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V – PROTOCOLES
Protocole I : Préparation d’ADNc
1) Extraction des ARNs

Les ARNs totaux de feuilles sont extraits à l’aide d’un tampon TRIzol (Invitrogen, Merelbeke, Belgique). Une fois broyé dans l’azote liquide, approximativement 50 mg de matériel végétal sont homogénéisés dans 1 ml de tampon à l’aide d’un Ultra Turrax. L’homogénat est incubé 3 min en présence de chloroforme (300 µl) puis centrifugé 15 min. La phase aqueuse récupérée est ajoutée à 1/3 de volume de KAc (3M, pH 5.7) ; incubée sur glace (30 min) et centrifugée. La solution est purifiée par partage avec 1 volume de phénol:chloroforme (1:1 ; v:v). Les ARNs totaux, dissous dans la phase aqueuse récupérée, sont précipités par ajout d’1 volume d’isopropanol durant une nuit à -20°C. Les échantillons sont centrifugés,  puis le culot est séché et redissous dans de l’eau.

La concentration en ARNs totaux est déterminée par la mesure de la densité optique à 260 nm. La pureté des ARNs est estimée en mesurant le rapport DO260/DO280 ; un rapport qui se rapproche de 2 témoigne de la bonne qualité des ARNs extraits.
2) Traitement DNase et Transcription inverse
Les ARNs totaux sont incubés 1h à 37°C avec une DNase (RQ1 RNase-Free DNase, Promega ; 1U/µg d’ARNs). La solution est purifiée par partage avec 1 volume de phénol:chloroforme (1:1 ; v:v). La phase aqueuse est récupérée et le surnageant est précipité par ajout de NaAc 3M (1/10 vol) et d’EtOH 100% (2.5 vol) à -20°C. Les échantillons sont centrifugés, puis le culot est séché et redissous dans de l’eau. La concentration en ARNs totaux est déterminée par la mesure de la densité optique à260 nm.
La synthèse d’ADNc est réalisée à partir de 5µg d’ARNs totaux grâce à la Moloney Murine Leukemia Virus (M-MLV) reverse transcriptase (200U) et un oligo(dT)15 (0.5µg) pendant 2h à 37°C en présence d’un inhibiteur de Rnase (Rnase Inhibitor, 20 Unités) dans un volume final de 40 µl. Les ADNs sont dilués 2.5x dans de l’eau.
Protocole II : Extraction d’ADN génomique

Une fois broyé dans de l’azote liquide, le matériel végétal est homogénéisé dans 1 volume de tampon d’extraction CTAB (Cetyltriméthyl-amonium bromide 0.05 M; EDTA 0.02 M pH8 ; NaCl 0.14 M ; polyvinylpyrrolidone Mr 40000, 0.25 µM) à l’aide d’un vortex. La solution est purifiée par partage avec 1 volume de chloroforme ; la phase aqueuse est récupérée après centrifugation. L’ADN est précipité à l’aide de polyacrylamide linéaire et de 3 volumes d’EtOH 100% à -20°C. Les échantillons sont centrifugés,  puis le culot est séché et redissous dans de l’eau

Protocole III : PCR
1) Conditions générales de PCR

Les réactions de PCR ont été effectuées à partir de 5 µl d’ADNc provenant de 0.25 µg d’ARN ou de 200 ng d’ADN génomique. 
Le programme de PCR suivi est :
	
	Température
	Temps
	Nombre de cycles

	Dénaturation initiale
	94°C
	5 min
	1

	Dénaturation
	94°C
	30 sec
	40 / 20-25

	Hybridation des amorces
	55°C / gradient
	30 sec
	

	Elongation
	72°C
	1 min
	

	Elongation finale
	72°C
	10 min
	1


L’étape d’hybridation des amorces a parfois fait intervenir un gradient de température. Le nombre de cycles du programme PCR a été diminué dans le cas d’amplifications en conditions non saturantes (PCR semi-quantitative). Ces modifications sont renseignées dans les parties concernées.
La réaction de PCR se fait dans un mélange (volume final de 40 µl) qui comprend : le tampon de la polymérase 1x (MgCl2 1.5 mM inclus), un mélange de dNTPs (200 µM), l’ADN polymérase (Taq 0.6 U et/ou Pfu 0.3 U) et les amorces (1 µM).
3) PCR par essais

	
	Température
	Temps
	Nombre de cycles

	Dénaturation initiale
	94°C
	5 min
	1

	Dénaturation
	94°C
	30 sec
	40

	Hybridation des amorces
	55°C

- 0.4°C / cycle
	30 sec
	

	Elongation
	72°C
	1 min
	

	Dénaturation
	94°C
	30 sec
	20

	Hybridation des amorces
	45°C
	30 sec
	

	Elongation
	72°C
	60 sec
	

	Elongation finale
	72°C
	5 min
	1


3) PCR visant à amplifier un long fragment*
	
	Température
	Temps
	Nombre de cycles

	Dénaturation initiale
	94°C
	5 min
	1

	Dénaturation
	94°C
	30 sec
	40

	Hybridation des amorces
	50°C
	30 sec
	

	Elongation
	72°C
	10 min**
	

	Elongation finale
	72°C
	8 min
	1


*Protocole conseillé par Promega : http://www.promega.com/enotes/applications/007/ap0023.htm
**2 min par kb amplifié 

La PCR est réalisée avec un mélange Taq (5U)/Pfu (0.2U)

4) PCR quantitative

La PCR a été effectuée à partir de 5 µl d’ADNc dans un mélange réactionnel comprenant les amorces (0.5 µM) et 12.5 µl d’un mix contenant du SYBR Green I, de la Taq, des dNTPs et du MgCl2 (iQ SYBR Green Supermix, BioRad) dans un volume final de 25 µl. Chaque réaction est réalisée en triplicat. 
	
	Température
	Temps
	Nombre de cycles

	Dénaturation initiale
	95°C
	5 min
	1

	Dénaturation
	95°C
	30 sec
	40

	Hybridation des amorces
	57°C
	30 sec
	

	Elongation
(mesure de la fluorescence)
	72°C
	1 min
	

	Elongation finale
	72°C
	10 min
	1

	Dénaturation
	95°C
	1 min
	

	Courbe de dissociation
	95°C

-1°C/cycle
	10 sec
	70


L’expression de SaFLC (139 pb) a été normalisée par rapport à celle de SaTUB (162 pb). L’efficacité de chacune des PCR a été évaluée en réalisant une série de dilutions d’un stock d’ADNc (Figure Va). L’efficacité d’amplification de SaFLC et SaTUB est comprise entre 85% et 92% (Figure Vb). La spécificité de l’amplification est contrôlée en fin de PCR grâce à une courbe de dissociation (Figure V.1.c) et par électrophorèse.

Figure V. Courbes d’amplification d’une série de dilutions réalisées à partir d'un échantillon d’ADNc stock (a) ; l’efficacité de l’amplification (b), mesurée à partir de cette série de dilutions, et la courbe de dissociation (c) sont générées par le logiciel fournit avec le système de détection (iCycler iQ real-time PCR detection system, Bio-Rad).
Protocole IV: Southern blot

1) Transfert

Un volume de 10 µl des produits de PCR est chargé sur un gel d’agarose de 1.2%. Après migration des produits de PCR, le gel subit 15 min de dépurination (HCl 0.25 M), 30 min de dénaturation (NaOH 0.5 M, NaCl 1.5 M), puis 2 X 15 min de neutralisation (Tris-HCl 0.25 M pH 7.5 ; NaCl 3 M) et est rincé dans du SSC 20X. Les produits de PCR sont ensuite transférés sur membrane de Nylon (Nylon Hybond-N 0.45 µm, Amersham Biosciences, Piscataways, NJ, USA) par capillarité dans du SSC 20X. Les ADNs sont alors fixés sur la membrane à 80°C pendant 2 h.

2) Préparation de la sonde et hybridation

1) Marquage au P32
Le marquage de la séquence nucléotidique au dAT-([32P] est réalisé à l’aide du kit RadPrime DNA Labeling System (Invitrogen, Merelbeke, Belgique). La séparation de la sonde des nucléotides non incorporés se fait par passage du mélange au travers d’une colonne de résine Séphadex G50 (Amersham Biosciences, Piscataways, NJ, USA). Des fractions sont récoltées à la sortie de la colonne et dosées. 

Avant de procéder à l’hybridation proprement dite, les sites d’hybridation non-spécifiques des membranes sont saturés, au cours d’une étape de pré-hybridation, dans une solution dont la composition est : SSPE 5x (NaCl 750 mM, NaH2PO4.2H2O 50 mM, EDTA 5 mM, pH 7.4), formamide désionisée, solution de Denhardt’s 5x (ficoll 1%, Polyvinylpolypyrrolidone 1%, albumine de sérum bovin 1%), SDS 0.5%, ADN de sperme de saumon (100 µg/µl) à 42°C pendant 3 h minimum. Cette solution est ensuite remplacée par la même solution fraîche contenant la sonde radioactive (> 107 cpm) dénaturée. Les membranes sont hybridées pendant une nuit à 42°C.

Les membranes sont lavées afin de réduire le bruit de fond créé par les sondes non-hybridées ou hybridées de manière non-spécifique. Le lavage est réalisé dans des bains de concentration décroissante en SSPE (2x, 1x et 0.1x) avec du SDS 1% à température ambiante. Le dernier lavage peut être répété, si nécessaire, à une température de 45°C puis de 65°C. Le nombre de lavages est déterminé sur le blot grâce au compteur de type Geiger : on cesse les lavages lorsque seul le signal spécifique semble subsister.
Un film (Fuji Medical X-Ray) est déposé sur les membranes. L’ensemble est exposé, à -20°C, dans des cassettes Kodak avec écran amplificateur pendant des durées variables. Les films sont alors développés, 5 min dans le révélateur (Agfa), puis 5 min dans le fixateur (Agefix, Agfa).

2) Marquage à la digoxigénine
Les sondes marquées à la digoxigénine sont préparées par PCR* à l’aide d’amorces spécifiques en présence d’un oligonucléotide modifié : digoxigénine-dUTP (DIG Labeling Kit, Roche Diagnostics, Manheim, Allemagne). 

*conditions de réaction : tampon Taq polymérase 1x (MgCl2 1.5 mM inclus) ; mix de dNTPs 200 µM ; DIG-11-UTP alkali-labile 25 µM ; Taq Polymérase 1.25 U ; amorces 1 µM.

L’efficacité du marquage est vérifiée par migration des produits de PCR sur un gel d’agarose 1.2% ; l’incorporation de digoxigénine-dUTP au cours de la PCR entraîne un retard de migration des fragments générés par rapport à ceux amplifiés sans digoxigénine-dUTP.
La préhybridation se fait pendant 1 h à 68°C dans du tampon d’hybridation (Dig Easy Hyb, Roche). L’hybridation se fait dans le même tampon, en présence de la sonde dénaturée, à 68°C pendant une nuit. Afin d’éliminer l’excès de sonde, la membrane est lavée deux fois dans un tampon SSC 2x ; SDS 1 % à température ambiante puis deux fois dans du tampon SSC 0.1x; SDS 1 % à 68°C sous agitation douce.

Le protocole de révélation utilisé est celui décrit dans le manuel fourni avec le kit de détection (DIG Luminescent Detection Kit, Roche Diagnostics, Manheim, Allemagne). La membrane est équilibrée pendant 1 min dans du tampon de lavage (acide maléique 0.1 M ; NaCl 0.15 M pH 7.5 ; Tween-20 0.3%), puis incubée durant 30 min dans un tampon de saturation (Blocking Reagent 1X (11 096 176 001, Roche) acide maléique 0.1 M ; NaCl 0.15 M pH 7.5( permettant de saturer les sites aspécifiques aux anticorps. Elle est enfin placée dans un milieu de tampon de saturation (20 ml pour une membrane de 100 cm2) additionné d’anticorps anti-DIG couplé à une phosphatase alkaline (150mU/ml final) pendant 30 min. Elle est ensuite lavée deux fois pendant 15 min dans le tampon de lavage, puis équilibrée 2 min dans la solution de révélation (Tris-HCl 100 mM ; NaCl 100 mM ; pH 9.5). Elle est finalement placée dans 20 ml de cette même solution additionnée du substrat chémiluminescent (CSPD) pendant 5 min.

La détection se fait par autoradiographie. Un film (Fuji Medical X-Ray) est déposé sur les membranes. L’ensemble est exposé dans des cassettes Kodak pendant 5 à 15 min. Les films sont alors développés, 5 min dans le révélateur (Agfa), puis 5 min dans le fixateur (Agefix, Agfa).

Protocole V : Hybridation in situ
1) Fixation et section des échantillons

Les apex sont fixés dans de la formaldéhyde à 2%, préparée dans du tampon phosphate 100 mM, pH 7.2 (16h à 4°C). Les tissus fixés sont alors déshydratés puis inclus dans de la paraffine selon la procédure standard. Des sections de 8 µm sont réalisées et montées sur des lames couvertes d’un film de poly-L-lysine (Sigma, Bornem, Belgique). Les lames sont alors immergées dans une solution de protéinase K (Merck, Leuven, Belgique) à 1 µg/ml dans du Tris-HCl 100 mM, EDTA 5 mM pH 8 (30 min à 37°C). Ensuite, afin d’arrêter l’activité de la protéinase K et d’empêcher l’accrochage des sondes à la poly-L-lysine, les lames sont rincées à l’eau stérile, à température ambiante, trempées dans une solution de triéthanolamine HCl 0.1 M pH 8, fraîchement préparée, puis plongées dans une solution anhydride acétique dans un tampon triéthanolamine pendant 10 min avec agitation. Cette solution est obtenue en ajoutant du tampon triéthanolamine à de l’anhydre acétique non dilué pour arriver à une concentration d’anhydre acétique de 0.25% (v/v). Enfin, elles sont plongées dans deux bains stériles de SSC 2X (NaCl 0.15 M, Citrate de Na3 0.015 M).
2) Hybridation à l’aide d’une sonde marquée au S35
Les sondes ARNs sens et antisens, marquées avec de l’35S-UTP, sont préparées par transcription ‘run-off’ selon le protocole Promega (Promega, Madison, WI, USA) à partir de l’ADNc inséré dans le plasmide pGEM-T. Ces sondes ARNs marquées sont hydrolysées afin d’obtenir des fragments ayant une taille moyenne de 150 pb. Les sondes sont dénaturées puis ajoutées, à la concentration de 0.3 ng/µl/Kb, au milieu d’hybridation. Ce dernier est composé de Tris-HCl 20 mM pH 8, de formamide 50 %, de NaCl 0.3 M, d’EDTA 1 mM, de la solution de Denhardt 1x, d’ARNt de levure (Sigma, Bornem, Belgique) 500 µg/ml, de Dextran sulfate 10 % et de DTT (Sigma, Bornem, Belgique)10 mM.
20 µl de milieu d’hybridation contenant la sonde sont déposés sur chaque lame. Les lames recouvertes d’un couvre-objet sont alors placées verticalement dans un bain d’huile minérale (Sigma, Bornem, Belgique) préchauffé, et incubées une nuit à 43°C (soit, environ 25°C sous la température de fusion des hybrides formés in situ avec des fragments d’ARN de 150 paires de bases). Les lames sont alors retirées de l’huile minérale puis lavées dans deux bains de chloroforme pur de 10 min chacun. Ces lavages ont enlevé l’huile mais pas les couvres-objets. Ceux-ci vont être éliminés lors du lavage d’1 h dans un grand volume de SSC 4X/DTT 10 mM. Elles sont plongées dans du SSC 2X/DTT 10 mM pendant 15 min. Ensuite, elles sont transférées dans du tampon Rnase (Tris-HCl 10 mM pH 8, NaCl 0.5 M, EDTA 1 mM) à température ambiante pendant 10 min puis incubées dans une solution de RNase A type III (Sigma, Bornem, Belgique) 20 µg/ml de tampon pendant 30 min à 37°C ; ce traitement digère les sondes non-hybridées et réduit, ainsi, le bruit de fond. Les lames sont remises dans différents bains : (a) tampon RNase à température ambiante, (b) SSC 2X pendant 15 min avec agitation, (c) SSC 0.1X à 55°C pendant 20 à 30 min et (d) SSC 0.1X à température ambiante sous agitation durant 10 min. Les sections sont alors déshydratées en les passant dans une série de bains d’éthanol de concentration croissante (30%, 50%, 70%, 90%, 100%) contenant de l’acétate de NH4 0.3 M, puis séchées à l’abri des poussières. 

3) Détection de la sonde par autoradiographie

Chaque lame est recouverte d’une émulsion Kodak NTB2 à 40-42°C, diluée dans de l’eau dans un rapport 1/1 et additionnée d’une goutte de glycérol. Les lames y sont plongées pendant 1 à 2 sec. Les lames séchées sont ensuite placées dans l’obscurité, à 4°C, pendant toute la durée de l’exposition (3 à 5 semaines). Après ce temps d’exposition, les lames sont révélées dans le révélateur (Kodak Microdol-X-Pro), passée dans le fixateur (Agefix, Agfa) pendant 8 min puis rincées à l’eau distillée. Les lames sont plongées 1h dans de l’eau distillée puis 3h dans de l’EtOH 100% avant d’être colorées dans une solution de calcofluor (Sigma, Bornem, Belgique) 4 µl/ml et finalement montées dans du milieu Sigma 3F-272 (glycérol dans du tampon phosphate salin ; sodium azide 0.1%). Enfin les sections peuvent être observées à l’aide d’un microscope Leitz Diaplan équipé d’un illuminateur Ploemopak 3λ pour la fluorescence en lumière réfléchie et muni d’un condensateur pour fond noir. Pour visualiser les tissus, le fluorochrome est excité à 360 nm et la fluorescence émise est observée à 430 nm. Les photos sont réalisées sur un film 400 ASA ou à l’aide d’un appareil photo numérique Nikon Coolpix 950.

Protocole VI : Criblage d’une banque d’ADNc
1) Etape I

1.1) Etalement des phages

Approximativement 150000 phages recombinants sont mélangés avec une souche bactérienne E. coli C600 hfl (high frequency of lysogeny). Après 20 min d’incubation à température ambiante, on ajoute un Top Agar (Luria Broth Base, Agar 0.8%, MgSO4 10 mM). Le mélange est étalé sur milieu solide (Luria Broth Base, Agar 15%), préalablement coulé dans des plaques Nunc bioassay 23 x 23 cm. Les plaques sont séchées 10 min avant d’être placées à 37°C durant une nuit. 

Les phages sont transférés sur des membranes en nylon non-chargées (Nylon HybondN 0.45 µm, Amersham Biosciences, Piscataways, NJ, USA) pendant 1 à 10 min. Les membranes sont incubées dans une solution de dénaturation (NaOH 0.2 M, NaCl 1.5 M) afin de détruire les particules phagiques et de dénaturer l’ADN, puis dans une solution de neutralisation (NaCl 1.5 M, Tris-HCl 0.5 M, pH 7.4). Les membranes sont séchées à température ambiante. Ensuite, les acides nucléiques sont  fixés sur la membrane par exposition aux U.V. (120 000 µJ cm-², four Hoefer “Ultraviolet crosslinker”).
Les membranes sont hybridées avec une sonde marquée au 32P tel que dans le protocole IV (Southern blot).
2) Etape II et III

Les plages de phages donnant un signal d’hybridation sont reprises dans un milieu de suspension (NaCl 0.1 M, MgSO4.7H2O 10 mM, Tris-HCl 50 mM, gélatine 0.01%) puis étalées sur boîte de Petri. Un blot de chaque boîte est réalisé sur une membrane en nylon. Ces membranes sont alors hybridées comme précédemment. 

Pour terminer, on isole chaque plage de lyse provenant de cette seconde étape pour réaliser un troisième et dernier criblage. 

Ces deux derniers criblages sont effectués sur des boîtes de Petri contenant une densité décroissante de phages, permettant d’isoler, in fine, une seule plage de lyse (issue d’un seul phage recombinant). 
3) Extraction de l’ADN  phagique

Les plages de lyse isolées sont étalées à nouveau sur une boîte de Petri. 6 ml de milieu de suspension (voir ci-dessus) sont ajoutés avant incubation avec agitation pendant 2 h à température ambiante. Une partie du liquide est transférée dans un tube Eppendorf avec 0.3 volume de chloroforme. Après centrifugation, 5 ml du surnageant sont mis à incuber 1 h à 37°C en présence d’un mélange Dnase/Rnase (4 µg/ml final). 5 ml de polyéthylene glycol 20 %/ NaCl 2 M sont adjoins à la solution de phages. Ce mélange est incubé 30 min sur glace et centrifugé 10 min à 4°C. Le culot est dissous dans 500 µl de milieu de suspension. On laisse les phages diffuser pendant 30 min. Ensuite 5 µl de SDS 10% et 5 µl d’EDTA 0.5 M sont additionnés. Le tout est incubé 15 min à 68°C. Après purification par partage au phénol/chloroforme (1:1 ; v/v), la phase aqueuse est récupérée. L’ADN phagique est précipité en présence de 0.1 volume de NaCl 4 M et 1 volume d’isopropanol à – 20°C. Le culot est rincé à l’éthanol 70%, séché et dissous dans 50 µl d’H2O.

4) Vérification par PCR

Les fragments insérés entre les deux bras du phage sont amplifiés par PCR à l’aide des amorces spécifiques au phage λgt10 :
λgt10-For : 5’-GGT GGC TTA TGA GTA TTT CTT CCA GGG T-3’

λgt10-Rev : 5’-CTT TTG AGC AAG TTC AGC CTG GTT AAG-3’

L’entièreté du produit de PCR est chargée sur un gel d’agarose 1.2%. Après migration, les bandes sont extraites de l’agarose à l’aide du kit Fast’n’Easy Spin Agarose gel (SanverTECH, Boechout, Belgique). Ces séquences sont sous-clonées dans un vecteur de type plasmide.
Protocole VII : Clonage

1) Vecteur  pGEM-T et transformation d’Escherichia Coli
Les produits de PCR sont clonés dans le plasmide pGEM-T (Invitrogen, Merelbeke, Belgique) possédant un gène de résistance à l'ampicilline. Le mélange de ligation contient le produit de PCR, 50 ng de vecteur, le tampon de réaction (2X Rapid Ligation Buffer) et 3U de T4 DNA ligase dans un volume de 10 µl. La réaction est réalisée à 4°C durant une nuit. Le mélange réactionnel est ensuite utilisé pour réaliser une transformation de cellules d’E. coli DH5( (Invitrogen, Merelbeke, Belgique).  
La transformation des cellules d’E. Coli DH5( compétentes se fait par choc thermique. A cette fin, un mélange de 10 ng d’ADN et de 100 µl de cellules est maintenu à 4°C pendant 30 min, transféré à 42°C pendant 45 sec, puis remis sur glace. Les bactéries sont ensuite cultivées dans 1 ml de milieu liquide Luria Broth Base (Invitrogen, Merelbeke, Belgique) pendant 1 h à 37°C, puis étalées sur un milieu solide Luria Agar (Invitrogen, Merelbeke, Belgique) contenant l’antibiotique auquel les cellules bactériennes ayant incorporé le plasmide sont résistantes (ampicilline 100 µg/ml) ainsi que du X-Gal  (5-bromo-4-chloro-3-indolyl-β-D-galactoside, 2.5 mM) et de l’IPTG  (isopropyl β-D-thiogalactopyranoside, 2.5 mM) permettant la sélection blanc/bleu.

Afin de vérifier que la taille de l’ADNc inséré dans le plasmide de clonage est bien celle attendue, on réalise une PCR* sur les colonies bactériennes blanches récupérées après la transformation. On utilise une amorce dite universelle (PU, primer universel) et une amorce ‘reverse’ (PR, primer reverse) :
PU : 5’-GTC ACG ACG TTG TAA AAC GAC-3’

PR : 5’-CAC AGG AAA CAG CTA TGA C-3’
Les conditions de la PCR sont :

94°C ( 5’

94°C ( 1’

51°C ( 1’        X 39

72°C ( 1’

72°C ( 10’

*PCR : condition de réaction : tampon Taq polymérase 1x (MgCl2 1.5 mM inclus) ; DMSO 60% ; mix de dNTPs 200 µM, Taq Polymérase 0.6 U ; amorces 1 µM.
Ces amorces sont localisées aux deux extrémités du site de clonage multiple. Dès lors, la taille attendue pour ce produit de PCR est celle du fragment augmentée des 227 paires de bases qui correspondent au site de clonage multiple du vecteur. Seuls seront conservés les ADNc (et donc les clones) migrant à la taille attendue.
2) Vecteur binaire et transformation d’Agrobacterium tumefasciens
Les fragments amplifiés par PCR et les vecteurs binaires sont digérés à l’aide de 3 U d’enzyme pendant 2 h à 37°C. Les fragments sont soumis à une électrophorèse et la bande est extraite du gel d’agarose. Un tampon d’extraction est ajouté au fragment l’agarose et l’ADN est purifié à l’aide d’une colonne de silice préparée au labo suivant Borodina et al. (2003). 

Classiquement, le mélange insert/vecteur est dilué dans 10 µl d’eau (dans un rapport molaire de 3 :1), 10 µl de tampon de ligation 2X et 5 unités de T4 ADN ligase (rapid DNA ligation Kit, 1 635 379, Roche).
La souche d’A. tumefasciens utilisée est la souche C58C1 (résistante à la Rifampicine) portant le plasmide pMP90 (résistance à la Gentamicine). La transformation des cellules se fait par choc thermique. A cette fin, un mélange de 1 µg d’ADN et de 100 µl de cellules est maintenu à 4°C pendant 5 min,  plongé dans de l’azote liquide pendant 5 min, transféré à 37°C pendant 5 min. Les bactéries sont ensuite cultivées dans 1 ml de milieu liquide contenant du Bacto-tryptone, Yeast-extract et du NaCl (pH 7.5) pendant une nuit à 28°C, puis étalées sur boîte contenant l’antibiotique auquel les cellules bactériennes ayant incorporé le plasmide sont résistantes (spectinomycine 100 µg/ml) ainsi que de la Rifampicine (100 µg/ml) et de la Gentamicine (25µg/ml).
La vérification de la présence d’un vecteur binaire contenant l’insert désiré se fait par digestion après extraction des plasmides (Wizard® Plus SV Minipreps DNA purification System, Promega).

Protocole VIII : Analyse bioinformatique
1.1) Logiciels d’analyse de séquences

	Logiciels
	Fonctions
	Adresses

	BioEdit
	Alignements multiples et mise en forme
	http://www.mbio.ncsu.edu/BioEdit/bioedit.html

	BLAST
	Recherche dans les banques de séquences (ADN ou protéines)
	http://www.ncbi.nlm.nih.gov/BLAST/

	ClustalW 
	Alignements multiples
(ADN ou protéines)
	http://www.ebi.ac.uk/clustalw/

	GEnScan
	Prédiction de gène
	http://genes.mit.edu/GENSCAN.html

	MegAlign
	Alignement multiples (ADN ou protéines)
	DNASTAR, Inc. (Madison, Winsconsin, USA)

	Seqman
	Assemblage de séquences
	


1.2) Analyse phylogénétique
L’analyse phylogénétique a été réalisée à l’aide du programme PAUP 3.1.1 (‘Phylogenetic Analysis Using Parsimony’, http://paup.csit.fsu.edu/); les séquences ont été introduites de manière aléatoire (fonction random dans PAUP). 
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