACAG 19 47.4 54.5 No label
Trull -4 GATGAGTCCTGAGTAACTT 19 42.1 52.4 No label
Ar_’nplification EcoRI-1/ Trull -1
D et ations EcoRI-1/ Trull -3
EcoRI-2/ Trull -4
EcoRI-4/ Trull -2
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AFLP scoring

AFLP products along with GS-500 LIZ size standard were run on a capillary sequencer Applied
Biosystems® 3730XL at GENTYANE Platform- INRA, Clermont-Ferrand (France). AFLP
migration profiles were analyzed using GeneMapper v.5 (Thermo Fisher Scientific). AFLP
default settings of GeneMapper software for allele parameters, peak detection algorithm, peak
quality and quality flags were used. Fragment sizes between 50 bp and 500 bp were taken into
consideration in the analysis. The allele’s bins were scored as “0” if the peak height was <50,
scored as “1” if the peak height was >100 and by a “check” to the bins with the peak heights
between 50 and 100.

Manual analysis for the bin was performed based on the control individuals.

Each allele was examined according to the following procedure: firstly all the alleles that have
score “1” in one of the negative control, were discarded from the following analysis. Secondly,
for each allele, genotyping error based on the repetitions Type 1 (repetition from same DNA and
independent restriction digests) and the repetition Type 2 (repetition from the same sample and
different DNA extractions) was estimated using “Bonin error rate” as following:

%(0,1)+%(1,0)

Bonin error rate= T (0,D)+3(1,0)+%(0,0+%(1,1)

This type of error measurement takes in consideration the score O (absence of allele) or 1
(presence of allele) of each replicate in each allele. Therefore, if “i” was the sample score and *“j”
was the score of the repetition of this sample, the replicate score will be represented by (i , j).
Which means, if the replicate showed the same scores it was represented as: (0,0) in the absence
of allele or (1,1), in case of the presence of the allele. When the replicate does not show the
same scores it was represented as: (0,1) or (1,0).

Bonin error rate calculated for each allele represents the sum of all the replicates in the allele that

don’t have the same scores (0,1) and (1,0) over all replicates in the allele (Bonin et al., 2004).

Alleles that show an error rate less than 25% where taken into consideration for further analyses.

All alleles that showed an error rate more than 25% were discarded.

10
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Then, peaks patterns that were scored as “check” were examined manually on GeneMapper.

AFLP data analysis

The proportion of polymorphic fragments (PLP) for each primer combination was determined
using AFLP- SURVEY 1.0 software (Vekemans, 2002).

Pairwise dissimilarity indices between individuals were performed according to Nei and Li (Nei
& Li, 1979). Neighbor Joining (Nj) tree was implemented using PAUP v.4 based on the matrix
of individuals dissimilarities. Robustness of each node was tested using 10 000 bootstraps.
Starting seed was generated automatically, length of recognition sequence=6. All characters have

equal weight. The Nj tree built was rooted by the outgroup J. pheonicea.

A Bayesian clustering approach was carried out on the basis of the AFLP fragments on the whole
data set using STRUCTURE software v. 2.3. This procedure allowed to assign individuals to
genetic clusters (K) and to estimate genome admixture proportions (Q) of each individual
(Pritchard et al., 2000). In this simulation, spatial information on samples was not taken into
consideration. Admixture model and independent allele frequencies were used. MCMC were
carried out using a burn-in period of 50,000 followed by 100,000 iterations. The number of
genetic clusters (K) varied from 1 to 10. The best solutions for K were identified according to
Evanno et al. (2005), on the basis of 10 repetitions for each K value.

Result and discussion

AFLP markers polymorphism between Juniperus species

In total, the four analyzed primers combinations generated 1244 locus. The proportion of
polymorphic loci (PLP) differed between species and primers combination (Table 4). PLP was
ranged from 38.4% (for J. polycarpos) to 68.5% (for J. chinensis) in the primer combination
EcoRI-1/ Trull-1. In the primer combination EcoRI-1/ Trull-3, PLP ranged from 36.2% (for J.
thurifera) to 58.5% (for J. chinensis). The EcoRI-2/ Trull-4 primer combination, showed the
highest PLP between all the other three primer combinations with 73.1% (for J. chinensis), the
lower PLP in this primer combination was 43.8% (for J. thurifera). The primer combination,
EcoRI-4/ Trull-2 showed a PLP ranged from 31.2% (for J. turcomanica) to 59.9% (in J.

chinensis). Interestingly, J. chinensis showed the highest PLP for all primers combinations

11
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despite the low sample size analysed (only 9 individuals). Whether this result is due to an overall
higher genetic diversity within this species than the others, or to a very high population
differentiation is still to be assessed on the basis of a more representative sampling scheme

Table 4. Proportion (PLP) of polymorphic loci (%) generated by AFLP from the four primers

combinations on the studied Juniperus species. The red star (*) represented the highest PLP in a
primer combination and the black star (*) represented the lowest PLP.

Primers pairs | EcoRI-1/Trull-1 | EcoRI-1/ Trull-3 EcoRI-2/ Trull-4 EcoRI-4/ Trull-2
Species
J. chinensis 68.5 * 58.5* 73.1* 59.9 *
J. excelsa 46.8 48.1 60.6 44.2
J. foetidissima 50.9 42.2 48.5 41.6
J. phoenicea 39.1 42.5 49.8 37.2
J. polycarpos 384 * 36.9 50.8 32
J. procera 40.4 38.7 50.8 32
J. sabina 49.1 41.1 53.2 37.2
J. seravschanica 56.8 46 56.6 43.9
J. thurifera 44.2 36.2* 43.8* 32.7
J. turcomanica 39.9 37.6 54.5 31.2*

Phylogenetic relationships between J. foetidissima and other Juniperus taxa

Our results showed that all individuals of the same species were clustered together except in
three cases (Figure 2). Firstly, two individuals of J. excelsa from Mrebbine population in North
Lebanon were clustered in the same clade with all individuals of J. polycarpos. The two species
are morphologically very similar and the separation between them has been based on genetic
profiles (Adams, 2014; Adams et al., 2014a). In Lebanon, the presence of J. polycarpos has been
demonstrated on the basis of microsatellite (SSR), nrDNA (ITS) and chloroplast sequences
(Douaihy et al., 2011; Adams et al., 2014a). Douaihy et al. (2011), have shown on the basis of
SSR markers, that two populations of J. excelsa in Lebanon (Wadi El Njass and Arsal
populations) were genetically strongly differentiated from the other populations of the same
species. Then, Adams et al. (2014a), by using ITS and chloroplastic markers, have determined
that those two populations were in fact J. polycarpos and not J. excelsa as it was previously
thought. Up to date, this study is the only one reported regarding the occurrence of J. polycarpos

in Lebanon. Thus, the distribution of J. excelsa and of J. polycarpos in Lebanon is still unclear.
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In our study the AFLP markers provided a very clear separation between J. polycarpos and J.
excelsa as showed in the NJ distance tree (Figure 2). Our results showed that the individuals

from the population of Mrebbine- Lebanon, previously thoughts to be J. excelsa, are more likely

to be J. polycarpos.
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Figure 2. NJ tree based on the matrix of Nei and Li individuals dissimilarities constructed using AFLP data
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The second phylogenetic incongruence revealed by AFLP data concerned one out of the 8
individuals of J. polycarpos from the population Wadi EI Njass in Lebanon collected in this
study. This individual was included in the same clade with J. seravschanica. No evidence of J.
seravschanica has been yet identified in Lebanon and the nearest population of this species to
Lebanon was in Iran. This fact indicated that an introgression between the Lebanese population
of J. polycarpos and J. seravschanica was unlikely. However, due to the very low number of
studies on J. polycarpos in Lebanon and the surrounding countries, interpretation of this result
must be treated with caution. More studies are needed regarding the Lebanese population of J.
polycarpos to define their geographical delimitation and to get a full insight on the population

genetic structure of this taxon.

The third case of phylogenetic incongruence was observed for the individual of J. turcomanica
from Fasa, Southern Iran that was shown to be present in the same clade with J. seravschanica.
Conversely, the other populations of J. turcomanica from the North of Iran were clustered
together with other population of J. turcomanica. In a recent study in the Iranian juniper
populations, it has been found that the three species J. polycarpos, J. turcomanica and J.
seravschanica seem to hybridize (Adams et al., 2014b). Moreover, based on nuclear and
chloroplastic DNA sequences, J. turcomanica (= J. polycarpos var. turcomanica) of Southern
Iran has shown potential hybridization with J. polycarpos and J. seravschanica of Iran (Hojjati et
al., 2018). Based on our AFLP markers, J. turcomanica from South Iran was placed in the same
clade with J. seravschanica which might also confirm the hybridization suggested by Hojjati et
al. (2018). More detailed analysis must be performed based on AFLP markers by taking in
consideration more populations of the three species to gain more insights on the organization of
genetic variability at the inter and intraspecific levels and to support or disprove the hypothesis

of interspecific hybridizations at the local level (Southern Iran especially).

Phylogenetic relationships based on AFLP data showed that studied juniper species were
clustered into two main groups; the first one including J. foetidissima, J. thurifera, J. chinensis
and J. sabina. The second cluster included J. procera, J. excelsa, J. seravschanica, J. polycarpos
and J. turcomanica (Figure 2). The AFLP based phylogenetic tree showed high similarities with
the phylogenetic tree of most Juniperus taxa based on ITS and chloroplastic DNA sequences

(Adams, 2014). In both phylogenetic trees, J. procera, J. excelsa, J. seravschanica, J. polycarpos
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and J. turcomanica are in the same main clade while J. sabina and J. chinensis are in the second
main clade. Also, in both trees, J. foetidissima and J. thurifera are on sister branches. However,
AFLP data showed that J. foetidissima and J. thurifera were in the same clade as J. chinensis and
J. sabina which is not the case in the nucleotide sequence based phylogenetic tree (Adams,
2014). This mismatch between those two trees might be explained by the very high number of
AFLP loci produced in this study comparing to the low polymorphic sites generated through the
highly conserved loci of nfDNA and chloroplast regions. It is now well known that the large
amount of loci generated by AFLP markers displays strong phylogenetic signals among closely
related species (Kokotovic et al., 1999; Bou Dagher-Kharrat et al., 2007; Jacobs et al., 2008;
Dasmahapatra et al., 2009; Prebble et al., 2012). The interest of using AFLP data to study the
phylogenetic relationships between closely related species has increased for the last decade
(Aggarwal et al., 1999; Kokotovic et al., 1999; Jacobs et al., 2008; Dasmahapatra et al., 2009;
Prebble et al., 2012; Tikhonova et al., 2012). Homoplasy or co-migration of DNA fragments
generated from different loci (Vekemans et al., 2002), has been pointed out as a potential
challenge to the phylogenetic reconstruction based on AFLP. However, it has been shown to be a
minor issue for studies dealing with closely related species (Meudt & Clarke, 2007; Quesada et
al., 2009). In our study, all studied species were closely related with the exception of J.
phoenicea which was chosen as an-outgroup. The fact that the two major clades found in the
phylogenetic tree based on nucleotide diversity (Adams, 2014) are also found in the phylogenetic
tree based on AFLP suggested also that homoplasy is likely unfrequent in our data. The AFLP
based phylogenetic tree suggested therefore that ancestral lineages of J. thurifera, J.

chinensis and J. sabina could have contributed to the origin of the hexaploid J. foetidissima.
Admixture patterns between Juniperus studied taxa

STRUCTURE analysis provided the highest value of AK for K = 2 (two genetic groups) with a
suboptimal solution for K=5 (five genetic groups) (Figure 3A-B). It has been noted that the ad-
hoc Evanno method (Evanno et al., 2005) favors K =2 by default (Vigouroux et al., 2008) for
that reason we took both K=2 and K=5 as possible results.

Globally, structure results are in accordance with the dissimilarities based tree. In addition, the
results for both K values showed admixture rates, which are relatively high in some populations

and species which suggested that hybridization might have played a role in the evolution of this
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group of junipers. Another alternative is that shared ancestral polymorphism was still present in

some of current studied species.
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3 J. polycarpos (population Arsal)
4 J. polycarpos (population Wadi el Njas)
5 J. foetidissima (population Hermel)

° 6 J. foetidissima (population Dannieh)

7 J. foetidissima (population Greece)

8J. seravschanica
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10 J. chinensis

11J. procera
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Figure 3. Results of Bayesian inferences from STRUCTURE analysis of AFLP data on 10 Juniperus
species. A DeltaK; K plotted against the second order rate of change of the likelihoods. B. Absolute
value of the 2nd order rate of change of the likelihood distribution (mean). C. STRUCTURE
clustering results for K=2 and K=5 as suggested in the deltaK plot. *Material collected and used in
the PhD research of Bouchra Douaihy 2011 (Douaihy, 2011).

For the solution K=2, the first cluster (represented by an orange color) included J. polycarpos (2,
3, 4), J. turcomanica (9) and J. seravschanica (8). However, J. seravschanica showed a clear
signal of genetic admixture with the second cluster (represented by a blue color). The second
cluster included J. excelsa (1), J. procera (11) J. foetidissima (5, 6, 7), J. chinensis (10), J.
sabina (12, 13), J. thurifera (14) and J. phoenicea (15). However, J. excelsa (1) and J. procera
(11) presented a strong signal of genetic admixture with the first cluster. In both K=2 and K=5,

the two trees morphologically identified as J. excelsa from the population Mrebbine (Lebanon)
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were clearly assigned to the same genetic cluster as J. polycarpos from STRUCTURE results.
Same was shown for the individual of J. polycarpos from Wadi El Njass population (Lebanon)
that was located in the same clade with J. seravschanica in the Nj base tree (Figure 2). With
K=5, J. phoenicea belonged to a separate genetic cluster as expected. This was consistent with
the phylogenetic tree of Adams (2014). Also, the solution with 5 clusters (K=5) confirmed J.
excelsa and J. procera belonged to the same genetic cluster. Similarly, J. polycarpos and J.
turcomanica were assigned to the same cluster consistently with the previous study of Adams
(2014). Nevertheless, J. seravschanica showed an admixed genome composition with the biggest
part being assigned to the same genetic cluster than J. polycarpos and J. turcomanica. Also,
another proportion of J. seravschanica genome composition was assigned to the same cluster as
J. thurifera and J. foetidissima. This result is in accordance with the relatedness between J.
seravschanica and J. foetidissima as was established in the phylogenetic tree of Adams (2014).
Interestingly, it has lately been suggested based on nrDNA (ITS) and chloroplast regions
sequences that J. seravschanica possesses an ancient chloroplast capture from an ancestor of J.
foetidissima / J. thurifera (Adams, 2016), meaning that hybridization has occurred in the past
between these two lineages (J. seravschanica on one side and J. foetidissima / J. thurifera the
other side). Therefore, the AFLP data supports this hypothesis and suggests that the fingerprint
of introgression of J. seravschanica genome by nuclear genes from the J. foetidissima / J.
thurifera lineage is still present. Interestingly, J. seravschanica has been lately shown to be
tetraploid (Farhat et al., 2019a). Therefore, our results suggest that this species is likely an

allotetraploid.

Both varieties of J. sabina, e.g. J. sabina var. sabina (12) and J. sabina var. balkanensis (13)
belonged to the same genetic cluster. Juniperus sabina var. balkanensis has been recently
described on the basis of molecular data since it holds the nrDNA (ITS) of J. sabina var. sabina
and the chloroplast of J. thurifera (Adams et al., 2016; Adams et al., 2018a; Adams et al.,
2018b). Based on AFLP results, we didn’t find evidence of genetic admixture between J.
thurifera and J. sabina var. balkanensis despite the large number of polymorphic loci between
these two taxa. Lately, this variety has been shown to be tetraploid and hypothetical
polyploidization pathways have been suggested showing how after a hybridization between J.
sabina and J. thurifera lineages, the J. sabina-like nuclear DNA just persist in the variety J.

sabina var. balkanensis (Farhat et al., 2019b). In addition, all studied populations of Juniperus
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thurifera, showed a strong signal of genetic admixture involving approximately equal
contributions of the two genetic clusters, one of them being the same genetic cluster as J.
foetidissima (blue color, Figure 3), the other being the same genetic cluster as J. sabina (green
color, Figure 3). Therefore, it is possible to find evidence from the genetic cluster of J. thurifera
(of the green color) inside the genetic composition of J. sabina var. balkanensis if higher K
values are tested. More fine STRUCTURE analysis including those three taxa must be conducted
by taking in consideration higher possibilities of K that maybe will give higher resolution on J.

sabina var. balkanensis genome composition.

All the populations of Juniperus thurifera have been proved to be tetraploid (Romo et al., 2013;
Vallés et al., 2015). The strong admixted pattern showed for this species at K=5, suggests that J.
thurifera is an allotetraploid between the ancestral lineage of this species with the ancestor linage

of J. sabina.

The clustering results with K=5 also showed that J. foetidissima displayed common ancestry
with J. thurifera and different from all the other species. However, a clearly different assignation
pattern was observed between the two populations of J. foetidissima from Lebanon on one side
and for the population from Greece on the other side. Indeed, the population from Greece
displayed a strong admixture pattern between the genetic cluster which is also shared by J.
thurifera (blue color) and the one shared by J. sabina (green color) which is found in this country
and not in Lebanon. This result might witness recent genomic introgression of J. foetidissima
from Greece by J. sabina which is found in this country but not in Lebanon. However, this
hypothesis is unlikely since J. foetidissima and J. sabina are hexaploid and diploid, respectively,
so that the descent of such an hybridization event would not be hexaploid as found by Farhat et
al. (2019a). Another hypothesis that could be invoked to explain the different assignment pattern
of the Lebanese and the Greek populations of J. foetidissima could be that two independent
events have produced this species, both of them involving J. thurifera lineage. In that case, our
results would suggest that the first event occurred before the introgression of the lineage of J.
sabina into the J. thurifera lineage. This event would have produced the J. foetidissima lineage
which is at the origin of Lebanese populations. Multiple origins have been suggested in many
polyploid species, especially for higher ploidy levels (Tayalé & Parisod, 2013). For example,
several independent origins have been shown for the recent allopolyploid Tragopogon miscellus
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(Tate et al., 2009; Symonds et al., 2010; Chester et al., 2012) and for Heuchera grossulariifolia
Rydb. (Segraves et al., 1999). Further studies targeting the population genetic structure and
admixture patterns of J. foetidissima, based on a larger and more geographically representative
sample of this species and of J. thurifera and J. sabina should allow to draw possible scenarios

for the evolution of J. foetidissima and its two related species.

Juniperus chinensis showed a complex mosaic pattern which involved the genetic clusters of J.
excelsa/J. procera, J. phoenicea and for the biggest part, from the genetic cluster of J. sabina.
Baring such an admixed pattern could be explained either by being a cradle of all these genetic
clusters or a destination. The first hypothesis could be immediately discarded since the ability to
these genetic clusters to be separated and give rise to other species showing no admixed genetic
cluster like J. procera or J. sabina is very improbable. The destination hypothesis is more
plausible reflect the introgression events from neighboring taxa. Two cytotypes 2x and 4x have
been found in J. chinensis (Sax & Sax, 1933; Nagano et al., 2007). In our study the individual
from the population of Japan has been previously measured for its genome size by Farhat et al.
(2019a) showing to be a tetraploid. This result suggested that the tetraploid cytotype was an

allotetraploid.
Conclusion:

This study is the first to use AFLP markers to clarify phylogenetic relationships between closely
related species of Juniperus belonging to Sabina section. AFLP analysis conducted in this study
showed mostly high consistency with previously published phylogenetic tree for Juniperus,
except for J. foetidissima and J. thurifera. Based on AFLP data, those two species were both
located in the same clade with J. sabina and J. chinensis.

As a first insight, AFLP data suggests for the first time that J. thurifera, J. chinensis and J.
seravschanica were allopolyploid, Also, our results suggested that at least two independent
origins of J. foetidissima might have occurred, involving autopolyploidy for the population in
Lebanon and allopolyploidy for the population in Greece. However, further investigations must
be conducted to clarify the genetic diversity and genetic composition of J.
foetidissima throughout its geographical distribution. Other possible clustering solutions with
K>10 must be explored in order to complete the analyses of AFLP data. Also, analyses focusing
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on sub-samples such as forJ. sabinavar.sabina,J. sabinavar. balkanensisand J.
thurifera should be carried out to have a more detailed view of the pattern of their genetic
diversity. However, even though the analyses given in this chapter are preliminary but they
appeared to be highly consistent with previous knowledge. This study opened new venues for

further discovery towards genetic diversity and evolution of Juniperus species.

Acknowledgments

The authors thank the National Council for Scientific Research grant number CNRS-FS90 —
Lebanon, the Saint Joseph University Research Council (CR-USJ) FS-111, Paris Sud University
and Ecology Systematic and Evolution laboratory for supporting financially this work. We
would like to thank Teresa Garnatje, Joan Valles and Angel Romo for plant collection and
supplying from Spain, Luc Garraud and the National Alpine Botanical Conservatory (CBNA) for
plant collection from the French Alps and F. Bogunic for the samples from Mts Cvrsnica,
Balkan.

21



422

423
424
425
426
427
428
429
430
431
432
433
434
435
436
437
438
439
440
441
442
443
444
445
446
447
448
449
450
451
452
453
454
455
456
457
458
459
460
461
462
463

References

Adams RP. 2014. Junipers of the World: The genus Juniperus. Bloomington, Indiana, USA: Trafford
Publishing.

Adams RP, Boratynski A, Marcysiak K, Roma-Marzio F, Peruzzi L, Bartolucci F, Conti F,
Mataraci T, Schwarzbach A. 2018a. Discovery of Juniperus sabina var. balkanensis RP Adams
and AN Tashev in Macedonia, Boshia-Herzegovina, Croatia and Central and Southern Italy and
relictual polymorphisms found in nrDNA. Phytologia 100(2): 117-127.

Adams RP, Bou Dagher-Kharrat M, Douaihy B, Schwarzbach A, Farzaliyev V. 2014a. Geographic
variation in nrDNA and four cpDNA regions of Juniperus excelsa and J. polycarpos from
Greece, Turkey, Lebanon and Azerbaijan. Phytologia 96: 89-95.

Adams RP, Farhat P, Shuka L, Siljak-Yakovlev S. 2018b. Discovery of Juniperus sabina var.
balkanensis RP Adams and AN Tashev in Albania and relictual polymorphisms found in nrDNA.
Phytologia 100: 187-194.

Adams RP, Schwarzbach A, Tashev A. 2016. Chloroplast capture by a new variety, Juniperus sabina
var. balkanensis RP Adams and AN Tashev, from the Balkan peninsula: A putative stabilized
relictual hybrid between J. sabina and ancestral J. thurifera. Phytologia 98(2): 100-111.

Adams RP. 2016. Two new cases of chloroplast capture in incongruent topologies in the Juniperus
excelsa complex: J. excelsa var. turcomanica comb. nov. and J. excelsa var. seravschanica comb.
nov. Phytologia 98: 219-231.

Adams RP, Hojjati F, Schwarzbach AE. 2014b. Taxonomy of Juniperus in Iran: DNA sequences of
nrDNA plus three cpDNAs reveal Juniperus polycarpos var. turcomanica and J. seravschanica in
southern Iran. Phytologia 96(1): 19-25.

Aggarwal RK, Brar DS, Nandi S, Huang N, Khush GS. 1999. Phylogenetic relationships among Oryza
species revealed by AFLP markers. Theoretical Applied Genetics 98(8): 1320-1328.

Alix K, Gérard PR, Schwarzacher T, Heslop-Harrison J. 2017. Polyploidy and interspecific
hybridization: partners for adaptation, speciation and evolution in plants. Annals of botany
120(2): 183-194.

Bonin A, Bellemain E, Eidesen PB, Pompanon F, Brochmann C, Taberlet P. 2004. How to track and
assess genotyping errors in population genetics studies. Molecular ecology 13(11): 3261-3273.

Bou Dagher-Kharrat M, Mariette S, Lefévre F, Fady B, Grenier-de March G, Plomion C, Savouré
A. 2007. Geographical diversity and genetic relationships among Cedrus species estimated by
AFLP. Tree Genetics Genomes 3(3): 275-285.

Chester M, Gallagher JP, Symonds VV, da Silva AVC, Mavrodiev EV, Leitch AR, Soltis PS, Soltis
DE. 2012. Extensive chromosomal variation in a recently formed natural allopolyploid species,
Tragopogon miscellus (Asteraceae). Proceedings of the National Academy of Sciences 109(4):
1176-1181.

Comes HP. 2004. The Mediterranean region—a hotspot for plant biogeographic research. New phytologist
164(1): 11-14.

Dasmahapatra KK, Hoffman JI, Amos W. 2009. Pinniped phylogenetic relationships inferred using
AFLP markers. Heredity 103: 168.

Douaihy B. 2011. Caractérisation écogéographique et génétique de Juniperius excelsa dans I'est du
bassin  méditerranéen. Thése de doctorat, Préparée en co-tutelle entre la

22



464
465
466
467
468
469
470
471
472
473
474
475
476
477
478
479
480
481
482
483
484
485
486
487
488
489
490
491
492
493
494
495
496
497
498
499
500
501
502
503
504
505
506
507

Faculté des sciences de I’Université Saint- Joseph de Beyrouth et Museum National D'Histoire
Naturelle Paris, France.

Douaihy B, Vendramin GG, Boratynski A, Machon N, Bou Dagher-Kharrat M. 2011. High genetic
diversity with moderate differentiation in Juniperus excelsa from Lebanon and the East
Mediterranean Region. AOB Plants: 1-14.

Doyle JJ, Doyle JL. 1990. Isolation of plant DNA from fresh tissue. Focus 12(13): 39-40.

Evanno G, Regnaut S, Goudet J. 2005. Detecting the number of clusters of individuals using the
software structure: a simulation study. Molecular ecology 14(8): 2611-2620.

Farhat P, Hidalgo O, Robert T, Siljak-Yakovlev S, Leitch I, Robert P, Magda B. 2019a. Polyploidy
in the conifer genus Juniperus: an unexpectedly high rate. Frontiers in Plant Science 10: 1-14.
doi: 10.3389/fpls.2019.00676.

Farhat P, Siljak-Yakovlev S, Robert P, Magda B, Robert T. 2019b. Genome size variation and
polyploidy in the geographical range of Juniperus sabina L. (Cupressaceae). Botany Letters: 1-
10. doi: 10.1080/23818107.2019.1613262.

Hojjati F, Kazempour-Osaloo S, ADAMS RP, Assadi M. 2018. Molecular phylogeny of Juniperus in
Iran with special reference to the J. excelsa complex, focusing on J. seravschanica. Phytotaxa
375(2): 135-157.

Jacobs MMJ, van den Berg RG, Vleeshouwers VGAA, Visser M, Mank R, Sengers M, Hoekstra R,
Vosman B. 2008. AFLP analysis reveals a lack of phylogenetic structure within Solanum section
Petota. BMC Evolutionary Biology 8(1): 145.

Kokotovic B, Friis NF, Jensen JS, Ahrens P. 1999. Amplified-Fragment Length Polymorphism
Fingerprinting of Mycoplasma Species. Journal of Clinical Microbiology 37(10): 3300-3307.

Marques |, Loureiro J, Draper D, Castro M, Castro S. 2017. How much do we know about the
frequency of hybridisation and polyploidy in the Mediterranean region? Plant Biology 20: 21-37.

Meédail F, Quézel P. 1999. Biodiversity hotspots in the Mediterranean Basin: setting global conservation
priorities. Conservation biology 13(6): 1510-1513.

Meudt HM, Clarke AC. 2007. Almost Forgotten or Latest Practice? AFLP applications, analyses and
advances. Trends in plant science 12(3): 106-117.

Mouterde P. 1966. Nouvelle flore du Liban et de la Syrie. Beyrouth, Lebanon: Imprimerie Catholique.

Nagano K, Matoba H, Yonemura K, Matsuda Y, Murata T, Hoshi Y. 2007. Karyotype analysis of
three Juniperus species using fluorescence in situ hybridization (FISH) with two ribosomal RNA
genes. Cytologia 72(1): 37-42.

Nei M, Li W-H. 1979. Mathematical model for studying genetic variation in terms of restriction
endonucleases. Proceedings of the National Academy of Sciences 76(10): 5269-5273.

Prebble JM, Meudt HM, Garnock-Jones PJ. 2012. Phylogenetic relationships and species delimitation
of New Zealand bluebells (Wahlenbergia, Campanulaceae) based on analyses of AFLP data. New
Zealand Journal of Botany 50(3): 365-378.

Pritchard JK, Stephens M, Donnelly P. 2000. Inference of population structure using multilocus
genotype data. Genetics 155(2): 945-959.

Quesada H, Garcia-Pereira MJ, Caballero A. 2009. Evaluating the Relationship between Evolutionary
Divergence and Phylogenetic Accuracy in AFLP Data Sets. Molecular Biology and Evolution
27(5): 988-1000.

Romo A, Hidalgo O, Boratynski A, Sobierajska K, Jasinska AK, Vallés J, Garnatje T. 2013.
Genome size and ploidy levels in highly fragmented habitats: the case of western Mediterranean

23



508
509
510
511
512
513
514
515
516
517
518
519
520
521
522
523
524
525
526
527
528
529
530
531
532
533
534
535
536
537
538
539
540
541

542

Juniperus (Cupressaceae) with special emphasis on J. thurifera L. Tree Genetics & Genomes
9(2): 587-599.

Sax K, Sax HJ. 1933. Chromosome number and morphology in the conifers. Journal of the Arnold
Arboretum 14(4): 356-375.

Segraves K, Thompson J, Soltis P, Soltis D. 1999. Multiple origins of polyploidy and the geographic
structure of Heuchera grossulariifolia. Molecular ecology 8(2): 253-262.

Symonds VYV, Soltis PS, Soltis DE. 2010. Dynamics of polyploid formation in Tragopogon (Asteraceae):
recurrent formation, gene flow, and population structure. Evolution: International Journal of
Organic Evolution 64(7): 1984-2003.

Tate JA, Symonds VV, Doust AN, Buggs RJ, Mavrodiev E, Majure LC, Soltis PS, Soltis DE. 20009.
Synthetic polyploids of Tragopogon miscellus and T. mirus (Asteraceae): 60 Years after
Ownbey's discovery. American Journal of Botany 96(5): 979-988.

Tayalé A, Parisod C. 2013. Natural pathways to polyploidy in plants and consequences for genome
reorganization. Cytogenetic and genome research 140(2-4): 79-96.

Tikhonova NA, Polezhaeva MA, Pimenova EA. 2012. AFLP analysis of the genetic diversity of closely
related rhododendron species of the section rhodorastra (Ericaceae) from Siberia and the Far East
of Russia. Russian Journal of Genetics 48(10): 985-992.

Valles J, Garnatje T, Robin O, Siljak-Yakovlev S. 2015. Molecular cytogenetic studies in western
Mediterranean Juniperus (Cupressaceae): a constant model of GC-rich chromosomal regions and
rDNA loci with evidences for paleopolyploidy. Tree Genetics & Genomes 11(3): 1-8.

Vekemans X. 2002. AFLP-SURV 1.0: A program for genetic diversity analysis with AFLP (and RAPD)
population data. http://www.ulb.ac.be/sciences/lagev/aflp-surv.html : Distributed by author.
Laboratoire de Génétique et Ecologie Végétale, Universite” Libre de Bruxelles, Belgium.

Vekemans X, Beauwens T, Lemaire M, Roldan-Ruiz I. 2002. Data from amplified fragment length
polymorphism (AFLP) markers show indication of size homoplasy and of a relationship between
degree of homoplasy and fragment size. Molecular ecology 11(1): 139-151.

Verlaque R, Médail F, Quézel P, Babinot J-F. 1997. Endémisme végétal et paléogéographie dans le
bassin méditerranéen. Geobios 30: 159-166.

Vigouroux Y, Glaubitz JC, Matsuoka Y, Goodman MM, Sanchez G. J, Doebley J. 2008. Population
structure and genetic diversity of New World maize races assessed by DNA microsatellites.
American Journal of Botany 95(10): 1240-1253.

Vos P, Hogers R, Bleeker M, Reijans M, Van de Lee T, Hornes M, Frijters A, Pot J, Peleman J,
Kuiper M. 1995. AFLP: a new technique for DNA fingerprinting. Nucleic acids research 23(21):
4407-4414.

24



Discussion générale
Cette thése est composée d’un ensemble d’approches explorant la polyploidie chez le genre Juniperus

L.. La polyploidie considérée comme un processus majeur dans I’évolution des plantes (Van de Peer et
al., 2017; Clark & Donoghue, 2018), a été considérée comme tres rare chez les gymnospermes et
particulierement chez les coniferes. (Khoshoo, 1959; Ahuja, 2005; Husband et al., 2013). Plusieurs de
ces rares cas concernaient le genre Juniperus (Nagano et al., 2007; Siljak-Yakovlev et al., 2010; Romo
et al., 2013; Vallés et al., 2015), ce qui a renforcé notre intérét a ce genre. Afin de mieux cerner
I’incidence de la polyploidie dans ce genre, cette étude a été déclinée a différentes échelles; de 1’échelle

du genre jusqu’au niveau intra-spécifique et de la distribution mondiale jusqu’a la répartition locale.

La mesure de la taille du génome de presque tous les taxons de ce genre, fait ressortir Juniperus comme
le genre qui détient le plus grand intervalle de taille du génome de tous les coniféres (Min 21.81 pg/ 2C
— Max 70.58 pg/ 2C) (Murray et al., 2012). A I’instar de ce qu’on observe dans le genre Pinus, certains
représentants du genre Juniperus possédent des tailles de génome élevées (Murray et al., 2012). Alors
que les tailles de génome des especes de Pinus étaient distribuées de maniere continue et
correspondaient toujours a des génomes diploides puisqu’elles sont liées aux séquences répétées
(Bogunic et al., 2003; Morse et al., 2009; Kovach et al., 2010), les tailles de génome des espéces de
Juniperus ont été classées en trois groupes bien séparés, correspondants a trois niveaux de ploidie:
diploidie, tétraploidie et hexaploidie. Ces résultats nous ont permis d'utiliser les estimations de la taille
du génome comme un indicateur indirect du niveau de ploidie dans notre modele. Nos résultats sont
exceptionnels en ce qui concerne la frequence de polyploidie trouvée dans tout le genre. En effet, 16
taxons étaient polyploides; 15 tétraploides et un hexaploide. Pour ce dernier nous avons effectué dans
le cadre de cette étude les premiers comptages chromosomiques (2n = 6x = 66). Juniperus détient donc
le record de la plus grande fréquence de polyploidie au sein des coniferes. Ce record est partagé avec le

genre Ephedra (Gnetales) chez les gymnospermes (Ickert-Bond et al., 2015; Wu et al., 2016).

De plus, apres la reconstruction ancestrale de la taille du génome, au moins 10 événements de
polyploidisation indépendants ont été trouvés, soulignant I’importance de ce phénomene dans
I’évolution de ce genre. Fait intéressant, tous les cas de polyploidie détectés provenaient de la section
Sabina, qui est la section la plus diversifiée du genre. En fait, la forte incidence de la polyploidie dans
cette section serait en partie a 1’origine de sa grande diversité d’especes (61 espéces) comparée a

Caryocedrus (1 espece) et Juniperus (13 espéces). En effet, la polyploidie est considérée comme

109



moteur de la diversification et de la spéciation des plantes (Wood et al., 2009; Clark & Donoghue,
2018). Wood et al. (2009) ont montré que 15% et 31% des événements de spéciation chez les
angiospermes et les fougeres respectivement, étaient accompagnés d'une augmentation du niveau de

ploidie.

La fréquence de polyploidies dans notre étude pourrait étre toutefois sous-estimées car, pour la majorité
des taxons, nous n’avons étudié qu’une seule population. Etant donné que le changement de niveau de
ploidie entre différentes populations d’'une méme espece n’est pas a exclure chez les genévriers, nous
aurions pu facilement passer a coté de tels cas sans le noter et par la suite sous-estimer la fréquence de

la polyploidie.

Les genévriers ont une distribution géographique trés vaste et sous des conditions environnementales
diverses. Ils survivent parfois dans des environnements extrémes ou aucun autre conifére n’ose
s’aventurer (Noble, 1990; McDowell et al., 2008; Rawat & Everson, 2012; Kukowski et al., 2013;
Mathaux et al., 2016). Cette grande diversité des habitats est observée tant au niveau des espéces qu’au

niveau intra-spécifique (Adams, 2014).

Il existe une corrélation entre la polyploidie et les conditions environnementales extrémes. A titre
d’exemple, les stress environnementaux semblent affecter la méiose chez les plantes conduisant a une
augmentation de la production de gametes non réduits; I'un des mécanismes les plus fréquents induisant
la polyploidie (Ramsey & Schemske, 1998; Otto & Whitton, 2000; Mason et al., 2011; Sora et al.,
2016). Ceci infere une variation intra-spécifique du niveau de ploidie (Keeler, 1998; Nagano et al.,
2007; Husband et al., 2013). Des variations intra-spécifiques du niveau de ploidie chez Juniperus, ont
déja été indiquées chez J. chinensis et J. sabina (Nagano et al., 2007; Siljak-Yakovlev et al., 2010;
Vallés et al., 2015). Alors que dans la littérature les deux cytotypes diploide et tétraploide sont reportés
chez J. chinensis (Hall et al., 1973; Nagano et al., 2007), dans notre prospection effectuée sur tous le
genre Juniperus, toutes les variétés examinées de J. chinensis étaient tétraploides avec une taille de
génome de 47.98 +1.5 pg /2C.

Dans le cas de J. sabina, une seule population a eté évaluee dans le cadre de nos prospections sur la
taille du génome de tout le genre. Il s’agit d’une population de J. sabina d’Azerbaidjan. Cette
population était diploide avec une taille de génome 24.65 pg /2C alors que les données de la littérature

sur le niveau de ploidie de J. sabina ont montré deux population diploides en Espagne (Vallés et al.,
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2015) et une population tétraploide de la région des Balkans (Siljak-Yakovlev et al., 2010). 1l est donc
impossible de prédire comment la taille du génome et le niveau de ploidie changent avec la distribution
géographique. En effet, J. sabina est I’espéce la plus répandue géographiquement de la section Sabina
(Adams, 2014). N’ayant pas davantage de données sur cette espéce, nous avons mené une étude
exhaustive sur la taille du génome de 29 populations de J. sabina, représentant presque toute sa
distribution géographique. Récemment, une capture de chloroplaste de J. thurifera a été découverte
dans une variété de J. sabina, décrite sous le nom de J. sabina var. balkanensis (Adams et al., 2016).
Les auteurs ont suggéré une ancienne hybridation entre les lignées ancestrales de ces deux espéces
conduisant a cette variété (Adams et al., 2016). Plus récemment, la seule population déja trouvée
comme tétraploide a été identifiée comme étant J. sabina var. balkanensis (Adams et al., 2018). Nous
avons constaté que toutes les populations étudiées de J. sabina var. sabina étaient diploides avec une
taille moyenne de génome (23.73 £ 0.98 pg/ 2C) et toutes les populations étudiées de J. sabina var.
balkanensis étaient tétraploides avec une taille moyenne du génome (46.36 + 2.8 pg/ 2C). En prenant en
considération l'interprétation de I'ancienne hybridation par Adams et al. (2016), cette variété a été
analysée comme un allopolyploide. Deux arguments pourraient s’opposer a I’interprétation de
I’allopolyploidie. Le premier est la répartition géographique actuelle de J. sabina var. balkanensis qui
ne chevauche pas avec la distribution actuelle de J. thurifera (Adams, 2014). Cependant, J. thurifera est
une espece relique dont la distribution ancienne couvrait 1’Eurasie (Terrab et al., 2008; Mao et al.,
2010; Valles et al., 2015), ce qui rend I'nybridation ancienne possible. Le deuxieme argument qui
s’oppose a I’hybridation ancienne suggéré par Adams et al. (2016), est que I’ADN nucléaire étudié
(région ITS) de J. sabina var. balkanensis a montré une grande similitude avec J. sabina var. sabina.
Pour expliquer I'nomogénéisation de I'ADNrn de J. sabina var. balkanensis et sa grande similitude avec
J. sabina var. sabina, Adams et al. (2016) a suggéré que des multiples rétrocroisements de J. sabina
var. balkanensis avec le parent J. sabina var. sabina ont eu lieu. En se basant sur nos résultats AFLP,
les analyses de STRUCTURE a K = 2 et K = 5 ont montré que J. sabina var. sabina et J. sabina var.
balkanensis appartiennent au méme groupe génétique. Des analyses plus fines de STRUCTURE
incluant ces trois taxons doivent étre réalisées en prenant en considération des possibilités plus élevées
de K pouvant donner une résolution superieure sur la composition du génome de J. sabina var.

balkanensis.

A T’appui de ce qui vient d’étre énoncé, la possibilité d'une hybridation récente entre J. thurifera et J.

sabina a été explorée dans la forét de Saint Crépin dans les Alpes francaises ou ces deux especes sont
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en sympatrie. En effet, trois individus ayant des caractéeres morphologiques intermédiaires entre les
deux especes ont retenu I’attention des forestiers. Sur la base des ITS et de quatre marqueurs
chloroplastiques, nous avons constaté que ces trois individus de morphologies intermédiaires étaient
des hybrides avec J. thurifera comment parent paternel et J. sabina comme parent maternel. Nous
avons également trouvé que ces individus étaient triploides et qu’ils avaient une taille de génome
intermédiaire entre le diploide J. sabina et le tétraploide J. thurifera. Les triploides ont longtemps été
considérés comme peu fertiles avec des difficultés de meioses (Giles, 1941; Tayalé & Parisod, 2013).
Cependant, les triploides ne sont pas complétement stériles et pourraient produire des gametes
euploides viables (1x, 2x, 3x) (Ramsey & Schemske, 1998; Schinkel et al., 2017). Ce qui fut a notre
avantage dans cette étude c’est que les trois hybrides identifiés (une femelle et deux males) ont deja
atteint leur maturité sexuelle (a4ge évalué a plus de 20 ans) (Baldoni et al., 2004; Montesinos et al.,
2006). Pour ces individus, il existe deux facons de se reproduire: tout d’abord d’une fagon asexuée, ce
qui a été prouvé chez J. sabina (Ronnenberg, 2005; Wesche et al., 2005) ou de fagcon sexuée et ce, en
produisant des gameétes viables. Il était intéressant d'évaluer la viabilité du pollen étudié. Cependant,
dans cette étude, nous avons juste mesuré leurs diamétres faute de pollen frais requis pour la mesure de
la taille du génome. Chez les hybrides males, nous avons constaté plusieurs anomalies, telles que des
grains de pollens vides, ainsi que des graines de pollens normaux de tailles différentes pouvant
atteindre 50 um. A ce méme titre, nous avons également constaté que le tétraploide J. thurifera
produisait des graines de pollens plus gros que le diploide J. sabina et que tous deux produisaient des
graines de pollens plus gros que leur la normale mais a faible fréquence correspondant potentiellement
a des gametes non réduits. Cette possibilité de produire des gamétes non réduits dans ce genre serait
probablement l'une des explications relative a la forte implication de la polyploidie chez Juniperus.
Cependant, pour étre sir de cette hypothése, d'autres mesures de la taille du génome doivent étre
effectuées sur des graines de pollens. Cette découverte met en évidence I'importance de I'interaction de
ces deux espéces. La plus grande question est quelle serait la prochaine étape?! Quel serait I'avenir de
ces triploides?! I’extinction? ou des rétrocroisements avec un des parents ? Est-ce qu’ils resteront 1’un
des rares cas de triploidie naturelle des coniferes ou bien ils doubleront leur nombre chromosomique
produisant des hexaploides ou ils feront comme J. sabina var. balkanensis et donneront des
tétraploides? C’est pourquoi des études complémentaires sur la diversité génétique et les niveaux de

ploidie des genévriers dans I’ensemble de la forét de Saint Crépin doivent étre menées.
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Les deux études présentées au chapitre 11l et chapitre IV concernant J. sabina var. balkanensis et les
hybrides triploides de Saint Crépin respectivement, montrent que les deux espéces J. sabina et J.
thurifera sont capable de s hybrider et d’engendrer une descendance viable. Méme si ces deux espéces
possedent des niveaux de ploidie différents et qu’elles sont toutes les deux pas trop proches dans 1’arbre
phylogénétique des geneévriers (dans le méme grand clade mais dans deux sous-clades différents), les
deux espeéces s’hybrident entre elles (Adams, 2014). Précédemment, il a était constaté que plus les
espéces sont genétiqguement distantes plus I'nybride entre ces deux espéces subit un choc génomique
plus important en raison de 1’union de deux génomes bien différents, conduisant a des difficultés
méiotiques de I'nybride (Hegarty et al., 2006). Comme mentionné précédemment dans nos résultats
d’AFLP, J. thurifera semble contenir deux groupes génétiques, peut-étre due a une ancienne
hybridation avec la lignée ancestrale de J. sabina. Cela pourrait étre 1’une des raisons du succés des

hybrides entre ces deux especes, car le choc génétique n’a peut-étre pas été aussi puissant.

Selon les résultats de I’analyse AFLP, le seul hexaploide, J. foetidisima appartient au cluster de J.
sabina, J. thurifera et J. chinensis et semble partager un pool génétique commun avec J. thurifera. La
parenté avec ce dernier a été déja soulignée par Adams (2014) dans ses analyses basées sur les
marqueurs nucléaires et chloroplastiques. Toutefois, dans 1’arbre phylogénétique élaboré par Adams
(2014), J. foetidissima fait partie du cluster de J. excelsa, J. polycarpos et ne correspond pas a ce que
nous avons trouvé avec les AFLPs. Cela pourrait étre lié a la supériorité de la résolution de la technique
AFLP générant des marqueurs en masse hautement polymorphes et couvrant tout le génome, comparé

aux séquences plus ou moins conservées telles que les régions ITS et régions chloroplastiques.

Nous avons également constaté, que les populations libanaises de J. foetidissima présentent un fond
génétique homogeéne contrairement a la population Grecque qui présente deux groupes génétiques: le
groupe majoritaire étant celui présent dans la population du Liban. Ce groupe est également partagé par
J. thurifera. Ce dernier quant a lui est formé également de deux groupes le premier, celui qu’on vient de
présenter comme partagé avec J. foetidissima alors que le deuxiéme groupe génétique est celui de J.
sabina. Ceci suggere deux origines possibles de J. foetidissima. Cela n’était pas surprenant, la
complexité d'origine polyploide augmente avec le niveau de ploidie c’était le cas par exemple de
Tragopogon miscellus (Tate et al., 2009; Symonds et al., 2010; Chester et al., 2012) et de Heuchera
grossulariifolia Rydb. (Segraves et al., 1999). Davantage d’¢tudes doivent étre menées avec un

échantillonnage plus large pour avoir plus de clarifications sur la diversité génetique et la composition
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génetique de J. foetidissima sur 1’ensemble de son aire de distribution géographique et en mettant

davantage I'accent sur J. sabina, J. thurifera et J. chinensis.
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Conclusion et perspective

Juniperus, le genre de tous les records! Un des genres les plus diversifiés parmi les coniféres, un des
genres couvrant une tres large distribution a 1’échelle du globe et un des genres dont les représentants
poussent aux plus hautes altitudes. VVoila un autre record pour ce genre qui a montré la fréquence la plus

élevée de polyploidie chez les coniféres.

La polyploidie a été fortement sous-estimé dans ce genre. Apres avoir mené la premiere étude
exhaustive, Juniperus a présenté 15% de polyploidie dont un hexaploide. « Sequoia sempervirens » est
tombé de son piédestal. Un proverbe célébre au Liban dit: "Sa chaussure est tombée de I'étagere"!
Cela signifie que vous n'étes plus le seul! En effet, J. foetidissima a rejoint Sequoia sempervirens pour
symboliser le sommet des niveaux de ploidie et du nombre de chromosomes chez les coniféres. Les
deux étant hexaploides et les deux semblent avoir des origines complexes. Les résultats AFLP ont
montré que J. foetidissima semble avoir deux origines: une autopolyploidie au Liban et une
allopolyploidie en Grece. Cette méme ¢tude a révélé 1’allopolyploidie de J. thurifera, J. chinensis et J.
seravschanica suggérant I’importance de 1’hybridation et de la polyploidie dans 1’évolution de ce genre.
Ces résultats restent toutefois a prendre avec précaution. Il faudra insister davantage sur les espéces
présentes dans le méme clade que J. foetidissima et incluant davantage des populations de cette espéce.

L'analyse cytogéographique de J. sabina a montré que plusieurs populations étaient tétraploides, au lieu
d'une seule déja signalée dans la région des Balkans. Les populations tétraploides sont localisées dans
plusieurs régions des Balkans depuis la Croatie jusqu’en Grece, ainsi qu’en ltalie et en Turquie. Toutes
ces populations tétraploides appartiennent a la variété récemment décrite, J. sabina var. balkanensis et
toutes les populations diploides sont des représentants de J. sabina var. sabina. La variété Juniperus
sabina var. balkanensis dont 1’origine d’aprés Adams et al. (2016) est due a une ancienne hybridation

entre les deux lignés ancestrales de J. thurifera et de J. sabina, serait fort probablement allopolyploide.

En outre, nous avons démontré une hybridation récente entre J. thurifera et J. sabina qui sont présentes
en sympatrie dans la forét de Saint Crépin (Alpes de France). Ces hybrides triploides représentent un
cas exceptionnellement rare a observer dans la nature. Cette découverte accroit la fiabilité de notre
hypothése innovatrice suggérée dans le deuxiéme chapitre ou nous avons lié I'allopolyploidie a la
présence en sympatrique, relativement fréquente, des especes de genévrier. Ceci pourrait expliquer la

fréquence élevée de la polyploidie dans ce genre. Nous avons également démontré en étudiant les
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diametres des pollens, et en partant du principe qu’un gaméte non réduit est plus gros qu’un gaméte
réduit, que la faculté de ces espéces a produire des gametes non reduits observés a Saint Crépin serait
également derriére les nombreux événements de polyploidisation dans ce genre. Cette derniére
hypothése reste a prouver par des études ultérieures de la taille du génome des graines des pollens et de

leur viabilité.

Quant aux autres perspectives de ce travail, il serait intéressant d’élucider 1’origine de chacun des

taxons tétraploides trouvés dans le cadre de cette étude.

En ce qui concerne Juniperus foetidissima, il est intéressant d’étudier les réarrangements
chromosomique suite & la polyploidisation, en étudiant par exemple la localisation et le nombre de
signaux des genes ribosomiques 5S et 18S. L’estimation de la date d’émergence de J. foetidissima par

rapport a d’autres espéces apparentées devrait également étre estimée.

La diversité génétique de toutes les populations de J. foetidissima par AFLP ou par SSR ainsi que
I’application de techniques plus avancées telles que les Radseq ou le séquencage du transcriptome

seraient de mise afin d’obtenir d’informations supplémentaires sur son origine.

Concernant le tétraploide J. sabina var. balkanensis, il sera trés intéressant d'étudier les raisons
derriére sa répartition géographique restreinte. Il s’agirait peut étre d’une sous estimation de cette aire
de répartition due a I’incapacité de discriminer J. sabina var. balkanensis et J. sabina var. sabina
morphologiquement. Les outils moléculaires pourraient étre dans ce cas un outil de choix pour

délimiter 1’aire de répartition de toutes les populations de ces deux taxons.

Nos investigations sur la forét de Saint Crépin ne s’arrétent pas la. A la lumiére des
introgressions importantes et de la triploidie constatées, un dépistage complet de la diversité génétique
de cette population devrait étre effectué. Nous allons également essayer de tenter des actions de
conservation sur ce site en raison de son importance en tant que laboratoire vivant générateur de

diversité.

Des actions de conservation doivent également étre entreprises pour J. foetidissima le seul hexaploide
de ce genre. Cette mesure de conservation devrait toutefois obligatoirement couvrir I’ensemble de son
aire répartition vu la présence de différentes entités génétiques au sein de ce taxon comme ce que nous

I’avons démontré entre les populations Grecques et Libanaises.
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Au Liban les populations de Juniperus foetidissima sont en position marginale de leur aire de
répartition représentant le «bord de fuite » par rapport a I’aire de distribution de I’espece. lls

comprennent par conséquent un pool génétique important résilient aux changements climatiques.

Au Liban les trois especes J. foetidissima, J. excelsa et J. polycarpos qui sont difficilement discernables
selon des critéres morphologiques sont considérés comme un seul taxon dans les cartographies
forestiéres. Or la fréquence de chacun de ces 3 taxons n’est pas la méme ce qui rend difficile la
délimitation des aires de répartition de chacun et par la suite sous-estimer la fragmentation des
populations des taxons les plus rares qui sont dans ce cas J. foetidissima et J. polycarpos. Cette
fragmentation limite les flux de génes et la dispersion des graines et menace a terme la survie de ces
especes. Une délimitation fine de ces trois espéces doit étre effectuée comme premiere mesure en vue
de leur conservation qui revét un caractére capital et urgent. Les essences forestiéres connaissent des

coupes intempestives malgré les restrictions législatives en vigueur.

Pour terminer sur une note de recherche fondamentale, Juniperus présente le genre idéal pour

prospecter le lien entre la polyploidie, 1’adaptation et 1’évolution.

Dans ce travail nous avons démontré que la polyploidie est un moteur de la diversification du genre
Juniperus. Mais nous n’avons pas eu le temps d’ouvrir le grand volet qui ¢lucide le rble de cette
polyploidie dans la grande adaptation des représentants de ce genre a diverses conditions

environnementales extrémes. La polyploidie est-elle la raison derriére les records de Juniperus?
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Résumé : La polyploidie est un processus
important et un moteur de la diversification
et de I'évolution des plantes. Peu de
polyploides naturels ont été décrits chez
Juniperus, un genre de conifére représenté
par 75 espéces d'arbres ou arbustes a
feuilles persistantes, largement réparties
dans I'hémisphere nord. Dans ce travail de
recherche, I’implication de la polyploidie
dans I'évolution de  Juniperus et
I’élucidation des mécanismes sous-jacents
a ces evénements de polyploidisation sont
explorées.

La taille du génome (TG) et le niveau de
ploidie ont été évalués chez 111/115 taxons
en utilisant la cytométrie en flux et les
comptages chromosomiques. Le taux de
polyploidie chez les genévriers s’est avéré
étre exceptionnellement élevé : 15 taxons
sont des tétraploides et un seul taxon (J.
foetidissima) est hexaploide. Juniperus
foetidissima représente le seul conifére
hexaploide découvert a ce jour a part
Sequoia  sempervirens.  Nous avons
également utilisé des approches de
modélisation phylogénétique pour
déterminer la TG ancestrale dans les trois
clades de Juniperus et pour reconstruire le
processus évolutif de la polyploidisation
chez ce genre. Au moins 10 événements de
polyploidisation ont eu lieu au cours de
I'évolution et de la diversification de
Juniperus.

Nous avons ensuite exploré I’origine de la
polyploidie  chez  certaines  especes
méditerranéennes. La variation de la TG et
le niveau de ploidie de deux variétés de J.
sabina ont été estimés : Les populations
échantillonnées de J. sabina var. sabina se
sont avérées étre diploides, tandis que les
populations de J. sabina var. balkanensis
étaient toutes tétraploides.

Ces derniers auraient éte issus d'une
ancienne hybridation entre le tétraploide J.
thurifera et le diploide J. sabina.

Dans les Alpes francaises, ou J. sabina var.
sabina et J. thurifera sont en sympatrie, des
individus présentant des morphologies
intermédiaires entre ces deux especes sont
observés. Suite a des estimations des TG,
de séquencage des ITS et de régions
chloroplastiques, ces individus sont
considérés comme des hybrides triploides.
Enfin, I’utilisation des marqueurs AFLP
pour déchiffrer les relations
phylogénétiques entre  des  espéces
méditerranéenne a montré que plusieurs
pools génétiques contribuent a la diversité
de Juniperus. Aussi ces marqueurs ont
contribué a la découverte des contributions
de ces pools génétiques aux taxons
polyploides. Alors que les populations
libanaises de I'hexaploide J. foetidissima
sont issues d'une lignée ancestrale unique,
la population grecque semble résulter d'un
mélange inégal de deux lignées anciennes.
Ces deux lignées contribuent également au
tétraploide J. thurifera. Cette analyse a
¢galement montré que I’espece
meéditerranéenne J. excelsa et I’espéce
africaine J. procera partagent la méme
lignée ancestrale. Cependant, des analyses
supplémentaires sont nécessaires pour une
interprétation plus compléte des données.
L'importance de I'nybridation
interspécifique et de la polyploidie dans
I'évolution des especes de Juniperus
nécessite d’amples recherches visant a
comprendre le lien entre ces mécanismes et
I'adaptation de ces especes a un large
spectre d'habitats extrémes. Ces recherches
futures devraient aussi contribuer a
découvrir comment les espéces de
conifeéres peuvent s’adapter aux
changements climatiques.
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Abstract : Polyploidy is considered as an
important phenomenon and a key driving
force for plant diversification and
evolution. Few natural polyploid species
have been described in Juniperus, a
coniferous genus represented by 75 species
of evergreen trees or shrubs widely
distributed in the North Hemisphere. The
occurrence of polyploidy in the evolution
of this genus as well as a more
comprehensive view of pathways that were
involved in these polyploidization events
are explored in this research work.

Genome size (GS) and ploidy level
assessments were conducted on 111/115
taxa using flow-cytometry and
chromosome counts. Juniperus holds an
exceptionally high rate of polyploidy, 15
taxa being tetraploids and just one (J.
foetidissima) being hexaploid. It represents
the only hexaploid conifer discovered to
date after Sequoia sempervirens. We also
used  phylogenetically-informed trait
evolution  modelling  approaches to
determine ancestral GS in the three clades
of Juniperus and to reconstruct the
evolutionary process of polyploidization in
Juniperus. At least 10 polyploidization
events have occurred during Juniperus
evolution and diversification.

We then explored the origin of polyploidy
in selected Mediterranean species. The GS
variation and the ploidy level of two J.
sabina varieties were estimated: J. sabina
var. sabina sampled populations were
shown to be diploid, while J. sabina var.
balkanensis populations were all tetraploid.
The latter has been postulated to have
arisen from an ancient hybridization
between the tetraploid J. thurifera and the

diploid J. sabina. In the French Alps,
where J. sabina var. sabina and J. thurifera
occur in sympatry, individuals with
intermediate morphologies between these
two species are observed. Evidences based
on GS assessments, ITS and chloroplastic
sequences demonstrated these individuals
as triploid hybrids.

Finally, the use of AFLP markers to
decipher phylogenetic relationships
between  Mediterranean and  Eastern
Mediterranean  species  showed that
multiple lineages contributes to Juniperus
diversity and shed light on some polyploid
taxa origins. While the Lebanese
populations of the hexaploid J. foetidissima
are issued from a unique ancestral lineage,
the Greek population seems to be the result
of an unequal admixture of two ancient
lineages. These two lineages contribute
also to the tetraploid J. thurifera. This
analysis  showed also that the
Mediterranean J. excelsa and the African
taxa J. procera shares the same ancestral
lineage. However, further analyses are
needed for a more complete interpretation
of the data.

The importance of interspecific
hybridization and of polyploidization in the
evolution of Juniperus species argues in
favor of the development of researches
aiming at understanding the link between
these mechanisms and the adaptation of
those species to a wide range of extreme
habitats. Such future researches should
contribute to predict how conifer species
may adapt to dramatic changes in the
Earth’s climate.
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