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RÉSUMÉ EN FRANÇAIS 
Ces travaux de thèse présentent les différentes approches que j’ai explorées dans le but de 
développer une méthode d’étude du mode d’interaction en solution entre un complexe de 
lanthanide de type tris-dipicolinate [Ln(DPA)3]3- et des protéines. La principale méthode 
développée avec succès est basée sur la mesure de diffusion par RMN de ces systèmes, qui 
mettent en jeu des lanthanides paramagnétiques. Après une étape d’optimisation sur un 
système simple diamagnétique, l’influence du paramagnétisme a été évaluée. Il apparait 
qu’un temps de relaxation T1 raccourci n’empêche pas systématiquement la mesure d’un 
coefficient de diffusion, et qu’il est donc possible de combiner les atouts de la RMN 
paramagnétique et ceux des mesures de diffusion pour caractériser finement l’interaction 
supramoléculaire impliquant un système paramagnétique.  

La méthode de mesure de diffusion montre ainsi son intérêt comme première étape d’une 
étude complète par RMN et Modélisation Moléculaire de systèmes biologiques. Cette méthode 
permet de caractériser une interaction supramoléculaire entre un complexe de lanthanide 
paramagnétique et différents partenaires en solution (petite molécule, peptide 
intrinsèquement désordonné ou protéine). Elle est applicable même dans le cas d’une 
interaction faible ou d’un système très dynamique. En outre le potentiel analytique du 
paramagnétisme du complexe peut être exploité, et les expériences de RMN paramagnétique 
apportent ainsi des informations supplémentaires sur le détail de l’interaction. Le complexe 
[Ln(DPA)3]3-, qui est utilisé pour la détermination de structures cristallines, permet ainsi de 
comparer les structures d’un système protéine/complexe à l’état solide (cristal) et en solution. 

La méthodologie RMN décrite dans cette thèse a été ensuite utilisée pour caractériser divers 
systèmes supramoléculaires au laboratoire. Une étude combinant mesure de diffusion, RMN 
paramagnétique et Modélisation Moléculaire illustre l’intérêt de cette méthode pour un 
système impliquant encore une fois un complexe de lanthanide paramagnétique. 
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RÉSUMÉ EN ANGLAIS 
This PhD work presents the different approaches I have explored in order to develop a 
method to study in solution the interaction mode between a tris-dipicolinate lanthanide 
complex [Ln(DPA)3]3- and proteins. The main method successfully developed is based on 
NMR diffusion measurements of these systems with the use of paramagnetic lanthanides. 
After an optimization step on a simple diamagnetic system, the influence of the 
paramagnetism was evaluated. It appeared that a shortened relaxation time T1 did not 
systematically prevent the measurement of a diffusion coefficient, and that it was thus 
possible to combine the advantages of paramagnetic NMR and diffusion measurements to 
finely characterize a supramolecular interaction involving a paramagnetic system.  

The diffusion measurement method seems interesting as the first step of a complete NMR 
and Molecular Modeling study of biological systems. This method allows to characterize a 
supramolecular interaction between a paramagnetic lanthanide complex and its different 
partners in solution (small molecule, intrinsically disordered peptide or protein). It is 
applicable even in the case of a weak interaction or a very dynamic system. Furthermore, 
the analytical potential of the paramagnetism of the complex can be exploited, and 
paramagnetic NMR experiments provide additional information on the details of the 
interaction. The [Ln(DPA)3]3- complex, which is used for crystal structure determination, thus 
allows comparison of the structures of a protein/complex system in the solid state (crystal) 
and in solution. 

The NMR method developed in this work was then successfully used to characterize various 
supramolecular systems in the laboratory. A study combining diffusion measurements, 
paramagnetic NMR and Molecular Modeling illustrates the interest of this method with a 
system involving once again a paramagnetic lanthanide complex. 
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I - INTRODUCTION 

La complexité du vivant est régie principalement par des interactions d’origine chimique à 
l’échelle moléculaire. Ainsi, la cohésion des membranes cellulaires dépend des interactions 
entre les lipides qui les composent ;1 la structure en double hélice de l’ADN est due aux 
interactions entre nucléotides ;2 nos enzymes reconnaissent et transforment des substrats 
pour produire de l’énergie ;3 nos neurotransmetteurs activent leurs récepteurs pour faire 
circuler des informations4… Tous ces phénomènes mettent en jeu des liaisons essentiellement 
non-covalentes entre des biomolécules et leurs ligands, et l’un des enjeux de la science 
moderne est d’identifier et de quantifier ces interactions que l’on qualifie souvent de 
supramoléculaires.  

De nombreuses techniques biophysiques permettent de caractériser ce type d’interactions 
parmi lesquelles on peut citer la DLS (diffusion dynamique de la lumière) qui permet de de 
mesurer le coefficient de diffusion de molécules en solution,5 l’ITC (titration calorimétrique 
isotherme) qui peut déterminer la constante d’association et la stœchiométrie d’une réaction,6 
les spectroscopies optiques (absorption et émission)7 ou chiroptiques (dichroïsme circulaire 
ou CD),8 ou encore la RMN. Chaque technique a bien-sûr ses avantages et ses inconvénients 
et le choix est en général guidé par les contraintes expérimentales (type de système, quantité 
d’échantillon disponible, instrument à disposition, informations attendues…). Dans de 
nombreux cas la RMN offre un bon compromis : bien que moins sensible que d’autres 
techniques (ITC par exemple), la RMN ne donne pas seulement une information globale sur 
le système (enthalpie, taille ou affinité) mais permet d’obtenir des informations structurales 
avec une résolution de l’ordre de l’atome.9, 10 Elle est non invasive et permet d’observer des 
systèmes dynamiques en solution, voire même in cellulo.11 Elle est applicable à l’observation 
d’une grande variété de systèmes biologiques impliquant des protéines ou des sucres, mais 
aussi à l’étude d’assemblage supramoléculaires mettant en jeu des molécules de synthèse. 

1 - LIAISONS CHIMIQUES 

Les liaisons chimiques sont en général classées en deux catégories selon qu’elles sont 
covalentes ou non-covalentes. Les liaisons covalentes sont des liaisons fortes basées sur le 
recouvrement de deux orbitales atomiques ayant chacune un électron libre, et l’énergie 
requise pour briser cette liaison est de l’ordre de plusieurs centaines de kJ.mol-1.12  

Les liaisons non covalentes sont quant à elle de plusieurs types (i) liaisons de coordination 
(ii) liaisons hydrogène (iii) interactions électrostatiques (iv) interactions hydrophobes. Les 
énergies associées avec ces liaisons sont plutôt faibles (jusqu’à quelques dizaines de kJ.mol-
1) et représentent des liaisons intra- ou inter-moléculaires. Ces interactions bien que dites 
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« faibles » peuvent modifier la conformation d’une biomolécule, elles sont ainsi responsables 
du repliement et de la dynamique des protéines, et sont impliquées dans les assemblages 
supramoléculaires. Elles entrent ainsi en jeu dans de nombreux systèmes biologiques. 

2 - SYSTÈMES BIOLOGIQUES ET INTERACTIONS 

De nombreux phénomènes chimiques et biologiques sont basés sur des interactions en 
solution impliquant plusieurs partenaires, qu’il s’agisse d’ions, de petites molécules ou de plus 
grosses entités (polymères, nanoparticules, protéines…). La complexité et l’intérêt 
scientifique de ces interactions sont très variés selon le système observé. Certaines 
interactions sont des phénomènes naturels d’intérêt biologique, voire médical, tandis que 
d’autres interactions sont utilisées pour la synthèse d’un objet d’intérêt chimique ou 
biologique, par exemple un médicament, un cristal de protéine ou une machine moléculaire. 
Les quelques exemples décrits ci-dessous illustrent ce propos sans prétendre être exhaustifs. 

2.1 AUTO-ASSEMBLAGE DE PROTÉINES 

Des phénomènes d’agrégation de protéines ou de peptides sont à l’origine de plusieurs 
maladies touchant des millions de personnes : maladie de Parkinson, diabète de type 2 et 
maladie d’Alzheimer.13 Dans le cas de la maladie d’Alzheimer des peptides β-amyloïdes, d’une 
taille d’environ 40 acides aminés, s’agrègent en plaques amyloïdes et en fibrilles qui s’avèrent 
neurotoxiques. Dans les années 1990 a été avancée l’hypothèse d’une cascade amyloïde pour 
expliquer la production et l’agrégation de peptides β-amyloïdes observée, et qui est associée 
au développement de la maladie d’Alzheimer. D’autres phénomènes, comme des pathologies 
associées à la protéine tau, semblent découler de cette cascade amyloïde. De nombreuses 
structures de peptides β-amyloïdes, sous forme de monomères, d’oligomères ou de fibrilles, 
ont déjà été résolues par RMN ou diffraction des RX.14 Les mécanismes de l’agrégation font 
aussi l’objet de nombreuses études, avec l’objectif d’inhiber ce phénomène à des fins 
thérapeutiques. Certaines équipes utilisent la RMN pour étudier notamment l’agrégation en 
solution15 et ses aspects dynamiques16, 17 (figure 1). Les modèles les plus probables de la 
formation des fibrilles amyloïdes considèrent une agrégation en plusieurs étapes. Lors de la 
phase de nucléation les peptides β-amyloïdes, en équilibre dynamique entre diverses formes 
plus ou moins repliées, s’auto-assemblent. Quand l’oligomère atteint une taille critique des 
fibrilles amyloïdes se forment, c’est la phase d’élongation.  

La compréhension de ce mécanisme biologique est essentielle pour développer de nouveaux 
traitements : une stratégie consiste à mettre au point des ligands de peptides β-amyloïdes 
capables de prévenir ou du moins de perturber l’agrégation. Cette stratégie nécessite de 
trouver un ligand et d’étudier l’interaction pour optimiser l’effet inhibiteur. 
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Figure 1 : mécanismes possibles de l’agrégation de peptides β-amyloïdes. Les différentes étapes 
de la formation des plaques amyloïdes sont basées sur des interactions dynamiques : échange 
conformationnel du précurseur monomérique, équilibres dynamiques monomère-oligomères, 
échange conformationnel entre noyau critique et feuillet β, interactions dynamiques entre 
feuillets β… L’agrégation est suivie par fluorescence : la thioflavine T (ThT) est un fluorophore 
qui se lie aux feuillets β-amyloïdes. Figure issue de 15. 

2.2 DRUG DISCOVERY ET DRUG DESIGN 

Dans le domaine pharmaceutique la majorité des médicaments agissent sur des cibles 
protéiques, celles-ci pouvant être des enzymes, des canaux ioniques ou d’autres protéines 
importantes pour le fonctionnement de l’organisme traité. La conception de nouvelles 
substances pharmacologiquement actives passe souvent par des stratégies de criblage 
(virtuel18 ou expérimental9) ou par l’amélioration de molécules déjà connues pour interagir 
avec une protéine d’intérêt biologique.9, 19 Ce dernier processus est appelée « drug design », 
et se base sur l’étude de l’interaction entre une protéine d’intérêt et un ligand connu, dont 
l’affinité peut être très variable.20 Cette interaction sert de point de départ pour la conception 
de meilleurs ligands, par modélisation moléculaire ou par modification chimique du ligand 
initial.  

Une stratégie appelée SAR (SAR pour Structure-Activity Relationship) par RMN consiste par 
exemple à élaborer un ligand de haute affinité pour une protéine à partir de 2 ligands de 
faible affinité.21 Ce protocole peut être décomposé en plusieurs étapes (figure 2).  

1- Une banque de petites molécules est criblée jusqu’à trouver un ligand de la protéine 
d’intérêt (P).  

2- Puis des analogues sont testés à leur tour fin d’optimiser ce premier ligand. 
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3- Un second criblage a lieu en présence du premier ligand L1, afin d’identifier un second 
ligand. 

4- Le second ligand est à son tour optimisé (L2). 
5- La localisation des 2 ligands dans le complexe P-L1-L2 est déterminée 

expérimentalement et si les sites de liaison de L1 et L2 sont proches un « superligand » 
hybride L1-L2 est synthétisé, avec une forte affinité pour la protéine. 

La dernière étape nécessite une étude structurale de la protéine pour localiser les sites 
d’interactions. Bien que la structure 3D des protéines puisse être déterminée par RMN, ce 
n’est pas la technique la plus utilisée et la diffraction des rayons X lui est souvent préférée. 

 

Figure 2 : représentation du protocole SAR en 5 étapes. Figure issue de 21. 

2.3 CRISTALLISATION DE PROTÉINES 

De nos jours la diffraction aux rayons X est toujours la technique principale pour résoudre la 
structure tridimensionnelle des protéines.22, 23 En 2020, 80% des 14046 nouvelles structures 
déposées à la Protein Data Bank (PDB https://www.rcsb.org) ont été résolues par diffraction 
des RX (DRX). Cependant, malgré de nombreux progrès technologiques obtenus depuis les 
premières structures résolues (production de protéines recombinantes, techniques de 
purification, cristallisation robotisée à haut débit, faisceaux synchrotrons toujours plus 
intenses… ), l’étape d’obtention d’un cristal reste souvent l’étape limitante.24 Les kits de 
cristallisation disponibles sur le marché permettent de cribler des centaines de conditions 
pour chaque protéine de manière automatique sur des plateformes à haut débit dédiées. 
Certaines molécules ajoutées au milieu de cristallisation peuvent initier la nucléation ou aider 
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la croissance du cristal, on parle d’agent de cristallisation. Ces agents jouent le rôle de « glue 
moléculaire » favorisant les contacts cristallins entre protéines. De nos jours trois grandes 
familles sont utilisées : les calixarenes anioniques,25 les polyoxometallates (clusters de 
métaux de transition)26 et certains complexes de lanthanide dont l’effet d’atome lourd 
participe en plus à la résolution de la structure.27 Il faut remarquer que l’ajout d’un agent de 
cristallisation peut induire la cristallisation, modifier la maille cristalline et/ou permettre 
d’atteindre une meilleure résolution (figure 3).27, 28  

Les complexes de lanthanides étudiés dans notre équipe depuis une quinzaine d’années 
peuvent non seulement jouer le rôle d’agent de cristallisation mais aussi celui d’agent de 
phasage grâce à leurs propriétés de diffusion anomale dues à la présence d’un atome lourd 
(le lanthanide).  

L’interaction agent de cristallisation/protéine intéresse donc particulièrement les 
cristallographes pour qui une bonne compréhension de ce mécanisme pourrait permettre de 
prédire quelle molécule utiliser selon la protéine à cristalliser. 

 

Figure 3 : structure du lysozyme de blanc d’œuf de poule (HEWL) co-cristallisé avec 5 complexes 
de lanthanide [Ln(DPA)3]3-. Figure issue de 29. 

2.4 CHIMIE SUPRAMOLÉCULAIRE 

La chimie supramoléculaire s’inspire de l’observation de systèmes biologiques, on y observe 
donc les mêmes phénomènes d’interactions. Le terme supramoléculaire est introduit par J.-
M. Lehn et définit des assemblages de molécules basés sur des interactions non-covalentes.30 
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De tels systèmes trouvent des applications pratiques dans des domaines variés : chimie des 
matériaux, catalyse, machines moléculaires, médecine.  

Dans le domaine biomédical par exemple, de multiples applications sont basées sur des 
systèmes de type « hôte-invité » (figure 4).31 L’inclusion de molécules thérapeutiques ou de 
gènes dans des cages moléculaires, des vésicules ou des micelles permet une administration 
ciblée, vers des cellules cancéreuses par exemple. Des nanoparticules ou des hydrogels ont 
aussi montré des propriétés très intéressantes pour la délivrance de médicaments. Des 
systèmes supramoléculaires sont aussi utilisés pour améliorer la stabilité ou la fluorescence 
de marqueurs biologiques. La compréhension des interactions supramoléculaires en jeu est 
indispensable pour améliorer les systèmes utilisés et pour développer de nouvelles 
applications. 

 
Figure 4 : exemples d’applications biomédicales de systèmes supramoléculaires basés sur une 
interaction hôte-invité. Figure issue de 31. L’encapsulation peut permettre la délivrance (i) de 
substances actives vers une cible spécifique (ii) de matériel génétique thérapeutique (iii) de 
marqueurs utilisés pour de l’imagerie médicale ou de la thérapie photodynamique (PDT). 

 

Les exemples présentés illustrent la variété des systèmes capables de développer des 
interactions supramoléculaires présentant un intérêt scientifique. Les techniques de 
caractérisation à disposition du chimiste sont tout aussi diverses, cependant la RMN est peut-
être la plus polyvalente: elle est particulièrement adaptée à l’étude des interactions non-
covalentes, même si celles-ci sont faibles, et permet de recueillir une variété d’informations 
-structurale, thermodynamique, cinétique- nécessaires à la bonne compréhension du système. 
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3 - CARACTÉRISATION D’UNE INTERACTION PAR RMN 

3.1 ANALYSE STRUCTURALE DES PARTENAIRES  

Quand deux molécules mises en présence interagissent, on observe en général des 
modifications à la fois de leur structure et de leur dynamique. Il est donc important de 
caractériser tout d’abord les partenaires du système à l’état libre pour détecter ces 
changements qui sont souvent de l’ordre de la perturbation des systèmes initiaux. En effet, 
quelle que soit la nature des interactions mises en jeu (liaisons hydrogènes, interactions 
hydrophobes, Pi-stacking, interactions ioniques…), le système ne se comporte pas comme la 
simple juxtaposition des espèces libres. La comparaison des caractéristiques des espèces 
libres et liées est à la base de l’étude des interactions moléculaires. 

La RMN est aujourd’hui une technique d’analyse idéale pour l’analyse structurale de mélanges 
en solution, et de nombreuses expériences en 1 et 2 dimensions sont utilisables en routine 
sur les spectromètres RMN modernes.32, 33 Les noyaux les plus communément observés en 
chimie organique sont le proton 1H et le carbone 13C, et les expériences les plus utilisées sont 
référencées dans de nombreuses revues plus ou moins exhaustives.34-37 Les macromolécules 
comme les protéines ou les acides nucléiques, du fait de leur complexité, nécessitent souvent 
des stratégies spécifiques qui ne seront pas détaillées ici. Les expériences présentées ci-
dessous se limitent à celles utilisées dans ces travaux de thèse.  

 COSY/TOCSY connectivité  

Les expériences COSY (COrrelation SpectroscopY)38, 39 et TOCSY (Total Correlation 
SpectroscopY)40, 41 sont des expériences homonucléaires 2D très utiles pour établir des 
connectivités entre protons voisins. La séquence COSY de base est très simple (2 impulsions 
séparées par un temps de mélange) et le transfert de polarisation est basé sur l’existence 
d’un couplage scalaire entre 2 protons, principalement 2JHH ou 3JHH (figure 5). 
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Figure 5 : séquence COSY de base (pulse program cosyph ou cosyqf) issue de la bibliothèque 
de programmes Bruker. d1 est le délai de relaxation et d0 le temps de mélange incrémenté qui 
permet de reconstruire l’évolution de l’aimantation décrite par la 2nde dimension du spectre.  

La TOCSY utilise un spin lock (verrouillage de spin) qui permet à la polarisation de se propager 
de proche en proche le long d’une série de protons couplés en 3JHH (figure 6). La durée du 
spin lock est variable, autour de 10-1 s, et sa durée détermine l’ampleur de la propagation de 
l’aimantation le long d’un système de spins.  

 

Figure 6 : séquence TOCSY de base (pulse program mlevph) issue de la bibliothèque de 
programmes Bruker. Un train d’impulsion MLEV-17 permet le transfert de polarisation pendant 
le délai de spin-lock d9.  

 13C et HSQC/HMBC 

Le second noyau qui nous intéresse est le carbone. L’isotope principal 12C ayant un spin nul, 
c’est l’isotope 13C qui est observé en RMN. Avec une abondance naturelle de 1,1% et un 
rapport gyromagnétique 4 fois plus faible que celui du proton, la sensibilité est un facteur 
limitant pour les expériences d’observation directe du carbone. En conséquence, le recours à 
des expériences 2D hétéronucléaires basées sur un transfert de polarisation du proton vers 
le carbone (détection inverse) permet d’obtenir les informations structurales désirées avec 
des temps d’acquisition raisonnables, en bénéficiant de la sensibilité d’une expérience proton. 
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La séquence HSQC (Heteronuclear Single Quantum Coherence)42, 43 privilégie l’évolution des 
couplages à une liaison chimique 1JCH. La séquence est basée sur l’utilisation d’échos de spin 
hétéronucléaires : un bloc INEPT et un bloc retro-INEPT encadrent le temps de mélange, 
permettant un premier transfert de polarisation 1H vers 13C puis un transfert inverse pour 
une détection proton (figure 7). La durée de l’écho de spin est réglée sur la valeur du 
couplage scalaire que l’on veut observer, en général 1JCH = 145 Hz.  

 

Figure 7 : séquence HSQC de base issue de la bibliothèque de programmes Bruker (pulse 
program hsqcph). Dans les blocs (retro-)INEPT, le délai d4 est optimisé selon les couplages à 
observer, ici il est égal à 1/(4.1JCH) .  

L’expérience HMBC (Heteronuclear Multiple Bond Correlation)44, 45 montre quant à elle des 
corrélations scalaires correspondant à l’évolution de couplages scalaires plus faibles, de type 
2JCH, 3JCH et 4JCH. La séquence comporte un filtre « low pass », qui permet de minimiser les 
signaux issus de couplages 1JCH, et un délai d’évolution pour les couplages longues distances 
qui est réglé sur une valeur moyenne de couplage nJCH (en général 8 Hz) (figure 8). Aucun 
découplage n’est appliqué pendant l’acquisition. 

 

Figure 8 : séquence HMBC de base issue de la bibliothèque de programmes Bruker (pulse 
program hmbclpndqf). Les délais d2 et d4 sont optimisés selon les couplages à observer et ceux 
à supprimer. Les couplages 1J sont supprimés grâce à un délai d2 égal à 1/(2. 1JCH) tandis que 
les couplages longues distances sont observés avec d6 égal à 1/(2. nJCH). 
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L’analyse combinée des spectres COSY, HSQC et HMBC suffit souvent à attribuer la totalité 
des signaux protons et carbones du squelette carboné d’une molécule organique, pourvu que 
la résolution des spectres soit suffisante (figure 9). 

 

Figure 9 : a) spectre COSY d’une petite molécule organique (solvant CDCl3), avec son spectre 
proton 1D en projection F1 et F2. L’attribution des signaux est donnée sur la projection F2. Les 
taches hors diagonale indiquent des corrélations JHH. En bas, spectres HSQC (b) et HMBC (c) du 
même échantillon Les spectres 1H et 13C (découplé du 1H) sont utilisés respectivement en 
projection F2 et F1. Le spectre HSQC montre les corrélations 1JCH et le spectre HMBC montre 
des corrélations 2JCH, 3JCH et 4JCH. 

3.2 DYNAMIQUE D’UNE INTERACTION 

Dans un grand nombre de systèmes en interaction, le fait que les interactions 
supramoléculaires soient faibles (i.e. non covalentes) se traduit par le fait que celles-ci vont 
se créer et se rompre alternativement au cours du temps, conduisant à un équilibre entre 
des états libres et en interaction qui doivent être pris en compte lors de l’exploration du 
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système étudié et notamment de la modélisation des observations expérimentales. Prenons 
l’exemple d’un système composé de 2 espèces A et B s’associant pour donner un complexe 
AB selon un modèle 1:1.  

𝐴 + 𝐵 ⇄ 𝐴𝐵           Équation 1 

L’évolution de ce système va être dictée par le profil énergétique que celui-ci va parcourir 
lors du développement du processus d’interaction.  

La figure 10 représente de manière schématique l’évolution de l’énergie d’un système de type 
protéine-ligand le long de sa coordonnée de réaction. Notons que sur la figure 10 la protéine 
est notée P et le ligand L.  

 

Figure 10 : représentation du profil énergétique d’une interaction entre 2 partenaires, par 
exemple une protéine P et un ligand L pouvant former un complexe L-P via des interactions non 
covalentes. L-P* et L-P** représentent des états intermédiaires métastables potentiels. ΔG0 est 
l’énergie libre de liaison. Figure issue de 46.  

Globalement, le système en interaction va passer par des minima locaux d’énergie qui 
pourront éventuellement être associés à des états intermédiaires d’interaction stabilisés par 
le processus d’interaction, et des maxima qui correspondent aux barrières énergétiques que 
le système doit franchir pour que l’interaction se crée ou se rompe. Le profil énergétique de 
la figure 10 illustre clairement le fait que les caractéristiques thermodynamique – qui dépend 
de la variation d’énergie libre du système entre l’état libre et en interaction- et cinétique – 
qui dépend des barrières énergétiques séparant les différents états intermédiaires- sont 
étroitement liées. Dans la suite, un bref rappel des grandeurs thermodynamiques et 
cinétiques communément mises en jeu lors de la modélisation d’une interaction réversible 
1 :1 est présenté.  

 Cinétique 

Pour un modèle d’interaction 1 :1, le système est caractérisé par les constantes cinétiques 
de dissociation et d’association koff et kon du complexe AB (figure 10). La valeur de kon étant 



26 

souvent gouvernée par la diffusion des solutés (kon compris entre 1.108 et 1.1010 M-1.s-1)47, 
le koff est alors une bonne estimation de la force de l’interaction. On définit également la 
constante kex = kon + koff. kex est parfois préférée à koff car elle reflète à la fois les valeurs de 
kon et de koff. 

 Thermodynamique  

Pour que deux partenaires puissent interagir il faut tout d’abord qu’ils se rencontrent. Les 
mouvements browniens des molécules dans le solvant, et donc leur diffusion, jouent un rôle 
important dans cette étape préliminaire.48 Une fois les molécules en contact, une interaction 
est possible si elle est associée à une énergie libre de Gibbs standard ΔG0<0 (figure 10). 
Cette variation d’énergie est composée de 2 termes et dépend de la température T 

∆𝐺' = ∆𝐻' − 𝑇∆𝑆'          Équation 2 

ΔH0 est la variation d’enthalpie standard du système, l’énergie associée avec la création 
(ΔH0<0) ou la rupture (ΔH0>0) de liaisons non covalentes. ΔS0 est la variation d’entropie 
standard, qui reflète le désordre du système. Lors d’un processus d’interaction, le nombre de 
degrés de liberté des partenaires d’interaction est susceptible de varier (modification de la 
dynamique, perte de flexibilité …). La détermination de la variation d’entropie associée à ce 
phénomène peut donc apporter une information pertinente sur le processus d’interaction. 
Plus ΔG0 est négative, plus l’interaction est favorable. De plus, lorsque le système est à 
l’équilibre thermodynamique, la composition à l’équilibre du système est déterminée par la 
constante de dissociation Kd. Pour un système de deux partenaires A et B interagissant pour 
former un complexe AB on a   

𝐾./ =
[1][3]
[13]

           Équation 3 

On rappelle que la variation d’énergie libre du système est liée à Kb :  

∆𝐺' = −𝑅𝑇𝑙𝑛 7 8
9:
;          Équation 4 

avec R la constante des gaz parfaits, T la température et Kb la constante d’association à 
l’équilibre du système.  

Par ailleurs, à l’équilibre, les vitesses d’association et de dissociation du complexe sont égales, 
et on peut relier les deux constantes de vitesse kon et koff à la constante de dissociation Kd : 

𝐾/ =
[1][3]
[13]

= <=>>
<=?

          Équation 5 
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 Interférences entre processus dynamiques et expérience RMN 

Un système en interaction est le siège de multiples phénomènes dynamiques sur des échelles 
de temps diverses : échanges conformationnels, formation ou rupture de liaisons, 
association/dissociation... Lorsque ces phénomènes se produisent à une échelle de temps 
voisine des processus mis en jeu dans l’évolution du système de spins qui est mesuré pendant 
l’expérience RMN, alors ils peuvent interférer avec l’évolution du signal et peuvent donc être 
mis en évidence par des expériences spécifiques (figure 11). 

 

Figure 11 : échelle de temps des phénomènes dynamiques associés à des protéines (en bas, en 
bleu) et paramètres RMN permettant d’observer ces phénomènes (en haut, en rouge et en vert). 
Figure adaptée de 49. 

En particulier, dans le cas des protéines il est possible de sonder une gamme large de 
phénomènes dynamiques, selon qu’ils se produisent directement à une échelle de temps qui 
est de l’ordre de l’inverse des fréquences de Larmor des noyaux sondés, ou qu’ils induisent 
des fluctuations plus lentes susceptibles d’altérer directement la mesure des temps de 
relaxation, voire l’évolution des interactions de spin comme le déplacement chimique, ou le 
couplage scalaire. Les techniques de dispersion de relaxation par RMN sont en outre très 
utiles pour caractériser les interactions dynamiques protéine-ligand. Elles consistent à étudier 
la dépendance des vitesses de relaxation des spins nucléaires vis-à-vis de la variation du 
champ magnétique. Dans cet esprit, le temps de relaxation transverse T2 peut être exploité 
pour sonder avec précision l’échelle de temps des processus dynamiques susceptibles 
d’influencer cette relaxation. L’une des applications les plus populaires est la séquence d’écho 
de spin Carr-Purcell-Meiboom-Gill (CPMG)50 qui mesure la relaxation transverse T2 et permet 
de caractériser des états peu peuplés, invisibles avec la plupart des autres techniques 
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d’analyses.15, 51, 52 Dans le cas d’un système en échange entre une conformation majoritaire 
A (99%) et une conformation B (1%) le signal de B n’est probablement pas détectable. 
Cependant l’échange affecte le signal A dans l’expérience CPMG, ce signal est élargi et donc 
moins intense car la refocalisation est incomplète. L’intensité du signal de A varie selon le 
nombre d’impulsions dans la séquence d’écho de spin de l’expérience CPMG, et il est possible 
de calculer la constante d’échange kex et le déplacement chimique du signal B à partir de ces 
données expérimentales (figure 12). 

 
Figure 12 : expérience de dispersion de relaxation. A) description du système avec 2 formes A 
et B en échange, le signal de B n’est pas détecté sur l’HSQC 15N. B) Ś le délai entre 2 impulsions 
π est assez long pour permettre de nombreux phénomènes d’échange, la refocalisation du signal 
A est donc incomplète ś	le délai est trop court pour permettre l’échange, la refocalisation du 
signal A est donc totale. Le profil de dispersion représente la vitesse de relaxation transverse 
efficace R2,eff en fonction de la fréquence des impulsions dans la séquence CPMG. On extrait de 
ce profil la valeur de kex (kex = kAB + kBA, c.a.d. kex = kon + koff). Figure issue de 15. 

L’étude de la dispersion de relaxation permet de quantifier, dans le cas d’une protéine, des 
fluctuations dynamiques de 1 µs à 1 ms, par exemple des changements conformationnels 
induits par l’interaction avec le ligand ou des états intermédiaires métastables peu peuplés. 
L’étude de la relaxation longitudinale permet quant à elle d’accéder à des fluctuations de 
l’ordre de 1 ps à 1 ns (mouvements rapides, plutôt intramoléculaires, liés à l’entropie du 
système). Une étude exhaustive des paramètres de relaxation d’un système protéine-ligand 
permet ainsi d’accéder à une large gamme de phénomènes dynamiques. 
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 Influence de Kd sur le spectre RMN d’un système en interaction 

De nombreuses expériences RMN permettent en principe d’estimer le régime d’échange et 
une valeur de Kd. L’allure des signaux d’un simple spectre 1D 1H peut suffire pour déterminer 
si la dynamique est rapide ou lente (figure 13). De manière générale, l’échange sera dit lent 
si le temps de vie de chaque état (molécule libre ou en interaction) est grand devant l’échelle 
de temps nécessaire pour enregistrer un signal RMN permettant de séparer leurs signaux 
respectifs. Réciproquement, l’échange sera jugé rapide s’il conduit à des temps de résidence 
trop courts pour qu’ils puissent être mesurés, et intermédiaire si les échelles de temps mises 
en jeu (processus d’échange et RMN) sont du même ordre de grandeur. Typiquement, la 
vitesse d’échange est comparée à la différence de fréquence de résonance du noyau étudié 
lorsqu’il est dans la molécule libre ou en interaction.53  

 
Figure 13 : illustration des 3 régimes d’échange en RMN dans le cas d’une interaction 1:1 
protéine-ligand. νP représente la fréquence de résonance d’un noyau caractéristique de la 
protéine libre et νPL celle du même noyau de cette protéine dans le complexe protéine-ligand. 
Une titration est réalisée avec une quantité croissante de ligand. Figure issue de 53. 

L’observation des spectres 1D enregistrés au cours d’une titration pour un système A-B 
permet ainsi de déterminer quel est le régime d’échange dans les conditions expérimentales 
choisies. 

- échange lent (koff << Δν) où Δν est la différence de déplacement chimique entre le 
signal de l’espèce libre et celui de l’espèce liée). Le spectre RMN montre des signaux 
distincts pour les espèces A et B libres et en interaction. L’intensité des signaux dépend 
de la concentration de chaque espèce, la valeur de Kd peut donc être calculée à partir 
des intégrales des signaux, pourvu que le rapport signal/bruit soit suffisant. La force 
de l’interaction (Kd) influant sur la composition de la solution à l’équilibre, quand 
l’interaction est faible (Kd > 100 µM) les signaux du complexe AB sont peu intenses, 
voire pas observables.  
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- échange intermédiaire (koff ≈ Δν). Le spectre RMN montre un seul jeu de signaux dont 
la largeur reflète également le processus d’échange, mais dont l’analyse est complexe. 
On parle de coalescence pour décrire ce régime d’échange. 
 

- échange rapide (koff >> Δν). Le spectre RMN montre un seul jeu de signaux, et chaque 
signal est la moyenne pondérée des valeurs de l’espèce libre et de l’espèce liée. Si le 
paramètre analysé est le déplacement chimique on observe 

𝛿B.C = 𝑋EFGG𝛿EFGG + 𝑋.BHI/𝛿.BHI/       Équation 6 

où δfree et δbound sont les déplacements chimiques de l’espèce libre et de l’espèce liée 
et Xfree et Xbound leurs proportions respectives dans l’échantillon.  

Dans le cas d’un échange intermédiaire il est souhaitable de modifier les conditions 
expérimentales afin de se placer dans des conditions d’échange rapide ou lent : il suffit 
souvent de changer la température de l’échantillon ou l’observable RMN (changement de 
noyau, mesure de relaxation au lieu du déplacement chimique…).  

Les signaux RMN d’un système à l’équilibre diffèrent donc selon les valeurs de Kd (qui 
détermine la population de spins résonant à chaque fréquence de résonance considérée) et 
de koff. Dans le cas général où kon est effectivement contrôlé par la diffusion, on considère 
que le régime d’échange est directement lié à la force de l’interaction : une forte affinité (Kd 
petit) correspond à un échange lent, une faible affinité (Kd grand), à un échange rapide. 
Attention cette approximation n’est pas toujours vérifiée, c’est le cas par exemple avec 
certaines protéines dont la conformation change sous l’action d’une interaction avec un ligand. 

 Stœchiométrie  

La connaissance de la stœchiométrie du système permet de mieux comprendre les aspects 
dynamiques de l’interaction et notamment de modéliser l’équilibre afin de déterminer la force 
de l’interaction et la stabilité du complexe. Le cas le plus simple d’interaction implique 2 
partenaires A et B, mais des systèmes plus complexes peuvent être observés, notamment si 
l’un des partenaires est de grande taille. Une protéine présente souvent plusieurs sites 
d’interaction possibles, et dans ce cas un ou plusieurs sites peuvent être occupés selon les 
ligands et les conditions expérimentales.27, 54  

Une interaction à 2 partenaires peut être décrite par l’équation suivante 

𝑛𝐴 +𝑚𝐵 ⇌ 𝐴I𝐵L          Équation 7 

Si n = m = 1, on parle de modèle 1:1, c’est l’hypothèse la plus simple à la base de l’étude 
d’un nouveau système. Si un modèle 1:1 ne permet pas d’expliquer les données 
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expérimentales alors il faut tester l’hypothèse d’un système plus complexe, avec par exemple 
un modèle 1:2 ou 2:1.55  

La stœchiométrie d’un système 1:1 peut être vérifiée par la méthode de Job, qui exploite les 
variations de déplacement chimique au cours d’une simple titration, si le système est en 
échange rapide ou lent.55 Cependant cette méthode a des limites d’applications : les 
partenaires doivent rester solubles tout au long de la titration et un seul type d’adduit doit 
être présent. L’analyse de la distribution des résidus est une méthode plus adaptée à l’étude 
de systèmes avec une stœchiométrie composite.56 En outre, avec un système complexe, les 
données expérimentales peuvent être ajustées selon plusieurs modèles. L’interprétation des 
résultats doit donc être prudente, et il est souhaitable de tester plusieurs ajustements, voire 
de réaliser plusieurs titrations, en faisant varier la concentration ou le paramètre observé 
(déplacement chimique 19F ou 31P, nOe, mesure de diffusion…). La comparaison avec des 
données de cristallographie, de modélisation moléculaire, ou toute autre approche 
permettant d’apporter une information structurale pertinente peut permettre d’affiner le 
modèle en suggérant une stœchiométrie préférentielle.27 

4 - MÉTHODES RMN SPÉCIFIQUES AUX SYSTÈMES PROTÉINE/LIGAND 

In vivo, les protéines interagissent avec des ligands très variés et ces interactions sont 
souvent à l’origine de mécanismes liés à leur fonction. Les protéines étant des molécules de 
grande taille (plusieurs dizaines ou centaines de kg.mol-1), il est intéressant d’observer quelle 
région est plus spécifiquement impliquée dans une interaction.  

La protéine et le ligand, du fait de leurs natures et de leurs tailles en principe très différentes, 
ont des propriétés RMN différentes à l’état libre en solution (figure 14). L’interaction protéine-
ligand modifie l’environnement chimique des 2 partenaires, et peut entrainer des 
modifications d’ordre conformationnel et dynamique. Ces modifications affectent divers 
paramètres RMN (relaxation transverse T2, déplacement chimique, nOe) et les spectres RMN 
sont donc différents selon que les partenaires sont libres ou en interaction. L’observation de 
la perturbation engendrée sur les spectres peut donc être exploitée pour déterminer s’il y a 
interaction et la caractériser.  

Selon les systèmes, de nombreuses techniques RMN ont été mises au point pour caractériser 
ces interactions en observant soit le ligand, soit la protéine. Certaines de ces méthodes 
s’intéressent plus particulièrement au site d’interaction, souvent appelé site actif, sur la 
protéine.9, 57 
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Figure 14 : schéma d’une interaction typique protéine-ligand (exemple d’une interaction 1:1) 
illustrant quelques propriétés affectées par l’interaction et l’impact sur certains observables RMN. 
La notation ωF représente le déplacement chimique libre (Free) et ωB le déplacement chimique 
lié (Bound).  

4.1 MÉTHODES RMN BASÉES SUR L’OBSERVATION DU LIGAND 

La majorité des ligands sont des molécules organiques de petite taille (10 à 10000 fois plus 
petites que les protéines étudiées). A l’état libre, en solution, le ligand est très mobile (temps 
de corrélation 𝜏c	très court). Quand il est complexé avec une protéine ses mouvements sont 
donc ralentis car il est solidaire d’un objet beaucoup plus gros. Ce changement affecte 
certains de ses paramètres RMN comme la relaxation transverse caractérisée par le temps 
de relaxation T2 ou la relaxation croisée dont une grandeur caractéristique est le facteur nOe. 
L’observation de ces paramètres permet donc en théorie de déterminer si un ligand est à 
l’état libre ou s’il est complexé. 

L’intérêt de ces méthodes est multiple : (i) elles ne nécessitent pas de connaissance préalable 
de la structure de la protéine ; (ii) elles sont adaptées à de grosses protéines (plus de 30 
kDa) ; (iii) une faible concentration en protéine est nécessaire ; (iv) aucun marquage 
isotopique de la protéine n’est nécessaire ; (v) elles sont adaptées à des interactions 
relativement faibles (Kd entre 10 mM et 1 nM). 

La méthode STD (Saturation Transfert Difference)58 par RMN est une bonne illustration de 
ce type d’approche. Cette expérience est basée sur un transfert de saturation d’une protéine 
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vers son ligand. Un spectre RMN 1H « on resonance » est enregistré, avec une saturation des 
signaux de la protéine par le biais d’impulsions sélectives. La saturation se transmet aux 
ligands complexés (le temps de saturation doit être de 1 à 2 secondes dans ce but) et elle 
est détectée chez les ligands en solution. Un second spectre « off resonance » est enregistré 
sans saturation de la protéine. Le spectre STD est la différence de ces 2 spectres : on y 
observe seulement les signaux d’un ligand, résultat du transfert de saturation permis par 
l’interaction avec la protéine (figure 15). 

 

Figure 15 : a) séquence STD de base issue de la bibliothèque de programmes Bruker. 
L’impulsion sélective de durée p13 est appliquée à la fréquences « off » ou à la fréquence 
« on », elle est répétée n fois et n*p13 = temps de saturation d20 b) illustration des spectres 
off résonance, on résonance et STD d’un échantillon composé d’une protéine et de 2 ligands 
potentiels. Le spectre de différence montre les signaux du ligand Y tandis que les signaux de la 
molécule X ont été soustraits, ce qui indique que X n’est pas un ligand.  

La méthode STD permet d’analyser des mélanges complexes de ligands potentiels et est ainsi 
utilisée pour du criblage en drug discovery. Il est possible, sous certaines conditions, 
d’identifier quels atomes du ligand sont directement impliqués dans l’interaction, on parle de 
Group Epitope Mapping.59 Cependant si l’on veut déterminer le site actif de la protéine il faut 
utiliser une autre méthode d’analyse.  

4.2 MÉTHODES RMN BASÉES SUR L’OBSERVATION DE LA PROTÉINE  

Les méthodes basées sur l’observation de la protéine nécessitent une assez grande quantité 
de protéine, et un marquage isotopique 15N et/ou 13C, voire 2H pour les protéines de masse 
supérieure à 100 kDa. Cependant ces techniques permettent d’identifier quels acides aminés 
sont impliqués dans l’interaction et constituent le(s) site(s) actif(s), pourvu que l’attribution 
de la protéine soit connue.60  

Un spectre HSQC 15N ou TROSY (pour les grosses protéines) est enregistré pour la protéine 
seule et un second spectre, obtenu en présence d’un ligand, lui est comparé. Dans le cas 
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d’un système en échange rapide, les signaux représentent la moyenne pondérée des 
déplacements chimiques de la protéine libre et de la protéine complexée au ligand. Les 
signaux dont le déplacement chimique varie entre les 2 spectres montrent les acides aminés 
impliqués dans l’interaction, ou tout du moins affectés par la présence du ligand dans le site 
actif. Dans le cas d’un échange lent on observe 2 jeux de signaux, pour la protéine libre (δF) 
et pour la protéine liée (δB). L’intensité des signaux F diminue avec l’ajout de ligand au cours 
de titration, tandis que l’intensité des signaux B augmente (figure 16). 

 

Figure 16 : illustration de la titration d’une protéine par un ligand. A gauche, échange rapide, 
le déplacement chimique d’un signal varie selon que la protéine est libre (δF) ou plus ou moins 
complexée (δB). A droite, échange lent, l’intensité du signal de la protéine libre diminue alors 
que celle du signal de la protéine complexée augmente. Figure issue de 61. 

Ces méthodes sont les plus couramment utilisées pour identifier des ligands de protéines, 
identifier le site actif et caractériser l’interaction. Cependant elles ne sont pas toujours les 
plus pertinentes à mettre en œuvre. Dans le cas où le ligand est un complexe de lanthanide, 
le paramagnétisme intrinsèque de ces éléments est un facteur important à prendre en compte 
au moment du choix des expériences. Il peut certes perturber certaines mesures, notamment 
en affectant la relaxation des noyaux voisins, mais il peut surtout être exploité pour la 
caractérisation de structure ou paramètres dynamiques,62 surtout s’il est associé à une 
technique RMN polyvalente comme la mesure de diffusion.63 
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5 - COMPLEXES DE LANTHANIDE POUR LA CRISTALLISATION DE 

PROTÉINES 

Notre équipe étudie depuis une quinzaine d’années des complexes de lanthanides qui 
montrent des propriétés intéressantes pour la cristallisation de protéines : (i) ils agissent 
comme agent nucléant lors d’expérience de co-cristallisation, (ii) les propriétés de diffusion 
anomale des éléments f permettent la résolution du problème des phases lors des 
expériences de cristallographie par diffraction des rayons X, (iii) leur luminescence permet 
de détecter facilement leur présence dans un cristal, et (iv) leur paramagnétisme permet en 
outre d’obtenir des informations structurales en solution par RMN (figure 17).27-29, 64, 65  

 

Figure 17 : complexe de lanthanide tris-dipicolinate [Na]3[Ln(DPA)3], énantiomère Λ (à gauche) 
et Δ (à droite)  

5.1 UN BON AGENT DE CRISTALLISATION 

Les complexes de tris-dipicolinate de lanthanide (figure 17) ont montré leur capacité à co-
cristalliser avec des protéines variées, permettant dans certains cas d’observer une maille 
cristalline inédite (HEWL, xylanase).28 Les cristaux obtenus ont pu être analysés par DRX, le 
lanthanide servant d’agent de diffusion anomale. L’observation des structures résolues 
montre le complexe de lanthanide en interaction avec les chaînes latérales de certains acides 
aminés à charge positive : arginine, lysine ou histidine. La nucléation a lieu dans le milieu de 
cristallisation et il ne faut donc pas se contenter d’observer le système à l’état solide. Une 
étude en solution permettrait d’étudier les différents mécanismes à l’origine de l’interaction.  
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5.2 PROPRIÉTÉS PARAMAGNÉTIQUES 

La famille des ions lanthanides Ln3+ présente des propriétés paramagnétiques variées bien 
que la taille des noyaux varie peu. Par ailleurs, l’affinité d’une protéine pour un complexe de 
lanthanide est similaire quel que soit l’ion dans le complexe. Il est donc possible d’exploiter 
les propriétés des différents complexes d’ions Ln3+ pour sonder les structures des systèmes 
impliquant des protéines interagissant avec ceux-ci. Le paramagnétisme des complexes de 
lanthanides ouvre notamment la voie à la mise en œuvre des techniques de RMN 
paramagnétique, que ce soit pour l’étude des échantillons microcristallins lorsque la protéine 
a co-cristallisé avec le complexe de lanthanide,65 ou en solution pour les protéines pour 
lesquelles il est impossible d’obtenir des cristaux.62 Afin de développer cette méthodologie, il 
semble donc pertinent d’étudier l’interaction entre [Ln(DPA)3]3- et une protéine non 
seulement à l’état solide mais aussi en solution.  

5.3 ÉTUDE D’UN SYSTÈME MODÈLE IMPLIQUANT UNE PETITE MOLÉCULE 

Une étude a été menée préalablement dans notre équipe, avec de petites molécules mimant 
les chaînes latérales des acides aminés susceptibles d’interagir avec les complexes de tris-
dipicolinates (arginine, lysine et histidine). De tels systèmes sont évidemment bien plus 
simples à étudier que des protéines mais permettent d’obtenir des informations sur le détail 
des interactions supramoléculaires qui peuvent être exploitées pour déchiffrer ces 
interactions au sein des protéines. 

Le premier système choisi impliquait un complexe [Tb(DPA)3]3- et un cation ethylguanidium 
(EtGua), mimant la chaîne latérale de l’arginine. Des cristaux de [EtGua]3[Tb(DPA)3].2H2O 
ont été analysés par DRX, et des expériences de titration par RMN 1H ont été réalisées en 
solution. Le spectre RMN 1H montrait un système en échange rapide selon la définition de la 
figure 13. Les variations de déplacements chimiques observées pour le cation étaient 
importantes dès les premiers points de la titration, alors que la concentration en complexe 
était encore faible, en raison du fort paramagnétisme de l’ion Terbium (III). Les résultats de 
la titration montraient un système modélisé par 3 équilibres successifs en solution pour 
former les adduits 1:1, 2:1 et 3:1 EtGua+/ [Tb(DPA)3]3- (figure 18). 
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Figure 18 : illustration de l’étude du système EtGua+/ [Tb(DPA)3]3- par cristallographie et RMN 
en solution. Les constantes d’association sont déterminées à partir des données de RMN avec 
K1 = 61 ±11, K2 = 17 ±4 et K3 = 4 ±0,5. Figure adaptée de 27. 

Dans un 2ème temps les systèmes impliquant des ions ethylammonium et imidazolium, mimant 
respectivement les chaînes latérales de la lysine et de l’histidine, ont été étudiés de la même 
façon.29, 66 Une étude de Modélisation Moléculaire menée en parallèle de l’étude 
expérimentale mit en lumière de légères différences dans le mode d’interaction entre les 3 
systèmes d’une part et entre l’état solide et en solution d’autre part. 

Les complexes de tris-dipicolinates se montrent très intéressants pour la résolution de 
structure des protéines. Ils peuvent aider la nucléation d’un cristal et sont de bons agents de 
diffusion anomale pour la DRX. En outre la présence d’un ion lanthanide (III) paramagnétique 
permet d’utiliser des techniques de RMN paramagnétique, et ce aussi bien en RMN solide que 
liquide. Tout cela est rendu possible par des interactions non-covalentes entre le complexe 
anionique et certains acides aminés cationiques. L’étude de systèmes simples reproduisant 
les chaines latérales de ces acides aminés a permis de mieux comprendre les mécanismes 
impliqués dans ces interactions. La prochaine étape consiste à étudier des systèmes plus 
complexes impliquant un peptide ou une protéine. De tel systèmes peuvent être étudiés à 
l’état solide par DRX,29 tandis que la RMN est adaptée à l’étude en solution de ces systèmes 
dynamiques. 
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6 - ÉTUDE PAR RMN DE L’INTERACTION ENTRE UN COMPLEXE DE 

LANTHANIDE ET UNE PROTÉINE 

Les expériences de titration par RMN 1H déjà utilisées sur les systèmes simples impliquant de 
petites molécules peuvent tout à fait être appliquées à l’étude d’interactions avec une 
protéine. Les techniques de RMN paramagnétique sont applicables, et exploitent la versatilité 
du complexe de lanthanide : il est possible de modifier l’ion lanthanide dans le complexe 
selon le paramètre RMN à mesurer, et ce sans modifier de façon significative l’interaction. 
Une autre technique RMN, qui permet de mesurer la diffusion de composés en solution, 
semble intéressante pour l’analyse de ces systèmes. Le paramagnétisme peut cependant 
poser problème avec ce type de mesure et une étude préliminaire sera nécessaire pour 
évaluer l’impact du paramagnétisme sur la mesure de diffusion. 

6.1 RMN PARAMAGNÉTIQUE 

La plupart des ions lanthanides Ln3+ ont des propriétés paramagnétiques qui les rendent 
intéressants pour la détermination de structures par RMN.62, 67, 68 Le paramagnétisme peut 
affecter le déplacement chimique et/ou la relaxation des noyaux dans son entourage, à plus 
ou moins longue distance selon le lanthanide (figure 19). On parle respectivement de PCS 
(Pseudo Contact Shift) et de PRE (Paramagnetic Relaxation Enhancement). 

 
Figure 19 : propriétés paramagnétiques des ions Ln3+ (les espèces diamagnétiques ne sont pas 
montrées). Le rayon de la sphère jaune montre la distance à laquelle le PRE d’un ion élargit de 
80 Hz un signal 1H de protéine (𝜏c	=	15 ns ; champ magnétique 18,8 T). Les isosurfaces (qui 
représentent le tenseur paramagnétique anisotropique Δ𝜒)	montrent les PCS de ± 5 ppm. Figure 
issue de 62. 
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 PCS 

La présence d’un centre paramagnétique affecte le déplacement chimique des noyaux voisins. 
Cette variation de déplacement chimique, ou δpara, est la somme de 2 composantes appelées 
FCS et PCS.69 

𝛿QRFR = 𝐹𝐶𝑆 + 𝑃𝐶𝑆          Équation 8 

Le FCS (Fermi Contact Shift) est issu d’une interaction propagée à travers les liaisons 
covalentes (4 à 5 liaisons au maximum).69 Dans le cas de systèmes basés sur des liaisons 
faibles, il est considéré comme négligeable. On peut alors faire l'approximation δpara = PCS. 

Le PCS (Pseudo Contact Shift) provient d’interactions à travers l’espace avec les électrons 
célibataires du centre paramagnétique. Le PCS dépend à la fois de la distance par rapport au 
centre paramagnétique (avec une dépendance en r-3, où r est la distance entre les noyaux) 
et de l’orientation du noyau observé par rapport au tenseur d’anisotropie paramagnétique 
𝜒.70 

Le δpara et donc le PCS, est déterminé de façon expérimentale. Un spectre est enregistré en 
présence d’un ion lanthanide diamagnétique (Lu3+ ou La3+), les déplacements chimiques 
observés sont appelés δdia. Un spectre est alors enregistré en présence de l’ion 
paramagnétique d’intérêt, et les déplacements chimiques observés sont appelés δobs. Le PCS 
est la différence entre ces 2 valeurs. 

𝑃𝐶𝑆 = 𝛿QRFR = 𝛿B.C − 𝛿/VR         Équation 9 

Grâce au fort paramagnétisme de certains lanthanides, les PCS donnent des informations à 
longue distance (jusqu’à 40 Å)71 et sont utilisés dans la détermination de structure de 
protéines par RMN.72 En combinant les PCS mesurés avec différents complexes de 
lanthanides paramagnétiques (figure 20) il est possible de déterminer la structure du système 
protéine-complexe et d’identifier le ou les sites d’interaction du complexe sur la protéine.73  
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Figure 20 : exemple de PCS observés pour le lysozyme HEWL : spectres 15N-HSQC de la protéine 
en présence de [Y(DPA)3]3- diamagnétique (en noir) ou de [Tb(DPA)3]3- paramagnétique (en 
bleu clair). Les variations de déplacement chimique les plus importantes sont indiquées par des 
flèches. Figure issue des SI de 73. 

 

 PRE 

Les centres paramagnétiques affectent non seulement le déplacement chimique des atomes 
à proximité, mais aussi leur relaxation. Deux mécanismes, impliquant les électrons 
célibataires du centre paramagnétique, participent au PRE : une interaction dipolaire (selon 
les équations de Solomon-Bloembergen) avec une dépendance en r-6, et un mécanisme 
appelé relaxation de Curie.62, 74  

Dans la série des lanthanides le Gadolinium (III) se démarque des autres noyaux en raison 
de sa configuration électronique 4f7 (couches f à demi remplie): ses électrons célibataires 
sont répartis dans chaque orbitale f et forment donc un environnement isotrope et en 
conséquence le temps de relaxation électronique est long, alors qu’il est très court pour les 
autres lanthanides. La contribution de Curie est ainsi négligeable et le PRE induit par le 
Gadolinium (III) est principalement gouverné par la contribution dipolaire, avec une 
dépendance en r-6. Le fort paramagnétisme du Gadolinium(III) affecte fortement les temps 
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de relaxation des noyaux voisins, sans aucune modification des déplacements chimiques. Ces 
propriétés l’ont rendu très populaire pour la synthèse d’agents de contraste pour l’IRM75 et 
pour étudier la surface des protéines.76  

Le PRE est déterminé expérimentalement en mesurant la relaxation en présence d’un 
complexe de lanthanide diamagnétique (la vitesse de relaxation est appelée ρdia) puis de 
Gadolinium (III) (la vitesse de relaxation est appelée ρobs), le PRE étant la différence entre 
ces 2 valeurs.  

𝑃𝑅𝐸 = 𝜌B.C − 𝜌/VR                  Équation 10 

Une approche qualitative consiste à observer la disparition des signaux affectés par le PRE, 
sur une carte HSQC 15N de protéine notamment (figure 21). Ceci permet d’identifier les 
résidus les plus proches du lanthanide, soit parce qu’ils sont impliqués directement dans 
l’interaction soit parce qu’ils sont à proximité du site actif. 

 

Figure 21 : 15N HSQC d’une solution de protéine GCN4 en l’absence (à gauche) et en présence 
(à droite) de 0,1 équivalent de complexe paramagnétique [Gd(DPA)3]3-. Les signaux des résidus 
impliqués dans l’interaction (entourés en rouge dans le spectre de gauche) ont disparu du 
spectre de droite. Figure issue de 77. 

 

Le paramagnétisme des complexes de lanthanides rend possible l’exploitation des PCS et des 
PRE pour obtenir des informations sur le système observé : site d’interaction sur le partenaire 
du complexe (molécule de synthèse, peptide, protéine), structure spatiale, dynamique de 
l’interaction… Ces informations peuvent confirmer ou compléter celles obtenues par le biais 
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d’autres méthodes comme la mesure de diffusion par RMN (force de l’interaction, taille du 
système, dynamique). 

6.2 MESURE DE DIFFUSION PAR RMN 

La commercialisation dans les années 1990 de spectromètres RMN équipés de gradients de 
champs pulsés (PFG) performants de série a permis le développement des méthodes de 
mesure de diffusion par RMN.78, 79 Les séquences d’impulsions sont basées sur un écho de 
Spin (figure 22) et utilisent une paire de gradients selon l’axe Z pour réaliser un encodage 
spatial des signaux.78, 80 Le 1er gradient de champ pulsé (PFG – Pulsed Field Gradient) 
déphase le signal à travers l’échantillon, et le 2nd le refocalise. Les 2 gradients de durée δ 
sont séparés par un délai de diffusion Δ pendant lequel les solutés diffusent dans l’échantillon. 

 

Figure 22 : séquence PGSE (Pulse Gradient Spin Echo). La paire de gradients G1 permet un 
encodage spatial des signaux et l’écho de spin permet de refocaliser les déplacements chimiques. 

Si une molécule a diffusé selon l’axe Z pendant ce délai son signal n’est pas complètement 
refocalisé : on observe une atténuation des signaux proportionnelle à la distance parcourue 
selon Z pendant le délai de diffusion. L’expérience est multidimensionnelle, des spectres sont 
enregistrés en augmentant l’intensité G du gradient, le coefficient de diffusion D du soluté 
est alors extrait de l’équation 4 qui relie l’intensité des signaux I et les paramètres 
expérimentaux : 

𝐼 = 𝐼'𝑒𝑥𝑝 ]−𝛾_𝛿_𝐺_ 7𝛥 −
a
b
;𝐷d                Équation 11 

où I0 est l’intensité des signaux avec un gradient nul et γ le rapport gyromagnétique du noyau 
observé. De nombreuses séquences d’impulsions dérivent de cette expérience PFGSE et 
proposent diverses pistes d’amélioration.81 

Parmi ces méthodes, les expériences de DOSY (Diffusion Ordered SpectroscopY) 
représentent les données sous forme de cartes 2D avec un axe pour les déplacements 
chimiques et un axe pour les coefficients de diffusion D.81, 82 On parle parfois de 
« chromatographie par RMN » car les composants d’un mélange sont séparés selon leur 
coefficient de diffusion, qui reflète la mobilité des solutés, et donc plus indirectement leur 
taille et leur forme (figure 23).  
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Figure 23 : spectre DOSY d’un mélange de glucose, ATP et micelles de SDS dans D2O. Le spectre 
1D 1H est montré en projection F2. L’axe F1 représente les coefficients de diffusion en m2.s-1 
selon une échelle logarithmique. 

La mesure de diffusion par RMN se montre par ailleurs très intéressante pour l’étude de 
systèmes dynamiques, qu’il s’agisse de systèmes supramoléculaires ou biologiques.10 La 
constante de dissociation Kd d’une interaction peut être déterminée à partir d’une titration63, 

83 , et le coefficient de diffusion, reflétant la taille d’un complexe, peut confirmer la 
stœchiométrie de l’interaction84 ou mettre en évidence un phénomène d’auto-association.85 
La RMN DOSY permet d’estimer la masse d’une espèce avec une précision variable selon la 
méthodologie utilisée : équation modèle86, courbes de calibration,87-89 référence interne.90 
Cette technique peut être appliquée à l’étude de systèmes variés : paires d’ions, liquides 
ioniques, molécules encapsulées, protéine/ligand ... 

6.3 MESURE DE DIFFUSION ET PARAMAGNÉTISME 

La mesure de diffusion par RMN est une technique polyvalente qui peut apporter de 
nombreuses informations sur un système en interaction. Elle est applicable à l’étude de 
complexes de lanthanides paramagnétiques sous réserve de respecter certaines précautions 
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pour l’acquisition des données, en raison des temps de relaxation parfois très court des 
protons à proximité d’un centre paramagnétique.91 La plupart des études de diffusion par 
RMN de complexes de lanthanides sont basées sur l’utilisation d’ions diamagnétiques 
Lutecium (III), Lanthane (III) ou Yttrium (III).92-95 D’autres études utilisent des ions 
faiblement paramagnétiques comme l’Europium (III),96-98 le Samarium (III)99 ou le Cerium 
(III).93 En 2007 l’équipe de S.-L. Heath a étudié par RMN une série de complexes de 
lanthanides (avec Ln = Nd, Sm, Eu, Tb, Dy, Ho, Er ou Yb), en mesurant non seulement la 
diffusion des complexes d’Europium (III) et de Samarium (III) mais aussi celle du complexe 
de Neodymium (III).100 Les coefficients de diffusion ont été déterminés avec une précision 
de 10% et les signaux RMN des complexes impliquant des ions fortement paramagnétiques 
se sont avérés trop larges pour qu’il soit possible de tirer des information structurales des 
spectres DOSY. Ni la largeur des signaux ni la relaxation des protons observés ne sont 
cependant indiquées dans cette publication. 

La mesure de diffusion semble limitée aux complexes de lanthanides diamagnétiques ou 
faiblement paramagnétiques. Cependant aucune étude publiée au début des travaux 
présentés ici ne définissait les limites de la technique de mesure de diffusion par RMN 
appliquée à des complexes paramagnétiques. Il semble donc intéressant d’évaluer l’impact 
du paramagnétisme sur la mesure de diffusion par RMN, en faisant varier l’ion lanthanide 
(III) dans une série de complexes, et de mesurer en parallèle la relaxation des noyaux dans 
les espèces observées. 

6.4 MODÉLISATION MOLÉCULAIRE 

La chimie théorique permet de décrire la géométrie et les propriétés physico-chimiques des 
molécules à partir d’une modélisation plus ou moins fine des énergies mises en jeu pour 
assurer leur cohésion, et leurs interactions avec leur environnement. Elle fournit des outils 
pour modéliser les structures de molécules, calculer des énergies ou des paramètres 
(spectroscopiques ...) qui pourront ensuite être comparés à l’expérience, ou encore simuler 
l’évolution de systèmes dynamiques. Ces techniques sont souvent utilisées en complément 
d’expériences de RMN. Les modèles théoriques peuvent intégrer les données RMN en tant 
que contraintes dans le calcul,101 ou comparer les données calculées avec les données 
expérimentales a posteriori afin de valider le modèle.102  

La Mécanique Moléculaire (MM) consiste à calculer la position dans l’espace des atomes qui 
constituent une molécule et l’énergie associée à cette structure, la structure la plus 
statistiquement représentative correspondant à une énergie la plus basse possible. La MM 
est basée sur des calculs de mécanique classique et utilise un ensemble de paramètres, 
appelé champ de force, qui représente la somme des forces qui apportent ou enlèvent de 
l’énergie au système (énergie de liaison, d’élongation, de torsion, électrostatique…). Une fois 
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la structure d’une molécule obtenue, on peut utiliser la Dynamique Moléculaire (MD) qui 
consiste à modéliser l’évolution d’un système au cours du temps. La position de chaque atome 
est calculée à tout moment en se basant sur un champ de force. Un outil souvent utilisé pour 
ce type de calculs avec des systèmes biologiques est appelé AMBER (Assisted Model Building 
and Energy Refinment). Il s’agit non seulement d’un champ de force mais aussi un ensemble 
d’outils spécialement adaptés aux calculs de Dynamique Moléculaire pour les protéines et les 
acides nucléiques.103  

Les méthodes dites « tout atome » sont adaptées à l’étude de systèmes comprenant jusqu’à 
100000 atomes et sur des durées de simulation allant jusqu’à la microseconde. 

La Mécanique Quantique (MQ) donne des résultats plus précis que les méthodes « tout 
atome » mais nécessite des ressources plus importantes (puissance de calcul) et les durées 
de simulation sont de l’ordre de la picoseconde au maximum. Elle est donc en général 
réservée à l’étude de petites molécules (moins de 300 atomes). Certaines méthodes de MQ 
utilisent des approximations et demandent donc moins de calculs, c’est le cas de la méthode 
de la fonctionnelle de densité (DFT) qui calcule l’énergie du système à partir de la densité au 
lieu des orbitales moléculaires. La DFT peut aussi être utilisée pour calculer des paramètres 
RMN (déplacements chimiques ou constantes de couplage scalaire). 

6.5 SYSTÈMES IMPLIQUANT UN COMPLEXE DE LANTHANIDE PARAMAGNÉTIQUE 

Les systèmes étudiés dans le cadre de ces travaux de thèse impliquent tous un complexe de 
lanthanide paramagnétique : un complexe de tris-dipicolinate [Ln(DPA)3]3- dans les chapitres 
II, III et IV et un complexe de tris-hexafluoroacetylacetonate [Ln(hfac)3] dans le chapitre V . 

Outre une caractérisation classique par RMN 1D 1H (accompagnée de spectres 2D COSY, 
TOCSY ou HSQC), la diffusion de ces systèmes est analysée afin de vérifier la taille de l’adduit 
(nombre de partenaires en interaction) et la force de l’interaction (détermination de Kd). 

Dans un 1er temps la méthode de mesure de diffusion par RMN est optimisée sur des 
systèmes simples [A]3[Ln(DPA)3] (avec A = Na+ ou ethylguanidium), ce qui permet d’estimer 
l’incertitude expérimentale et d’évaluer l’influence du paramagnétisme du lanthanide sur la 
mesure de diffusion.  

La méthode est alors appliquée à des systèmes biologiques : (i) l’étude d’une interaction 
[Ln(DPA)3]3- - protéine permet d’obtenir une valeur de Kd qui est validée par comparaison 
avec les résultats issus d’une étude RMN plus classique (ii) l’analyse d’une interaction 
[Ln(DPA)3]3- - decapeptide s’avère plus compliquée et nécessite une étude combinée par 
RMN paramagnétique et MM pour valider le mode d’interaction (figure 24). 
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Enfin la méthode est appliquée par le biais d’une collaboration avec le groupe du Dr. Fabrice 
Pointillart (Université de Rennes) pour caractériser la nucléarité en solution d’un système à 
base de lanthanide paramagnétique [Ln(hfac)3] présentant des propriétés magnétiques 
intéressantes. Bien que ce système soit un polymère de coordination à l’état solide, l’étude 
de la diffusion par RMN combinée avec des résultats de MM, montre qu’il existe sous forme 
de monomère en solution. 

 

Figure 24 : méthode appliquée dans ces travaux de thèse pour étudier une interaction 
impliquant un complexe de lanthanide paramagnétique. A chaque étape les données 
enregistrées sur les partenaires A et B à l’état libre et sur l’adduit AB sont comparées. 
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II - MÉTHODOLOGIE 

La mesure de diffusion par RMN semble intéressante pour l’analyse en solution de systèmes 
en interaction. Cette technique a rarement été appliquée à l’étude de systèmes 
paramagnétiques. Les temps de relaxation T1 des noyaux proches d’un centre 
paramagnétique peuvent être significativement diminués, et une relaxation trop rapide 
pourrait impacter, voire même empêcher la mesure de diffusion par RMN. 

Le protocole de mesure de diffusion est donc testé sur un système simple, déjà étudié dans 
notre équipe, impliquant un complexe de tris-dipicolinate et un ion (sodium ou 
ethylguanidium), afin d’étudier l’influence du paramagnétisme sur la mesure. Avant cela le 
protocole est optimisé sur un système diamagnétique, et la précision expérimentale est 
estimée. Une référence interne (1,4-dioxane) est ajoutée aux échantillons, les rapports de 
diffusion (D/Dref) permettant de comparer les propriétés de divers systèmes en prenant en 
compte les différences liées à la viscosité de l’échantillon (variations de concentration, salinité, 
température…).  

 

1 - MESURE ET PRÉCISION 

1.1 MESURE DE DIFFUSION PAR RMN : CHOIX DE LA SÉQUENCE 

Une séquence standard de type BPP LED (Bipolar Pulse Pair Longitudinal Eddy current Delay) 
a été choisie pour notre protocole de mesure (figure 25).104 Dans la séquence de base PFGSE 
l’aimantation est transverse pendant le délai de diffusion, l’intensité des signaux est affectée 
par la relaxation transverse. Remplacer l’impulsion 180° de l’écho de spin par 2 impulsions 
90° permet de s’affranchir de ce problème. L’ajout d’un bloc composé de 2 impulsions 90° 
séparées par un délai Te permet de garder l’aimantation selon z pendant Te et de diminuer 
les courants de Foucault induits par les gradients. Ces courants électriques créent des champs 
magnétiques locaux qui dégradent l’homogénéité du champ principal et peuvent affecter la 
phase des signaux. En outre, chaque gradient est remplacé par une paire de gradients de 
même intensité et de signes opposés, ces-derniers étant séparés par un pulse 180° qui 
permet de diminuer un peu plus les courants de Foucault. 
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Figure 25: séquence BPP LED issue de la bibliothèque de programmes Bruker. L’encodage est 
assuré par 2 paires de gradients d’intensité G6 séparés par une impulsion 180°. Les 2ème et 3ème 
impulsions 90° constituent l’écho de spin. Le bloc LED est composé des 4ème et 5ème impulsions 
90° séparées par le délai d21. d20 est le délai de diffusion. G7 et G8 sont des gradients de 
purge. 

1.2 EXPÉRIENCES PRÉLIMINAIRES 

Les expériences PGSE se montrent robustes par rapport à la plupart des paramètres 
expérimentaux, tels que le délai de relaxation ou la durée des impulsions.105 Avec un 
spectromètre moderne, la qualité des données dépend essentiellement (i) de la linéarité des 
gradients, (ii) de l’absence de convection, et donc de la stabilité de la température dans 
l’échantillon, et (iii) de la stabilité du lock durant l’acquisition.106, 107 

La calibration des gradients est vérifiée au préalable en mesurant la diffusion d’un échantillon 
d’eau deutérée.106, 108 Dans un second temps un échantillon composé de sodium dodecyl 
sulfate (SDS), d’adenosine 5’-triphosphate (ATP) et de D-glucose (tous à 0,1 M dans D2O) 
permet de vérifier la calibration des gradients pour une large gamme de coefficients de 
diffusion.106, 109 

Le système : [A]3[Ln(DPA)3], A étant un cation, a été étudié précédemment dans notre 
équipe.27, 29, 64, 66 Le complexe diamagnétique [Na]3[Lu(DPA)3] en solution (c = 10 mM dans 
D2O) a été choisi comme système modèle pour tester la robustesse du protocole de mesure. 
Une référence interne de diffusion est ajoutée à l’échantillon.110 Le 1,4-dioxane est 
sélectionné en tant que référence, cette molécule est soluble dans l’eau dans une gamme de 
concentration adéquate, elle ne semble pas pouvoir interagir avec les composants de notre 
échantillon et son spectre RMN 1H consiste en un singulet unique (figure 26).111, 112 Ainsi, le 
coefficient de diffusion du dioxane reflète les variations liées au milieu (salinité de la solution, 
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viscosité, température) et les rapports de diffusion R = D/Dref (où Dref = Ddioxane ) permettent 
de s’affranchir de ces paramètres et d’observer les variations de diffusion liées uniquement 
aux phénomènes d’interaction.  

 

Figure 26 : spectre RMN 1H de [Na]3[Lu(DPA)3] (c = 10 mM) dans D2O en présence de 1,4-
dioxane (c = 5 mM). 

Les mesures de diffusion ont été effectuées avec un délai de diffusion Δ = 150 ms, des 
gradients d’une durée δ = 1 ms et une intensité augmentant de façon linéaire de 0,96 à 
45,76 G.cm-1 en 40 points. Ces paramètres permettent d’obtenir des courbes de diffusion 
satisfaisantes (figure 27). 48 scans donnent un bon rapport signal/bruit. Les intégrales des 
signaux sont utilisées pour le calcul. 

 

Figure 27: évolution des intégrales des signaux en fonction de la force du gradient G pour les 
protons aromatiques m et p du complexe de Lutécium [Na]3[Lu(DPA)3] (en noir) et pour le 1,4-
dioxane (en gris). Les tracés en pointillés représentent l’ajustement des points expérimentaux 
par les courbes théoriques modélisées par l’équation 11.  
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La valeur la plus probable du coefficient de diffusion D est déterminée par régression non 
linéaire. L’équation 11 est utilisée pour simuler des courbes qui sont ajustées à la courbe 
expérimentale I = f(G), en cherchant à minimiser l’écart entre courbe simulée et 
expérimentale (principe des moindres carrés). L’incertitude u(D) sur ce calcul est ensuite 
estimée de la façon suivante : d’abord l'écart type moyen σ entre les points expérimentaux 
et les points du meilleur ajustement est calculé comme indiqué dans l'équation 12. 

𝜎 = 8
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pqr
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où C est la quantité minimale de moindres carrés pour n points expérimentaux. Cette 
équation est valable si le niveau de bruit expérimental est le même pour tous les points 
expérimentaux et si n est suffisamment grand. Le coefficient de diffusion D est supposé être 
la valeur centrale d'une distribution gaussienne avec un écart-type σ. Un ensemble de 1000 
courbes est généré par simulation Monte Carlo, chaque point est généré avec une erreur 
choisie aléatoirement dans l'intervalle [-σ, σ]. Ensuite, chacune des 1000 courbes simulées 
est ajustée à l'équation 12 et un coefficient de diffusion Di est obtenu. Enfin, l'incertitude 
u(D) est calculée à partir de cet ensemble de valeurs en utilisant la relation suivante 

𝑢(𝐷) =
v∑ wxmyx>mnz

{
m

I
                 Équation 13 

Une incertitude u(D) = 0,62.10-12 m2.s-1 est calculée pour le doublet de [Na]3[Lu(DPA)3], ce 
qui correspond à une incertitude relative u(D)/D < 0,2% (figure 28). Le résultat D = 348,11 
± 0,62 .10-12 m2.s-1 montre une grande précision mais ne donne pas d’information sur 
l’exactitude de la méthode, une hypothèse de départ ayant été faite sur l’absence d'erreur 
systématique. Cette hypothèse est confirmée par le résultat pour le deuxième signal de 
[Na]3[Lu(DPA)3]. Le coefficient de diffusion calculé pour le triplet est D = 349,36 ± 0,67 .10-

12 m2.s-1 ce qui est en accord avec la valeur précédente.  

 

Figure 28: distribution calculée par une simulation de Monte-Carlo pour le coefficient de 
diffusion : D = 348,11 ± 0,62 .10-12 m2.s-1 
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La précision de la méthode doit être confirmée par une étude de reproductibilité, tandis que 
l’exactitude peut être vérifiée par l'acquisition d'une série d'expériences où une erreur 
systématique est introduite via un paramètre d'acquisition non optimisé. Ces variations dans 
les conditions expérimentales devraient permettre d'identifier un biais potentiel affectant la 
mesure de diffusion. 

1.3 PRÉCISION DE LA MESURE 

Avec un spectromètre moderne il est possible d’atteindre une précision de 1% sur la 
détermination de D pour des expériences de diffusion classique.113, 114 Afin de prendre en 
compte les variations dues à l’instabilité du spectromètre (variations de température dans la 
salle RMN, variation du débit d’air comprimé affectant la régulation de température dans la 
sonde…), une étude de répétabilité est mise en œuvre. La mesure est répétée, avec le même 
échantillon, sur une période de 5 mois, et 22 expériences sont prises en compte dans l’étude 
statistique. Les coefficients de diffusion des protons m et p du complexe de Lutécium sont 
déterminés pour chaque mesure, ce qui donne 44 coefficients de diffusion au total. Une 
analyse statistique classique de ces données (tableau 1) donne une valeur moyenne D = 
347,7 .10-12 m2.s-1. La distribution de ces données suit une loi normale avec un écart-type 
relatif σ(D)/D = 0,7% (figure 29).  
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Tableau 1: coefficients de diffusion D (en 10-12 m2.s-1) déterminés pour les signaux du 1,4-
dioxane et du complexe [Na]3[Lu(DPA)3]. La mesure a été répétée 22 fois. 

 

Figure 29: distribution des 44 coefficients de diffusion mesurés pour [Na]3[Lu(DPA)3] sur une 
période de 5 mois. La gaussienne qui représente le mieux les données est définie par une valeur 
moyenne D = 347,7 .10-12 m2.s-1 et un écart-type σ = 2,4.10-12 m2.s-1. 

expérience D(dioxane ) D(m DPA) D(p DPA) 
1 867,9 349,1 353,7 
2 867,7 348,1 349,3 
3 866,2 349,0 348,0 
4 864,3 350,1 345,5 
5 866,1 347,9 346,3 
6 863,5 347,1 349,3 
7 860,8 344,3 350,5 
8 858,1 347,8 346,4 
9 863,5 349,5 342,8 
10 859,3 347,6 345,6 
11 860,0 346,2 346,6 
12 860,0 345,9 347,6 
13 861,6 346,9 347,5 
14 861,1 348,2 346,2 
15 862,7 351,3 343,3 
16 859,1 349,9 344,3 
17 864,0 349,3 347,7 
18 860,8 348,3 347,6 
19 860,0 345,9 350,2 
20 867,2 352,2 343,0 
21 854,9 345,4 351,0 
22 857,8 348,1 347,6 
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La précision de la mesure a été calculée par une simulation de Monte-Carlo, puis vérifiée 
expérimentalement par une étude de reproductibilité. La précision est maintenant estimée 
sur les rapports de diffusion R = D/Dref, avec Dref le coefficient de diffusion d’une référence 
interne (ici le 1,4-dioxane). 

En effet nous prévoyons de comparer les propriétés de diffusion d’espèces dans des milieux 
variables. L’utilisation de R permet de s’affranchir des variations de température ou de 
viscosité, ces paramètres affectant de manière similaire la diffusion de la molécule observée 
et celle de la référence. Il est alors possible de comparer la diffusion d’échantillons de 
concentration différente, comme dans le cas d’une titration ou d’une étude d’interactions 
intermoléculaires. 

Les rapports de diffusion R sont donc soumis à la même analyse statistique. R est estimé à 
0,403 avec un écart-type relatif σ(R)/R = 0,7% (figure 30). 

 

Figure 30: distribution des 44 rapports de diffusion mesurés pour [Na]3[Lu(DPA)3] avec le 1,4-
dioxane comme référence. R est estimé à 0,403 avec un écart type σ = 0,003. 

Le rapport R utilise 2 valeurs expérimentales (D et Dref), chacune associée à sa propre 
incertitude expérimentale : l’écart-type σ(R) ne reflète donc pas de façon rigoureuse 
l’incertitude associée à R. L’incertitude expérimentale u(R) est déterminée par une méthode 
basée sur la loi de propagation des incertitudes qui prend en compte les incertitudes des 2 
mesures D et Dref :  
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Dans le cas où les variables D et Dref sont indépendantes l’équation 14 peut être simplifiée 
en équation 15. 
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	               Équation 15 
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où 𝐷� et 𝐷FGE������ sont les valeurs moyennes de D et Dref et σD et σref les valeurs respectives d’écart 
type. Une valeur u(R) = 0,005 est calculée par cette méthode, ce qui correspond à une 
incertitude relative u(R)/R = 1,2%. Cette valeur est légèrement supérieure à l’écart type 
déterminé par l’analyse statistique σ(R)/R = 0,7%, ce qui suggère une covariance négative 
entre D et Dref.  

Pour la suite de cette étude l’incertitude relative sera estimée à 1% en accord avec ces 
résultats et ceux trouvés dans la littérature.113, 114 L’étude de répétabilité ne sera pas réitérée 
systématiquement mais chaque mesure sera toutefois répétée 3 fois afin de s’assurer de 
l’absence de biais. Chaque rapport R sera exprimé sous la forme R = Rmoy ± u(R) avec Rmoy 
la moyenne des 3 valeurs de R mesurées expérimentalement et u(R) = 1% de Rmoy.  

1.4 ROBUSTESSE DE LA MESURE 

Les valeurs d’incertitude mesurées jusqu’ici sont dépendantes de la stabilité du spectromètre, 
il est indispensable de maîtriser l’environnement de l’appareil et de s’assurer de la stabilité 
du lock et de la température de l’échantillon pour atteindre une telle précision. Un défaut de 
phase du lock de 20 degrés provoque une distorsion des signaux intenses lors d’une 
expérience PGSE et peut affecter la précision de la mesure (figure 31). Des vibrations du sol 
(causées par des travaux à moins de 10 mètres de la salle RMN), une pression en air 
comprimé instable, une panne de climatisation ont aussi été identifiés comme des facteurs 
affectant la qualité des données RMN. 

 

Figure 31: effet d’un mauvais réglage de la phase du lock sur une mesure de diffusion. a) la 
phase du lock est incorrecte, environ 20 degrés d’erreur. b) la phase du lock est correcte. Les 
spectres correspondent au premier point de la mesure, avec une valeur de gradient G = 0,963 
G.cm-1, les paramètres d’acquisition sont dans les 2 cas ceux utilisés pour l’étude de répétabilité 
(Δ = 150 ms, δ = 1 ms, D1 = 1s). 
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La robustesse de la mesure par rapport à certains paramètres est ensuite vérifiée. 
L'acquisition d'une série d'expériences où une erreur systématique est introduite via un 
paramètre d'acquisition non optimisé permet de tester l’exactitude de la mesure. Ces 
variations des conditions expérimentales devraient permettre d'identifier un biais potentiel 
affectant la mesure de diffusion. Les paramètres testés sont le nombre de points de la mesure 
(TD1), le délai de relaxation (D1), le délai de diffusion (Δ), le nombre de scans (NS) et la 
gamme d’intensité du gradient (G) (tableau 2). 

Tableau 2 : coefficients de diffusion D (en 10-12 m2.s-1) déterminés pour les signaux du 1,4-
dioxane et du complexe [Na]3[Lu(DPA)3]. La mesure a été répétée 3 fois pour chaque 
modification d’un paramètre.  

Le rapport signal/bruit (S/B) semble être un paramètre primordial pour ce type de mesure : 
l’intensité des signaux décroit avec l’augmentation du gradient appliqué et S/B peut décroitre 
rapidement lui aussi et affecter la précision expérimentale. On peut voir ici qu’un faible 
nombre de scans a pour conséquence de sous-estimer légèrement la mesure de diffusion (R 
= 0,3969 ± 0,0038). Cependant la concentration de l’échantillon étudié est telle que S/B 
reste supérieur à 500 au 20ème point (sur 40) de la mesure. Le cyclage de phase impose 8 
scans au minimum, il nous est donc impossible à cette concentration de tester réellement 
l’effet du S/B sur la précision expérimentale.  

Une simulation de Monte-Carlo est alors utilisée pour simuler l’influence de la sensibilité de 
l’expérience (mesurée par le rapport S/B) sur la précision de la mesure de diffusion (figure 
32). Pour les espèces diffusant rapidement (D > 500 .10-12 m2.s-1) l’erreur reste faible (< 2%) 
même dans le cas d’un S/B médiocre. Pour des espèces diffusant plus lentement (D entre 
500 et 100 .10-12 m2.s-1) un S/B insuffisant (< 100) augmente l’erreur expérimentale de façon 

expérience D(dioxane ) D(m DPA) D(p DPA) paramètre modifié 
1 875,5 349,5 349,1 TD1 = 10 points 
2 851,0 347,3 345,0 TD1 = 10 points 
3 866,0 346,0 346,0 TD1 = 10 points 
4 860,6 344,6 342,2 NS = 8 
5 866,8 339,4 340,7 NS = 8 
6 857,0 341,1 343,5 NS = 8 
7 865,2 351,0 345,8 Δ = 50ms 
8 855,4 348,8 340,4 Δ = 50ms 
9 854,1 345,3 346,7 Δ = 50ms 
10 867,5 352,2 348,1 G = 0,48 - 14,45 G.cm-1 
11 854,8 347,6 343,4 G = 0,48 - 14,45 G.cm-1 
12 849,8 337,8 352,3 G = 0,48 - 14,45 G.cm-1 
13 871,2 349,2 349,9 D1= 0,2s 
14 859,4 342,3 345,7 D1= 0,2s 
15 872,6 348,2 348,4 D1= 0,2s 
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significative à plus de 5%. Un S/B supérieur à 1000 semble garantir une mesure précise 
(moins de 1% d’erreur) quelle que soit la diffusion de l’espèce observée, à la condition que 
les autres sources d’erreurs soient maitrisées.115 

Figure 32 : effet du rapport signal/bruit (S/B) sur l’erreur expérimentale d’une mesure de 
diffusion (D, en m2.s-1). L’erreur (%) correspond à la déviation standard déterminée par une 
analyse d’erreur de type Monte Carlo des courbes de diffusion simulées pour chaque valeur de 
coefficient de diffusion, affectées d’une erreur expérimentale S/B.  

Un nombre de scans insuffisant peut donc affecter l’exactitude la mesure. En outre, si la 
courbe I/I0 = f(G) est incomplète du fait d’un mauvais échantillonnage de la force du gradient 
G, alors c’est la précision de la mesure qui est dégradée (R = 0,4046 ± 0,0059). Cependant 
ces variations restent faibles et la mesure de diffusion par RMN s’avère robuste (figure 33). 
Les distributions représentées ne permettent pas de dire si elles suivent une loi normale 
comme c’était le cas lors de l’étude de répétabilité précédente. Seulement 6 valeurs de R 
sont utilisées pour illustrer chaque modification de paramètre, ce qui est insuffisant pour une 
étude statistique rigoureuse mais permet toutefois de montrer une tendance. 
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Figure 33 : effet de la dégradation d’un paramètre d’acquisition sur la distribution des rapports 
de diffusion R mesurés pour [Na]3[Lu(DPA)3] avec le 1,4-dioxane comme référence. Les 
paramètres modifiés sont a) D1 = 0,2 s b) NS = 8 c) Δ = 50 ms d) G entre 0,48 et 14,45 G.cm-
1e) TD1 = 10 points. Les valeurs optimales sont D1 = 1 s, NS = 48, Δ = 150 ms, G de 0,96 à 
45,76 G.cm-1 et TD1 = 40. 
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La méthode de mesure de diffusion choisie a été testée sur un échantillon [Na]3[Lu(DPA)3]. 
La précision expérimentale a été calculée puis vérifiée expérimentalement. La robustesse de 
la mesure par rapport à certains paramètres a été ensuite validée. Une incertitude relative 
de 1% est retenue comme valeur standard pour des mesures de diffusion réalisées sur un 
spectromètre préalablement calibré, avec une température correctement régulée et un lock 
stable et juste (attention à vérifier la phase du lock). Les paramètres d’acquisition doivent 
être choisis de façon à obtenir une courbe de diffusion échantillonnée jusqu’à I/I0 = 0,05 et 
le nombre de scans doit permettre un S/B > 1000. Ces conditions sont valables pour un 
système diamagnétique, et doivent être maintenant vérifiées avec un échantillon 
paramagnétique. 

2 - INFLUENCE DU PARAMAGNÉTISME 

Le protocole de mesure de diffusion est maintenant optimisé pour l’échantillon diamagnétique 
[Na]3[Lu(DPA)3], les sources d’erreur principales sont identifiées et l’incertitude 
expérimentale est estimée à 1%. Cependant la plupart des ions Lanthanides sont 
paramagnétiques.62 Les temps de relaxation T1 des noyaux proches d’un centre 
paramagnétique peuvent être significativement diminués, et une relaxation trop rapide 
pourrait impacter, voire même empêcher la mesure de diffusion par RMN. Il est donc 
intéressant d’évaluer maintenant l’impact du paramagnétisme sur la mesure de diffusion par 
RMN. 

La série des complexes de tris-dipicolinates [Ln(DPA)3]3- est homogène et isostructurale, quel 
que soit l’ion lanthanide : il est ainsi possible d’isoler la contribution de l’ion central et 
d’étudier l’impact du paramagnétisme sur la mesure de diffusion par RMN. Tout d’abord, un 
système modérément paramagnétique [Na]3[Yb(DPA)3] sera étudié et la précision de la 
mesure sera vérifiée. Puis une série de complexes [EtGua]3[Ln(DPA)3] plus ou moins 
paramagnétiques (déjà étudiés par RMN 1H précédemment dans l’équipe) sera testée. 

2.1 PRÉCISION DE LA MESURE AVEC UN SYSTÈME PARAMAGNÉTIQUE 

Dans un premier temps l’étude de répétabilité est reproduite avec un échantillon 
[Na]3[Yb(DPA)3](figure 34). L’Ytterbium (III) est choisi pour son paramagnétisme modéré.62 
Les signaux des protons m et p sont élargis sous l’effet du paramagnétisme (environ 15 Hz 
à mi-hauteur) mais leur relaxation longitudinale (T1 de respectivement 79 et 174 ms) est a 
priori assez lente pour ne perturber la mesure de diffusion. Leurs déplacements chimiques 
sont faiblement décalés par rapport à ceux du système diamagnétique [Na]3[Lu(DPA)3]. 
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Figure 34 : spectre RMN 1H de [Na]3[Yb(DPA)3] (c = 10 mM) dans D2O, en présence de 1,4-
dioxane (c = 5 mM). 

Comme précédemment la mesure est répétée, avec le même échantillon et 22 expériences 
sont prises en compte dans l’étude statistique. Les paramètres expérimentaux (Δ, δ, G, TD1, 
D1, NS) sont inchangés. Les coefficients de diffusion des protons m et p du complexe d’ 
Ytterbium sont déterminés pour chaque expérience, ce qui donne 44 coefficients de diffusion 
au total. Les rapports de diffusion R = D/Dref sont soumis à une analyse statistique. La valeur 
moyenne de R = 0,402 ±0,003 pour ce système paramagnétique est similaire à la valeur 
calculée pour le système diamagnétique [Na]3[Lu(DPA)3] (R = 0,403±0,003) et la distribution 
de ces données suit encore une fois une loi normale avec un écart-type relatif σ(R)/R < 1% 
(figure 35). 
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Figure 35 : distribution des rapports de diffusion mesurés pour les systèmes [Na]3[Lu(DPA)3] 
diamagnétique (à gauche) et [Na]3[Yb(DPA)3] paramagnétique (à droite) avec le 1,4-dioxane 
comme référence. R est estimé respectivement à 0,403 et 0,402. 

Il est donc possible de mesurer des coefficients de diffusion pour un échantillon modérément 
paramagnétique avec une précision similaire à celle attendue pour son équivalent 
diamagnétique, pourvu que les paramètres importants de l’expérience soient maitrisés 
(spectromètre préalablement calibré, une température correctement régulée et un lock stable 
et juste). Cependant de nombreux lanthanides présentent un paramagnétisme plus fort que 
l’Ytterbium (III). La mesure de diffusion est donc testée sur un complexe de Terbium (III) 
fortement paramagnétique. 

2.2 ÉTUDE D’UN COMPLEXE DE TERBIUM FORTEMENT PARAMAGNÉTIQUE 

Un complexe de Terbium (III) [Na]3[Tb(DPA)3] est choisi en complément des échantillons 
[Na]3[Lu(DPA)3] et [Na]3[Yb(DPA)3] déjà étudiés. Le Terbium est fortement paramagnétique 
et les signaux des protons m et p sont très larges (entre 60 et 120 Hz à mi-hauteur) et 
fortement déblindés vers 40 ppm (figure 36). Cet élargissement des signaux suggère des 
temps de relaxation très courts incompatibles avec une expérience de diffusion. Une mesure 
de T1 par une expérience d’inversion-récupération donne T1(m) = 2 ms et T1(p) = 5 ms.  
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Figure 36 : spectre RMN 1H de [Na]3[Tb(DPA)3] (c = 10 mM) dans D2O, zoom sur la région des 
signaux m et p. 

Le complexe [Na]3[Tb(DPA)3] ne permet d’observer que deux signaux correspondant aux 
protons aromatiques des résidus dipicolinates, situés dans la 1ère sphère de coordination de 
l’ion Lanthanide. Cependant d’autres systèmes [A]3[Tb(DPA)3] ont été étudiés dans l’équipe, 
avec A un cation mimant la chaîne latérale d’un acide aminé (ethylguanidium, 
ethylammonium ou imidazolium).29, 66 Les protons du cation sont alors dans la 2ème sphère 
de coordination de l’ion Lanthanide et donc plus éloignés du centre paramagnétique que les 
protons des ligands dipicolinates situés dans la première sphère de coordination. Une mesure 
de T1 est réalisée sur l’échantillon [EtGua]3[Tb(DPA)3] et on détermine T1 = 18 ms pour les 
protons du CH2 et T1 = 24 ms pour ceux du CH3 de l’Ethylguanidium. 

Il est important de rappeler que la valeur de T1 impose une limite au délai de diffusion Δ de 
l’expérience. En effet, la perte d’intensité du signal RMN causée par la diffusion des molécules 
est mesurée au moyen d’un délai Δ au cours duquel l’aimantation est longitudinale. Par 
conséquent, pendant Δ l’aimantation subit également un processus de relaxation 
longitudinale qui peut interférer avec l’effet de la diffusion sur l’évolution macroscopique de 
l’aimantation. Si le temps de relaxation T1 est plus court que Δ, alors l’aimantation sera en 
grande partie revenue à l’équilibre avant l’application du gradient de refocalisation et une 
perte de signal sera observée. Une valeur de T1 courte, d’environ 20 ms, est-elle alors 
suffisante pour permettre la mesure de la mobilité des molécules avec un équipement de 
RMN liquide standard, en dépit de la perte de sensibilité engendrée ? La limite inférieure de 
notre instrument est atteinte pour des polymères ou des liquides ioniques diffusant très 
lentement : D = 5.10-12 m2.s-1 mesuré avec Δ = 200 ms, ce qui correspond à un déplacement 
moyen de 5.10-13 m2. On peut noter qu’une sonde spécifique associée à un amplificateur 
gradient puissant pourrait, sous certaines conditions, mesurer des coefficients de diffusion 
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plus petits, jusqu’à 1.10-15 m2.s-1, en mettant en œuvre des gradients de champs pulsés de 
l’ordre de 1000 G.cm-1, mais notre spectromètre n’est pas équipé de ce type d’accessoire.116 

Ici, le complexe [Ln(DPA)3]3- diffuse à une vitesse d’environ 350.10-12 m2.s-1, ce coefficient 
de diffusion est plus grand que la limite de notre appareillage par deux ordres de grandeurs,  
Une valeur de T1 d’environ 20 ms devrait permettre de mesurer un coefficient de diffusion 
pourvu que le délai de diffusion Δ soit adapté selon les valeurs de T1 et de δ (voir figure 25). 

En conséquent le système [EtGua]3[Tb(DPA)3] est préféré à [Na]3[Tb(DPA)3] pour tester 
l’influence du fort paramagnétisme du Terbium (III) sur la mesure de diffusion, la relaxation 
longitudinale des protons du cation semblant compatible avec une mesure de diffusion. En 
outre, la largeur de ces signaux est de l’ordre de 20 Hz à mi-hauteur (figure 37). Cette valeur 
est comparable à celle observée pour le système [Na]3[Yb(DPA)3] étudié précédemment, la 
relaxation transversale ne devrait donc pas non plus poser de problème. Cette hypothèse est 
en accord avec les observations d’un article publié en 2019, qui tente de rationnaliser l’impact 
des valeurs de T1 et T2 sur la mesure par RMN d’un coefficient de diffusion pour des 
complexes paramagnétiques.91  

 

Figure 37 : spectre RMN 1H de [EtGua]3[Tb(DPA)3] (c = 10 mM) dans D2O, en présence de 1,4-
dioxane (c = 5 mM). Zoom sur les régions des signaux du complexe de Terbium (III) et de 
l’ethylguanidium. Les agrandissements utilisent la même échelle et il est donc possible de 
comparer la largeur des signaux des différentes régions. 

Les paramètres sont optimisés pour un échantillon paramagnétique avec une relaxation 
longitudinale rapide. Le délai de diffusion est court (Δ = 50 ms) pour éviter une relaxation 
complète du système avant la fin du délai. La relaxation longitudinale rapide des protons 
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permet d’utiliser un délai de relaxation court (D1 = 0,4 s). Le nombre de scans est augmenté 
(NS = 128) pour compenser la faible intensité des signaux larges. La mesure de diffusion est 
répétée 3 fois sur un échantillon de [EtGua]3[Tb(DPA)3] (c = 10 mM dans D2O, avec 5 mM 
de 1,4-dioxane comme référence interne). Les rapports de diffusion des protons 1 et 2 de 
l’ethylguanidium sont utilisés pour déterminer une valeur moyenne R = 0,793 ± 0,008 
(incertitude relative de 1% selon l’étude de précision de la mesure). Comme attendu, les 
signaux des protons m et p ne sont pas observés.  

Il est possible de mesurer la diffusion des protons des dipicolinates d’un système modérément 
paramagnétique [Na]3[Yb(DPA)3]. Dans le cas d’un système fortement paramagnétique 
[EtGua]3[Tb(DPA)3] il est possible de mesurer la diffusion des protons du cation, dans la 2ème 
sphère de coordination de l’ion Terbium (III). La prochaine étape consiste à tester la mesure 
de diffusion de façon systématique sur une série [EtGua]3[Ln(DPA)3] en faisant varier l’ion 
Lanthanide.  

2.3 TEST D’UNE SÉRIE DE LANTHANIDES PARAMAGNÉTIQUES 

Une série d’adduits [EtGua]3[Ln(DPA)3] est préparée en faisant varier l’ion Lanthanide (Ln = 
Lu, Sm, Eu, Pr, Yb, Tm, Tb ou Dy). Le rayon hydrodynamique étant homogène sur la série 
des Lanthanides, la diffusion des deux partenaires du système devrait être indépendante de 
l’ion central. La relaxation longitudinale T1 est tout d’abord mesurée pour les protons chaque 
espèce en solution. Ensuite la mesure de diffusion est répétée 3 fois pour chaque adduit, et 
une valeur moyenne est retenue pour R (tableau 3). 

Les valeurs de R sont très similaires dans toute la série de mesures, quel que soit le 
Lanthanide, et ce pour les 2 partenaires du système, [Ln(DPA)3]3- et EtGua+. Ainsi, s’il est 
impossible de mesurer directement la diffusion d’un soluté en présence d’un ion fortement 
paramagnétique, l’étude d’un équivalent diamagnétique, voire faiblement paramagnétique, 
est effectivement une bonne approximation. C’est le cas pour les adduits Dysprosium (III) et 
Terbium (III), pour lequel il n’est pas possible de mesurer la diffusion des protons des 
dipicolinates. Cependant on peut estimer un rapport de diffusion 0,389 pour ces protons 
(moyennes des valeurs mesurées pour les autres adduits de la série). Pour les autres ions 
Lanthanides il n’est pas nécessaire de passer par un équivalent diamagnétique pour la mesure 
de diffusion. 
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Tableau 3 : mesures de diffusion et de relaxation longitudinale T1 pour une série d’échantillons 
[EtGua]3[Ln(DPA)3] (c = 10 mM) dans D2O, en présence de 1,4-dioxane (c = 5 mM) avec Ln = 
Lu, Sm, Eu, Pr, Yb, Tm, Tb ou Dy. R est le ratio de diffusion moyen de tous les protons d’une 
espèce et son incertitude relative est estimée à 1%.  

La méthode de mesure de diffusion est testée avec une séries d’adduits paramagnétiques 
[EtGua]3[Ln(DPA)3]. Il apparaît qu’un temps de relaxation T1 très court n’empêche pas 
systématiquement la mesure d’un coefficient de diffusion, et qu’il est possible de mesurer les 
coefficients de diffusion de solutés en présence d’un complexe fortement paramagnétique. 
Dans les cas limites, où la mesure est affectée par le paramagnétisme, il est possible d’utiliser 
un équivalent diamagnétique. Le coefficient de diffusion mesuré est indépendant du 
Lanthanide choisi, avec une incertitude relative de 1%. Une telle étude était encore inédite 
au moment de la publication de notre article en 2016 .117 En 2018, l’équipe de Q.-F. Sun a 
mis en œuvre une étude par RMN 1H et DOSY d’une série de complexes de coordination, de 
formule M4L4, issus de l’auto-association de ligands L avec un métal M (M = Ca, Cd, La, Ce, 
Pr, Nd, Sm, Y, Yb, Lu ou Eu).118 

3 - ÉTUDE D’UN SYSTÈME DYNAMIQUE 

Le système [EtGua]3[Tb(DPA)3] a été caractérisé par titration RMN 1H précédemment dans 
l’équipe.27, 66 Les données de RMN ont mis en évidence un système en échange rapide et une 
interaction représentée par une série de 3 équilibres avec une constante de dissociation Kd 
= 5,3 .10-2 mM (figure 38). 

R relaxation T1 (ms) 
 [Ln(DPA)3]3- EtGua+ m p 1 2 

[EtGua]3 [Lu(DPA)3] 0,383 0,787 2320 1420 2790 2710 
[EtGua]3 [Sm(DPA)3] 0,390 0,798 1210 1210 1950 2050 
[EtGua]3 [Eu(DPA)3] 0,393 0,793 235 560 1160 1360 
[EtGua]3 [Pr(DPA)3] 0,387 0,783 147 246 823 966 
[EtGua]3 [Yb(DPA)3] 0,390 0,786 70 151 478 595 
[EtGua]3 [TmDPA)3] 0,387 0,786 11 26 87 113 
[EtGua]3 [Tb(DPA)3] non 0,783 2 5 18 24 
[EtGua]3 [Dy(DPA)3] non 0,793 1 3 11 15 
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Figure 38 : simulation d’une titration par ajout de neq de EtGua+ à un échantillon de [Tb(DPA)3]3- 
a) représentation schématique de l’interaction entre [Cs]3[Tb(DPA)3] (noté Tb) et les ions 
EtGua+ (notés AM) en solution, les 3 équilibres successifs sont caractérisés par les constantes 
K1, K2 et K3, avec log K1 = 1,9 et log K2 = log K3 = 1,0.66 b) Simulation de l’évolution des 
concentrations des différents adduits en solution au cours de la titration. La concentration 
initiale est c0 = 1,55 mM. Figure issue de 27. 

Ce système bien connu de notre équipe semble un modèle idéal pour tester une titration par 
mesure de diffusion. Au lieu d’observer la variation de déplacement chimique des protons de 
l’ethylguanidium, on va cette fois observer la diffusion des espèces en solution. Le système 
étant en échange rapide le coefficient de diffusion observé Dobs sera la moyenne des 
coefficients de diffusion des différentes espèces présentes en solution pondérés par leur 
proportion pi (i=1, 2, 3) selon l’expression : 

Dobs = plibreDlibre + p1D1 + p2D2 + p3D3              Équation 16 

avec D1 le coefficient de diffusion de [EtGua][Ln(DPA)3]2-, D2 celui de [EtGua]2[Ln(DPA)3]- et 
D3 celui de [EtGua]3[Ln(DPA)3].  

En choisissant un ion modérément paramagnétique il est possible de mesurer la diffusion des 
deux partenaires en interaction : le cation ethylguanidium et le complexe de tris-dipicolinate. 
Un complexe d’Ytterbium (III) est donc préféré au complexe de Terbium (III) afin de pouvoir 
exploiter les signaux des protons m et p. La diffusion de l’ethylguanidium est théoriquement 
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fortement ralentie quand il est en interaction avec [Ln(DPA)3]3-, environ 10 fois plus lourd 
que le cation. A l’inverse, la diffusion du complexe de Lanthanide est faiblement affectée par 
l’interaction. Cependant, avec une précision de 1%, la variation du coefficient de diffusion 
observée pour les protons des dipicolinates devrait être significative et apporter des données 
supplémentaires pour caractériser le système.  

La titration est menée avec une solution [Na]3[Yb(DPA)3] (c = 10 mM dans D2O, avec 5 mM 
de 1,4-dioxane) à laquelle sont ajoutés progressivement jusqu’à 40 équivalents de 
[EtGua][Cl]. Les coefficients de diffusion sont mesurés pour tous les protons observés, en 
utilisant les paramètres optimisés précédemment. La titration est répétée 3 fois et la moyenne 
des 3 valeurs est utilisée pour le calcul, avec une incertitude relative estimée à 1%. La 
diffusion exprimée pour un soluté est la moyenne des valeurs mesurées pour chacun de ses 
protons. Ainsi, pour le complexe d’Ytterbium, D(Yb) est la moyenne des coefficients de 
diffusion des protons m et p, et pour l’ethylguanidium D(AM) est la moyenne des coefficients 
de diffusion des protons 1 et 2. Les coefficients de diffusion observés pour (Yb) et (AM) sont 
définis selon les équations suivantes : 

𝐷B.C(𝑌𝑏) =
[�.]�m��px�m��p

�� ��1��.�x���1{��.�x{��1���.�x�
�o

            Équation 17 

𝐷B.C(𝐴�) =
�1���m��px�m��p

�� ��1��.�x��_.�1{��.�x{�b.�1���.�x�
Ip�.�o

            Équation 18 

En parallèle, le coefficient de diffusion de l’ethylguanidium libre est mesuré pour un 
échantillon [EtGua][Cl] (c = 10 mM dans D2O, avec 5 mM de 1,4-dioxane), on observe DAMfree 
= 802 µm2.s-1. Les coefficients de diffusion des espèces AMYb, AM2Yb et AM3Yb sont estimés 
selon le modèle mis au point par l’équipe de G.A. Morris.86 Le paramètre de densité effective 
ρeff utilisé dans ce modèle est calibré sur la valeur expérimentale DYblibre afin de prendre en 
compte la densité élevée du noyau d’Ytterbium. 

Au-delà de 10 équivalents de [EtGua][Cl] un précipité apparaît au fond du tube RMN à la fin 
de la mesure. Les expériences à 20 et 40 équivalents ne sont pas retenues pour le calcul, la 
qualité des spectres est altérée et le coefficient de diffusion du 1,4-dioxane varie de manière 
significative, ce qui peut indiquer un échantillon inhomogène et par conséquent une valeur 
de diffusion incorrecte. 

Des courbes de diffusion sont simulées, basées sur l’analyse de l’évolution des déplacements 
chimiques et de la diffusion au cours de la titration. L’analyse combinée de ces 2 données 
expérimentales permet de déterminer les 3 constantes K1, K2 et K3, avec log K1 = 1,63, log 
K2 = 0,83 et log K3 = 0,94. En parallèle, une analyse de type « courbe de titration » des 
données de déplacement chimique uniquement donne un jeu de constantes K’1, K’2 et K’3, 
avec log K’1 = 1,8, log K’2 = 1,0 et log K’3 = 1,1. Ces valeurs sont utilisées pour simuler des 
courbes de diffusion. Les courbes simulées avec K’1, K’2 et K’3 ne permettent pas de reproduire 
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précisément l’évolution expérimentale de la diffusion (figure 39). L’exploitation combinée des 
données de déplacement chimique et de diffusion permet donc un bien meilleur accord entre 
le modèle et l’expérience. 

 

Figure 39 : titration par ajout de neq équivalents de [EtGua][Cl] à une solution de 
[Na]3[Yb(DPA)3]  (c = 10 mM) dans D2O, en présence de 1,4-dioxane (c = 5 mM). Variation de 
déplacement chimique pour les protons 1 (a) et 2 (b) de EtGua+. Évolution des rapports de 
diffusion de [Yb(DPA)3]3- (c) et de EtGua+ (d). Les courbes en pointillé rouge sont simulées 
grâce aux constantes K’1, K’2 et K’3 issues de l’analyse des déplacements chimiques. Les courbes 
noires sont simulées grâce aux constantes K1, K2 et K3 issues de l’analyse combinée des 
déplacements chimiques et des valeurs de diffusion. 

En conclusion pour cette partie, la titration par mesure de diffusion est adaptée à l’étude d’un 
système dynamique [EtGua]3[Ln(DPA)3] en échange rapide caractérisé par une série de 3 
équilibres et une affinité globale moyenne. Les résultats obtenus sont en accord avec ceux 
déterminés précédemment par une titration RMN 1H classique, et la combinaison des données 
issues des deux titrations permet d’améliorer le modèle de l’interaction et la précision des 
constantes calculées. 

4 - CONCLUSION 

La méthode de mesure de diffusion a été testée sur un système modèle, déjà étudié dans 
notre équipe, impliquant un complexe de tris-dipicolinate et un ion (sodium ou 
ethylguanidium). Après avoir optimisé les paramètres expérimentaux sur un système 
diamagnétique [Na]3[Lu(DPA)3], et validé l’utilisation d’une référence interne, la précision de 
la mesure a été estimée à 1%. Dans un 2ème temps la méthode a été testée sur un système 
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modérément paramagnétique [Na]3[Yb(DPA)3], puis sur une série de systèmes de 
paramagnétisme croissants [EtGua]3[Ln(DPA)3] avec Ln = Lu, Sm, Eu, Pr, Yb, Tm, Tb ou Dy. 
Ces dernières mesures montrent qu’un temps de relaxation T1 très court n’empêche pas 
systématiquement la mesure d’un coefficient de diffusion. Dans les cas limites, où la mesure 
est affectée par le paramagnétisme, il est possible d’utiliser un équivalent diamagnétique. 
Cette étude a fait l’objet d’un article, publié en 2016 (en annexe).117 Cet article présente en 
outre une application de la méthode de mesure de diffusion à un système biologique 
comportant une protéine modèle.  
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III -  INTERACTION AVEC UNE PROTÉINE MODÈLE 

Le protocole de mesure étant maintenant validé pour caractériser l’interaction d’un complexe 
de lanthanide avec une petite molécule, il est tentant de l’appliquer rapidement à l’étude de 
protéines modèles. L’étude par Diffraction des Rayons X de cristaux dérivés de protéines 
obtenus par co-cristallisation avec un complexe de lanthanide montre dans de nombreux cas 
une interaction forte entre les 2 partenaires, en particulier au niveau des arginines.27, 28, 73, 

119, 120 L’observation de l’interaction en milieu liquide pourrait permettre de mieux comprendre 
le processus de cristallisation. 

Deux protéines modèles, le lysozyme de blanc d’œuf de poule (HEWL) et l’ubiquitine, qui ont 
déjà été étudiées en interaction avec un complexe de lanthanide de type [Ln(DPA)3]3-, sont 
choisies pour tester une titration par mesure de diffusion. L’utilisation de D2O peut poser un 
problème de pH affectant la solubilité et la stabilité de la protéine et même du complexe de 
lanthanide. Il serait donc préférable d’utiliser une solution tampon, cependant certains sels 
ou ions pourraient interagir avec le complexe de lanthanide et affecter la solubilité, voire 
l’interaction avec la protéine. Des titrations sont donc testées tout d’abord dans D2O, puis 
dans les tampons tris et PBS (phosphate salin). Le tampon tris semble interagir avec le 
système protéine - complexe (voir partie expérimentale) et ne sera finalement pas utilisé. 

1 - CHOIX DU COMPLEXE DE LANTHANIDE 

Nous avons montré que divers complexes [Ln(DPA)3]3-, avec des propriétés paramagnétiques 
variables, sont compatibles avec des mesures de diffusion par RMN. Dans le cas d’un système 
avec une protéine, le complexe de lanthanide (M = 636 à 670 g.mol-1 selon le lanthanide) 
sera certainement plus mobile en solution qu’une macromolécule, de masse moléculaire 
élevée (M = 14300 g.mol-1 pour le lysozyme et M = 8600 g.mol-1 pour l’ubiquitine). La 
diffusion du complexe de lanthanide sera plus ralentie par l’interaction que celle de la protéine, 
il faut prévoir un complexe pour lequel il est possible de mesurer un coefficient de diffusion. 
Nous écartons donc les complexes de Terbium (III) et de Dysprosium (III), le T1 des protons 
des dipicolinates étant trop court pour ces expériences. Le complexe de Praséodyme (III) 
[Pr(DPA)3]3-, est choisi parmi les candidats restant: les signaux des protons des dipicolinates 
(δ vers 12 ppm) ne sont pas superposés avec ceux de la protéine, ce qui va simplifier l’analyse 
des données de diffusion (figure 40).  
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Figure 40 : spectre RMN 1H de l’ubiquitine (enregistré à 500 MHz, en rouge) et du lysozyme 
(enregistré à 600 MHz, en bleu) en présence de 1 équivalent de [Na]3[Pr(DPA)3]. Les signaux 
des protons m et p des groupements dipicolinates sont indiqués (δ1H ≈ 12,5 ppm). 

 

2 - HEWL 

Le lysozyme de blanc d’œuf de poule (HEWL) est une protéine modèle de 129 acides aminés 
(pour un poids de 14,3 kDa) fréquemment utilisée par les biologistes, qui cristallise dans de 
nombreuses conditions, et qui est disponible commercialement. L’observation de cristaux 
dérivés de sa co-cristallisation avec un complexe d’Europium a montré 5 sites d’interaction 
par protéine comportant tous une arginine qui serait impliquée dans l’interaction.28 Le 
lysozyme a aussi été étudié par RMN paramagnétique en solution en présence de complexes 
Ln(DPA)33- (figure 20), et un seul site d’interaction (près de l’arginine 128) a été mis en 
évidence.73  

Une première solution de HEWL est préparée (c = 1 mM) dans D2O, en présence de 1,4-
dioxane (c = 5 mM), à laquelle est ajoutée une solution de [Na]3[Pr(DPA)3]. Un précipité 
apparaît dans le tube RMN à la sortie du spectromètre, bien que la concentration en 
Pr(DPA)33- soit faible (c = 1 mM). Après vérification, la solubilité est estimée à 10 mg.ml-1 
dans l’eau et le pI de HEWL est de 11,3. La concentration de notre échantillon (c= 1 mM) 
est élevée et les modifications du pH avec l’ajout du complexe de dipicolinates peuvent 
compromettre la solubilité de l’échantillon. 
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Un second échantillon est préparé (c = 1 mM) dans un tampon PBS (c= 10 mM, pH 7) afin 
de s’affranchir des variations de pH. Malgré cette précaution un précipité, et même des 
cristaux, sont encore observés dans le tube RMN à la sortie du spectromètre (figure 41). Il 
nous apparaît peu rigoureux de faire une titration dans ces conditions et il est décidé de 
changer de protéine modèle. 

 

Figure 41 : échantillons de lysozyme (c = 1 mM dans un tampon PBS 10 mM, pH 7) en l’absence 
(à gauche) et en présence (à droite) de [Na]3[Pr(DPA)3] (c= 1 mM).  

3 - UBIQUITINE 

3.1 RÉSULTATS PRÉCÉDENTS 

L’ubiquitine est une autre protéine modèle de 76 acides aminés (pour un poids de 8,6 kDa, 
et un pI de 6,8) fréquemment utilisée par les biologistes. Elle a été étudiée par RMN en 
solution en interaction avec divers complexes de lanthanides (dont [Ln(DPA)3]3-) par l’équipe 
de X.-C. Su et les résultats ont fait l’objet d’une publication en 2013.120 L’article étudie les 
interactions non covalentes entre une protéine et un complexe de lanthanide, servant de tag 
paramagnétique, qui permet d’obtenir des contraintes structurales RMN. Cette stratégie de 
tag non covalent a été appliquée pour la première fois par notre équipe en 2007.27, 28 L’équipe 
de X.-C. Su a pour sa part étudié 5 complexes de lanthanides basés sur des dérivés de 
dipicolinates en interaction avec l’ubiquitine. Des expériences de RMN paramagnétique 
fournissent des contraintes de distances et d’angles pour le calcul de la structure 
tridimensionnelle du système. Les constantes de dissociation Kd des divers adduits sont aussi 
déterminées grâce à des expériences de titration par RMN 1H, et l’interaction semble suivre 
un modèle 1:1 (Kd = 0,29 mM à pH 6,4 pour le système ubiquitine - [Ln(DPA)3]3-). Un site 
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d’interaction principal est identifié sur la protéine, impliquant les lysines K6 et K48, ainsi que 
l’histidine H68 (figure 42). 

 

Figure 42 : représentation de la structure du système ubiquitine - [Ln(DPA)3]3- (l’ion lanthanide 
est représenté par une sphère noire). Figure issue de 120. 

3.2 MESURE DE DIFFUSION PAR RMN 

Un premier échantillon d’ubiquitine est préparé (c = 1 mM) en solution dans un tampon PBS 
(c = 10 mM, pH ≈ 7, avec 10% de D2O) en présence de 1,4-dioxane (c = 2 mM). Une titration 
en quelques points est prévue par ajout de 0,5 à 10 équivalents de [Na]3[Pr(DPA)3]. Pour 
comparaison, l’équipe de X.-C. Su a travaillé avec un échantillon de protéine plus dilué (c = 
0,1 mM), un pH similaire (pH = 6,4 ou 7,6) et entre 0,3 et 3 équivalents de complexe de 
lanthanide.  

La diffusion est mesurée par RMN à chaque point de la titration, selon la méthode 
précédemment optimisée et déjà appliquée au système [EtGua]3[Yb(DPA)3]. Contrairement 
aux systèmes précédents impliquant des petites molécules, le signal du dioxane est 
superposé avec les signaux de la protéine. La précision de la mesure de diffusion du dioxane 
est impactée, cependant il est possible d’assurer une précision de 3% (au lieu de 1%) sur le 
coefficient de diffusion si le signal du dioxane est significativement plus intense que les 
signaux des protons de la protéine (la concentration en dioxane doit être au moins 2 fois 
supérieure à celle de la protéine). 

On observe un équilibre dynamique entre la protéine (Ub), le complexe de Praséodyme (III) 
(Pr) et l’adduit 1:1 (Ub :Pr) 

𝑈𝑏 + 𝑃𝑟 ⇌ 𝑈𝑏: 𝑃𝑟                  Équation 19 
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La constante de dissociation pour ce système 1:1 protéine : ligand est définie par l’équation 
suivante : 

𝐾/ =
[�.][�F]
[�.:�F]

                      Équation 20 

où [Ub], [Pr] et [Ub:Pr] sont les concentrations d’ubiquitine, du complexe libre et de l’adduit 
protéine-complexe. Dans le cadre d’un échange rapide, le rapport de diffusion observé pour 
les signaux du complexe de Praséodyme, Robs(Pr), est la moyenne des rapports de diffusion 
des différentes espèces en solution pondérée par leur population selon l’expression :  

𝑅B.C(𝑃𝑟) =
[�F]∙}(�F)�[�.:�F]∙}(�.:�F)

Ip�∙ ¡�
o                Équation 21 

où R(Pr) et R(Ub :Pr) sont les rapports de diffusion du complexe et du système protéine : 
complexe ; C0Ub est la concentration initiale en protéine ; et neq est le nombre d’équivalents 
de complexe qui est ajouté à la solution. R(Pr) = 0,402 (mesuré précédemment) est utilisé 
dans le calcul. Kd ainsi que R(Ub:Pr) sont ajustés par une méthode des moindres carrés. Kd 
est estimée à 5,4 mM (figure 43). 

 

Figure 43 : titration par ajout de neq équivalents de [Na]3[Pr(DPA)3] à une solution d’ubiquitine 
(c = 1 mM) dans un tampon PBS (c = 18 mM, pH 7.0, 10% D2O) en présence de 1,4-dioxane 
(c = 5 mM) comme référence interne. Le rapport de diffusion Robs = Dobs/Dref est représenté 
avec une barre d’erreur correspondant à l’incertitude relative de 1% de la méthode. 

En parallèle des mesures de diffusion, des spectres 2D TOCSY sont enregistrés à chaque 
étape de la titration (figure 44). La protéine n’est pas marquée 15N, ce qui motive le choix 
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d’une expérience TOCSY plutôt qu’une HSQC 15N. A la lumière de l’étude d’interaction déjà 
réalisée sur ce système par l’équipe de X.-C. Su en 2013,120 nous faisons l’hypothèse que 
notre échantillon se comporte comme un système 1:1 avec un unique site de liaison. Nous 
n’avons donc pas à ce stade cherché à identifier de novo les résidus impliqués dans 
l’interaction, et n’avons donc pas attribué les signaux du spectre TOCSY de la protéine en 
interaction. Quelques corrélations, dont la variation de déplacement chimique est significative 
au cours de la titration, sont utilisées pour déterminer une constante de dissociation Kd’ = 
5,1 ± 1,2 mM. Ce résultat vient confirmer la valeur de Kd déterminée par mesure de 
diffusion.117  

Cette constante de dissociation semble à première vue significativement différente de la 
valeur Kd = 0,29 mM calculée par l’équipe de X.-C. Su en 2013.120 Cependant les conditions 
expérimentales diffèrent légèrement, notamment en termes de pH (pH = 6,4 pour la valeur 
Kd = 0,29 mM, pH = 7 pour la valeur Kd = 5,4 mM). D’après les travaux de Su et al, le pH 
modifie suffisamment l’état de protonation de l’histidine H68 pour affecter la force de 
l’interaction. Les mesures faites à pH = 7,6 (avec un autre complexe de lanthanide) suggèrent 
également une augmentation significative de la constante de dissociation. 

 

Figure 44 : spectres TOCSY d’une solution d’ubiquitine (c = 1 mM) dans un tampon PBS (c = 
18 mM, pH 7.0, 10% D2O) en présence de 1,4-dioxane (c = 5 mM) comme référence interne, 
en l’absence (en bleu) et en présence de 0,5 (en vert) et 1,5 (en rouge) équivalents de 
[Na]3[Pr(DPA)3]. Les corrélations utilisées pour la détermination de Kd sont entourées et 
numérotées de 1 à 6.  
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3.3 RMN PARAMAGNÉTIQUE ET DYNAMIQUE MOLÉCULAIRE 

Nous avons ensuite mené une étude complémentaire de RMN paramagnétique. L’utilisation 
d’un échantillon d’ubiquitine marquée 15N a permis d’enregistrer des spectres HSQC 15N en 
complément des spectres TOCSY et NOESY, aboutissant à l’attribution de 97% des signaux 
protons de la protéine. Une titration est alors réalisée par ajout de 0,5 à 10 équivalents de 
[Na]3[Pr(DPA)3] et la variation de déplacement chimique de chaque signal en fonction de la 
quantité de complexe de lanthanide est observée (figure 45). 

Figure 45 : spectres 1H-15N HSQC d’un échantillon d’ubiquitine marquée 15N (c = 0,5 mM) dans 
un tampon PBS (c = 50 mM, pH 7.0, 10% D2O) en l’absence (en bleu) et en présence de 0,5 
(en vert) et 2 (en rouge) équivalents de [Na]3[Pr(DPA)3]. Les régions encadrées sont agrandies 
et les corrélations sont identifiées. 

Le paramagnétisme du Praséodyme (III) affecte le déplacement chimique des protons à 
proximité et les variations de déplacement chimique les plus fortes permettent d’identifier les 
protons impliqués dans l’interaction (figure 46a). Une étude par MD met en évidence trois 
sites d’interactions potentiels sur l’ubiquitine. Les données expérimentales de RMN montrent 
l’implication des résidus I44, A46, G47, K48, Q49, T66, L67, R72 et L73 ce qui valide une 
interaction pour deux des trois sites identifiés par MD (figure 46b-c). En outre, l’analyse de 
la variation de déplacement chimique des signaux des protons amides au cours de la titration 
permet de déterminer une constante de dissociation Kd = 1,8 ± 0,3 mM. Ce résultat est du 
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même ordre de grandeur que les constantes déterminées par mesure de diffusion et par 
TOCSY. 

Figure 46 : a) variations de déplacement chimique pour chaque proton amide de l’ubiquitine Δδ 
= δlibre - δlié avec δlié le déplacement chimique calculé pour l’adduit protéine-complexe. b-c) 
représentation de 2 des 3 sites d’interaction identifiés par MD. Le complexe de lanthanide est 
en jaune, et l’ion central est représenté par une sphère. Les acides aminés identifiés par RMN 
comme proches du centre paramagnétique sont indiqués. 

 

Le site 1 identifié par MD et confirmé par les expériences de RMN paramagnétique semble 
identique à celui mis en évidence par l’équipe de X.-C. Su en 2013 (figure 47).120 Cette étude 
considérait que ce site impliquait les résidus K6, R42, I44, K48 et H68 (figure 47a), et éliminait 
la possibilité d’un second site impliquant les résidus R72 et L73 de la boucle C-terminal, 
concluant que les PCS observés pour ces résidus était dus au passage du complexe 
paramagnétique près de ces résidus au cours de l’échange dynamique. Notre étude suggère 
qu’il y a bien un second site d’interaction (site 2), qui met en jeu des interactions 
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électrostatiques entre les arginines R42 et R74 et le complexe, clairement identifié par MD 
(figure 47b). Un site 3 est identifié par MD comme une cavité de forme complémentaire au 
complexe, mais les données expérimentales ne semblent pas confirmer cette interaction. Des 
expériences complémentaires de RMN paramagnétique, avec des complexes de Terbium (III) 
et de Gadolininium (III), sont en cours au laboratoire pour affiner la caractérisation du second 
site d’interaction. 

 

Figure 47 : modèles d’interaction entre l’ubiquitine et un complexe de lanthanide [Ln(DPA)3]3- 
a) un site d’interaction déterminé par RMN par l’équipe de X.-C. Su en 2013.120 b) trois sites 
d’interactions déterminés par Dynamique Moléculaire, les sites 1 et 2 étant validés par la RMN 
paramagnétique. 

4 - CONCLUSION 

Un système impliquant une protéine modèle, l’ubiquitine, et un complexe de lanthanide 
paramagnétique [Pr(DPA)3]3- est étudié par RMN. Les deux partenaires sont de tailles très 
différentes (environ un ordre de grandeur), ainsi la diffusion du complexe (M = 636 g.mol-1) 
devrait être ralentie de manière significative par l’interaction avec l’ubiquitine (M = 8600 
g.mol-1). Une titration par mesure de diffusion, basée sur l’observation des signaux du 
complexe de lanthanide, permet de déterminer une constante de dissociation pour ce 
système 1:1 en échange rapide. Le choix d’un complexe de Praséodyme (III) permet (i) 
d’éviter la superposition des signaux du complexe avec ceux de la protéine, pour une 
meilleure précision de la mesure de diffusion, et (ii) d’observer des variations de 
déplacements chimiques significatives à faible concentration en complexe pour les 
expériences de RMN paramagnétiques. Des expériences de RMN paramagnétiques associées 
à de la Dynamique Moléculaire permettent de préciser le mode d’interaction et de mettre en 
évidence deux sites d’interaction entre le complexe de Lanthanide et la protéine. Cette 
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observation suggère qu’un modèle d’interaction décrit par deux constantes Kd différentes 
devrait être considéré pour décrire plus fidèlement les données expérimentales. Cependant, 
l’analyse des courbes de titration obtenues pour chaque site d’interaction n’a pas permis de 
mesurer des affinités significativement différentes, ce qui peut s’expliquer notamment par 
des énergies d’interactions mises en jeu pour chaque site qui sont proches. Des études 
supplémentaires sont en cours pour déchiffrer le détail des propriétés d’interaction de 
l’ubiquitine avec les complexes de lanthanides.  

Le complexe [Ln(DPA)3]3-, qui est utilisé en cristallisation de protéine (comme agent de 
cristallisation et de diffusion anomale) montre ainsi un intérêt supplémentaire pour l’étude 
de protéine en solution, il est ainsi possible de comparer les structures d’un système 
protéine/complexe à l’état solide (cristal) et en solution. 
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IV - INTERACTION AVEC UN DÉCAPEPTIDE  

La méthode de mesure de diffusion a été appliquée avec succès à l’étude de systèmes 
impliquant un complexe de lanthanide paramagnétique en interaction avec une petite 
molécule ou une protéine modèle. Avant de passer à l’étude d’autres systèmes biologique 
(protéines ou peptides) la méthode est testée sur un objet de taille intermédiaire : un petit 
peptide, intrinsèquement désordonné (IDP pour Intrinsically Disordered Peptide). Bien que 
plus petit qu’une protéine, ce peptide peut être beaucoup plus flexible et donc nécessiter de 
compléter l’étude par d’autres techniques. 

1 - CHOIX D’UN PEPTIDE ET ÉTUDE PRÉLIMINAIRE 

Plusieurs peptides d’une dizaine d’acides aminés sont à notre disposition pour des tests 
préliminaires. Nos critères de choix incluent (i) la présence de 2 ou 3 acides aminés chargés 
positivement, (ii) un spectre proton résolu à 400 MHz et (iii) une molécule soluble dans un 
tampon aqueux à pH neutre. Un peptide de séquence SASYKTLPRG disponible au laboratoire 
semble être un bon candidat, son point isoélectrique est 10,4 et les groupements amines des 
résidus S1, K5 et R9 ont donc une charge positive à pH neutre. Pour K5 et R9 il s’agit des 
amines en bout de chaîne latérale. Dans le cas de S1 la charge est sur le groupement amide 
N-terminal en l’absence de groupement protecteur. La masse molaire de SASY est de 1078 
g.mol-1, ce qui est du même ordre de grandeur que le complexe de lanthanide (636 à 670 
g.mol-1 selon le lanthanide). 

Ce décapeptide, qui sera par la suite appelé « SASY », est analysé par TOCSY, ROESY et 
HSQC 13C (en abondance naturelle) en solution dans un tampon phosphate pH = 7,0 (figure 
48). La séquence de ce peptide ne semble pas propice à un repliement stable en hélice, et 
la carte ROESY ne montre aucune corrélation typique d’une telle structure 3D.  



80 

 

Figure 48 : a) séquence du décapeptide SASYKTLPRG à pH = 7, les pKa des 3 groupements 
amines sont indiqués. b) spectre HSQC 13C de SASY (c = 4 mM) dans un tampon PBS (c = 18 
mM, pH 7.0, 10% D2O) en présence de 1,4-dioxane (c = 5 mM) comme référence interne (les 
signaux du cycle aromatique de Y4 ne sont pas montrés sur ce zoom). 

2 - MESURES DE DIFFUSION 

2.1 TITRATION ET INCERTITUDE 

Le complexe de Praséodyme Pr(DPA)33-, utilisé précédemment avec l’ubiquitine, est choisi 
pour les mesures de diffusion avec SASY. Une solution de peptide est préparée à une 
concentration de 2 mM dans un tampon PBS 18 mM à pH compris entre 6,5 et 7, avec 50 
mM de NaCl, 5 mM de 1,4-dioxane et 10% de D2O. Une titration est réalisée avec l’ajout de 
quantités croissantes de [Na]3[Pr(DPA)3]. Les coefficients de diffusion des espèces en 
présence sont mesurés avec le protocole défini précédemment, et le nombre de scans est 
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adapté à la concentration en complexe (tableau 4). Un coefficient de diffusion D = 493 µm2.s-

1 (et un rapport R = 0,429) est mesuré pour le complexe libre dans le même tampon, à une 
concentration 10 mM.  

Tableau 4 : résultats de la titration de SASY par ajout de neq de [Na]3[Pr(DPA)3]. Les coefficients 
de diffusion D sont donnés avec une incertitude relative de 1% pour le peptide. La valeur 
indiquée est une moyenne des valeurs mesurées pour les différents signaux du peptide. Pour 
le complexe de lanthanide l’incertitude indiquée est celle calculée par le logiciel DynamicsCenter. 

Le signal du dioxane est superposé avec celui du proton Hα de G10. L’incertitude sur le 
coefficient de diffusion du dioxane est donc estimé à 3-5% par le logiciel d’analyse des 
données de diffusion, et non pas 1% comme déterminé lors de l’optimisation du protocole. 
La source principale d’incertitude est différente pour les signaux de dipicolinate : la 
concentration en complexe est faible (< 1 mM) pour les premiers points de la titration et le 
paramagnétisme du Praséodyme, bien que modéré est suffisant pour que l’élargissement des 
signaux dû au PRE affecte le rapport signal/bruit (figure 49). A 0,2 et 0,5 équivalents de 
complexe de lanthanide le rapport signal/bruit du massif des dipicolinates est estimé 
respectivement à 9 et 32, ce qui explique l’incertitude relative calculée par DynamicsCenter 
(respectivement 12% et 5%). Cette incertitude élevée n’est pas surprenante si l’on se réfère 
à notre étude préliminaire, qui montrait l’importance d’un rapport S/B suffisant pour garantir 
une incertitude de 1% (figure 32).  

En outre, les 2 partenaires du système étant d’une taille assez similaire, la diffusion devrait 
être significativement ralentie par l’interaction quelle que soit l’espèce observée. La variation 
de la diffusion du peptide et du complexe va donc être analysée afin de déterminer une 
constante de dissociation. 

neq D(SASY) incertitude D([PrDPA3]) incertitude D(dioxane) R(SASY) R([PrDPA3]) 
0 304 3 no  1140 0,267 x 

0,2 300 3 491 60 1060 0,283 0,463 
0,5 300 3 487 26 1040 0,288 0,468 
1 295 3 481 17 1000 0,295 0,481 
3 284 3 472 5 1060 0,268 0,445 
5 276 3 465 5 1020 0,271 0,456 
10 270 3 456 5 1060 0,255 0,430 
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Figure 49 : comparaison du premier point (gradient = 2%) des expériences de diffusion de la 
titration de SASY avec 0,2 (en bas, en bleu), 0,5 (au milieu, en rouge) et 1 (en haut, en vert) 
équivalent de [Na]3[Pr(DPA)3]. Le rapport signal/bruit (S/B) a été calculé pour un des protons 
aromatiques de Y4 (signal de droite) et pour la région des dipicolinates (entre 13 et 11,8 ppm). 
Les signaux des dipicolinates ont une largeur à mi-hauteur de 50 Hz environ. Le nombre de 
scans est de 256 pour 0,2 équivalent et de 128 scans pour 0,5 et 1 équivalent. 

2.2 RÉSULTATS DE LA TITRATION : DÉTERMINATION DE KD 

 Diffusion du peptide 

Le système étant en échange rapide, le coefficient de diffusion observé Dobs représente la 
moyenne des coefficients de diffusion des espèces, libres et en interaction, pondérées par 
leur proportion dans la solution. Les équations illustrant un tel système sont rappelées au 
chapitre III. 

L’évolution des données de diffusion de SASY au cours de la titration sont en accord avec un 
équilibre 1:1 et la constante de dissociation est estimée à une valeur moyenne Kd = 7 mM 
(figure 50). 
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Figure 50 : titration par ajout de neq équivalents de [Na]3[Pr(DPA)3] à une solution de peptide 
SASY (c = 2 mM). Le coefficient de diffusion Dobs est représenté avec une barre d’erreur 
correspondant à une incertitude relative de 1%. 

 Diffusion du complexe de Praseodyme 

L’évolution des données de diffusion du complexe de lanthanide est elle aussi analysée mais 
ne semble pas correspondre à un équilibre 1:1. Une première explication tient dans 
l’incertitude élevée sur les mesures à 0,2 et 0,5 équivalents de complexe. En outre, il apparaît 
que dès le premier point de la titration la fraction en adduit est supérieure à 70%, en 
conséquence la variation de diffusion accessible avec notre instrumentation est faible (figure 
51). Enfin, à partir de 5 équivalents un léger précipité apparaît dans le tube RMN. Si une 
partie du complexe de Praséodyme précipite, la composition du système n’est plus dictée par 
un simple équilibre 1:1 et le coefficient de diffusion observé reflète plus probablement 
l’existence de 2 équilibres (interaction en solution et précipitation). 
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Figure 51 : a) titration par ajout de neq équivalents de [Na]3[Pr(DPA)3] à une solution de peptide 
SASY (c = 2 mM). Le coefficient de diffusion Dobs est représenté avec une barre d’erreur 
correspondant à l’incertitude calculée par DynamicsCenter. b) modélisation de l’évolution de la 
fraction en complexe de lanthanide au cours de cette titration. 

3 - RMN PARAMAGNÉTIQUE  

Le paramagnétisme du complexe Ln(DPA)33- peut être exploité ici et donner des informations 
supplémentaires sur l’interaction. Différents lanthanides sont choisis selon le paramètre à 
mesurer :  

- le Terbium (III) est choisi pour les mesures de PCS, avec l’Yttrium comme équivalent 
diamagnétique 

- le Gadolinium (III) est choisi pour les mesures de PRE 

3.1 PCS (PSEUDO CONTACT SHIFTS) 

Le PCS est défini comme la variation de déplacement chimique (Δδ) induit par la présence 
d’un centre paramagnétique dans l’échantillon. Sa mesure nécessite 2 spectres : le 1er est 
enregistré en présence d’un ion lanthanide diamagnétique (Y) et les déplacements chimiques 
observés sont appelés δdia ; le 2nd est enregistré en présence de l’ion paramagnétique (Tb), 
et les déplacements chimiques observés sont appelés δobs. La composante FCS étant 
négligeable pour ce système, le PCS est exprimé selon l’équation 9. En outre, le système 
étant en échange rapide, δobs représente la moyenne des déplacements chimiques des 
espèces, libres et en interaction, pondérés par leur proportion dans la solution.  



85 

Le PCS est fonction de la distance r entre le noyau observé et le centre paramagnétique, 
avec une dépendance en r -3. Il dépend aussi de l’orientation du noyau par rapport au tenseur 
anisotropique du lanthanide (figure 19). 

 Détermination de Kd 

Dans un premier temps, une titration est mise en œuvre avec le complexe de Terbium 
Tb(DPA)33-, et des spectres HSQC 13C et TOCSY sont enregistrés à chaque étape (figure 52). 
L’évolution du déplacement chimique δobs de chaque proton au cours de la titration est 
modélisée et 2 paramètres sont calculés : une constante de dissociation Kd et le déplacement 
chimique δcomp, qui est le déplacement chimique du peptide dans l’adduit 1:1. En effet, pour 
éviter tout phénomène de précipitation dans l’échantillon, la titration est limitée à l’ajout de 
5 équivalents de [Na]3[Tb(DPA)3]3. Ces conditions permettent cependant d’observer une 
fraction en adduit supérieure à 85% (voir figure 51), ce qui rend possible un calcul juste.  

 

Figure 52 : spectres 1H-13C HSQC du peptide SASY seul (c = 2 mM) (en bleu) et avec 0,5 (en 
rouge), 1 (en vert) et 3 (en violet) équivalents de [Na]3[Tb(DPA)3]3. Les variations les plus 
significatives sont attribuées.  

Une étude statistique des valeurs de Kd déterminées pour chaque proton de SASY permet 
d’estimer une valeur moyenne Kd = 8 ± 2 mMol.L-1 (figure 53). Cette valeur est en accord 
avec celle mesurée par la titration en mesures de diffusion (Kd = 7 mMol.L-1). 
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Figure 53 : évolution du déplacement chimique du proton S1α au cours d’une titration par ajout 
de neq équivalents de [Na]3[Tb(DPA)3] à une solution de peptide SASY (c = 2 mM). Une valeur 
Kd = 7 mMol.L-1 est déterminée pour ce proton. La procédure est répétée pour tous les protons 
observés du peptide. 

 Étude des PCS 

Une nouvelle titration est mise en œuvre, avec le complexe diamagnétique d’Yttrium 
Y(DPA)33-. Des spectres HSQC 13C et TOCSY sont enregistrés à chaque étape et permettent 
d’obtenir les valeurs de δdia. L’évolution des déplacements chimiques δdia est modélisée et le 
déplacement chimique δcomp est calculé. Cette valeur correspond au déplacement chimique 
qui serait observé si tous les peptides en solution dans l’échantillon étaient complexés 
simultanément. Les valeurs de δdia et de δcomp sont utilisées pour calculer les δpara, donc les 
PCS au cours de la titration. Les valeurs de PCS calculées au moyen des δcomp (Terbium et 
Yttrium) représentent l’effet du centre paramagnétique sur les déplacements chimiques d’un 
adduit 1:1 de peptide et de [Ln(DPA)3]3- (figure 54). 
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Figure 54 : PCS de chaque proton du peptide SASY, basés sur les valeurs δcomp calculées pour 
les adduits SASY:[Tb(DPA)3]3- et SASY:[Y(DPA)3]3-. 

Le fort paramagnétisme du Terbium peut affecter les noyaux jusqu’à une distance de 40 Å, 
des PCS peuvent donc être observés à longue distance.71 A courte distance le PRE est 
problématique  car les signaux peuvent être si larges qu’il est impossible de les distinguer. A 
partir de 1 équivalent de [Na]3[Tb(DPA)3], le signal du proton S1α est difficilement observable 
(largeur à mi-hauteur > 100 Hz), et son PCS est alors de -3,6 ppm. Les PCS des protons S1β 
sont eux aussi très forts, et tout semble indiquer que S1 est fortement impliqué dans 
l’interaction. L’extrémité de la chaîne latérale de la Lysine K5 semble elle aussi impliquée. 
Dans une moindre mesure les PCS de la chaîne latérale de R9 et des résidus S3 et Y4 sont 
significatifs.  

Ces résultats sont plutôt en accord avec ce qui était attendu pour ce peptide, les sites 
d’interaction potentiels étant les groupements amines à charge positive de S1 et des chaînes 
latérales de K5 et R9, avec éventuellement une participation du groupement aromatique de 
Y4 par π-stacking. Cependant les PCS de S1 sont significativement plus intenses que ceux de 
K5 et R9. L’étude des PRE est donc envisagée, dans le but de confirmer les résultats de PCS 
ou tout du moins d’apporter des informations supplémentaires sur le système. 

3.2 PRE (PARAMAGNETIC RELAXATION ENHANCEMENT) 

Le PRE est défini comme la variation du temps de relaxation des noyaux induit par la présence 
d’un centre paramagnétique dans l’échantillon. Il est déterminé expérimentalement en 
mesurant la relaxation en présence d’un complexe de lanthanide diamagnétique (la vitesse 
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de relaxation est appelée ρdia) puis de Gadolinium (III) (la vitesse de relaxation est appelée 
ρobs), le PRE étant la différence entre ces 2 valeurs. 

Les noyaux observés étant en dehors de la première sphère de coordination du Gadolinium 
on peut estimer que la relaxation mesurée en l’absence de complexe de lanthanide est une 
bonne approximation de la relaxation ρdia. Le PRE peut apporter des informations 
quantitatives, il dépend de la distance r entre le noyau observé et le centre paramagnétique 
selon un terme r-6 (figure 19).  

Une approche qualitative, qui ne nécessite pas de mesure de relaxation, consiste à observer 
l’atténuation de signaux suite à l’ajout de Gadolinium sur un spectre de type HSQC. Cette 
approche est choisie pour l’étude du peptide SASY, et des spectres HSQC 13C sont enregistrés 
pour le peptide seul, à une concentration 1 mM, et en présence de 0,2 et 0,4 équivalents de 
[Na]3[Gd(DPA)3] (figure 55).  

 

Figure 55 : spectres 1H-13C HSQC du peptide SASY seul (c = 1 mM) (en bleu) et avec 0,2 (en 
rouge), et 0,4 (en vert) équivalent de [Na]3[Gd(DPA)3]3. Les signaux dont l’intensité est le plus 
fortement atténuée par PRE sont attribués. 

Les signaux de S1α et R9γ semblent les plus atténués, suivis par ceux des protons β de Y4, 
S1, K5 et R9. L’intensité des signaux est alors mesurée et normalisée par rapport au signal 
du dioxane (intensité = 1) dans chacun de ces 3 spectres. Les rapports d’intensité Ipara/Idia 
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sont représentés pour chaque proton du peptide (figure 56). Les signaux des protons S1α et 
R9γ sont effectivement les plus affectés par le paramagnétisme du Gadolinium, et ce dès 0,2 
équivalent. A 0,4 équivalent, la relaxation des protons Y4β, S1β, S3β, Y4ar, K5δ, K5ε, R9β et 
R9δ est à son tour significativement affectée. 

 

Figure 56 : rapports d’intensité Ipara/Idia des spectres 1H-13C HSQC du peptide SASY (c = 1 mM) 
avec 0,2 (en vert) et 0,4 (en bleu foncé) équivalent de [Na]3[Gd(DPA)3]3. L’intensité des signaux 
de SASY en l’absence de complexe de lanthanide est utilisée comme approximation de Idia. Le 
signal de L7γ étant faible et superposé avec celui de K5δ il n’est pas exploité dans ce graphique. 

 

Les résultats des expériences de RMN paramagnétique mettent en évidence plusieurs résidus 
impliqués dans l’interaction (figure 57). Les résultats sont globalement en accord, mais 
l’importance de la participation de K5 et R9 à l’interaction reste à confirmer. 

• les PCS montrent une forte implication de S1 et de la chaîne latérale de K5. La région 
S3/Y4 et la chaîne latérale de R9 semblent aussi intervenir, dans une moindre mesure. 

• les PRE confirment la forte implication de S1, associé cette fois à la chaîne latérale de 
R9. La chaîne latérale de K5 et la région S3/Y4 sont impliquées dans une moindre 
mesure. 

Il est important de rappeler que les PCS dépendent de la distance entre le noyau observé et 
le centre paramagnétique, et de l’orientation du noyau par rapport au tenseur anisotropique 
du lanthanide. Si le système étudié est dynamique, comme c’est peut-être le cas ici avec un 
peptide court et intrinsèquement désordonné, l’orientation du peptide et du complexe de 
lanthanide peut varier durant le temps de l’expérience RMN. Les PCS pouvant être positifs ou 
négatifs il est possible, pour un système en échange rapide, que la moyenne des PCS 
observés au cours d’une mesure RMN pour un proton proche du centre paramagnétique soit 
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nulle. Cette hypothèse pourrait expliquer les différences entre les résultats de PCS et de PRE 
pour K5 et R9. Des calculs de Modélisation Moléculaire sont donc envisagés en compléments 
des résultats expérimentaux, afin de déterminer si le système est dynamique, et de préciser 
le mode d’interaction. 

 

Figure 57 : comparaison des résultats de RMN paramagnétique. Les PCS sont basés sur les 
valeurs δcomp calculées pour les adduits SASY:[Tb(DPA)3]3-. Les rapports d’intensité Ipara/Idia des 
spectres avec 0,4 équivalent de [Na]3[Gd(DPA)3]3 sont utilisés pour illustrer les PRE. 

4 - MODÉLISATION MOLÉCULAIRE 

Des simulations de dynamique moléculaires sont mises en œuvre par l’équipe d’Elise Dumont, 
au Laboratoire de Chimie. Le même protocole est appliqué au peptide seul et en interaction 
avec un complexe de lanthanide [Y(DPA)3]3-, dans une boîte d’eau avec des ions Na+ et Cl- 
représentant une concentration 0,2 mol.L-1. Pour le peptide seul, une dynamique de 500 ns 
ne montre pas de repliement particulier. Pour le système SASY/complexe de lanthanide, 4 
dynamiques de 1 µs chacune sont lancées pour chaque énantiomère (Δ et Λ). Une analyse 
des clusters de ces trajectoires semble indiquer une interaction de [Y(DPA)3]3- avec les 
résidus S1, K5 et R9 (figure 58). Les structures les plus probables (46% et 37,4%) montrent 
une interaction du complexe de lanthanide avec les résidus S1 et R9, les autres structures 
montrent une alternance de modes d’interaction impliquant S1, K5 et R9 soit seuls, soit par 
paire. 
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Figure 58 : représentations des structures probables de SASY a) seul, b) en interaction avec 
l’énantiomère Λ du complexe et c) en interaction avec l’énantiomère Δ du complexe. Les 4 
structures les plus peuplées (voir pourcentage entre parenthèses) issues de l’analyse des 
clusters sont illustrées. Le lanthanide est représenté par une sphère verte, les ligands 
dipicolinates sont en rouge et le peptide est en bleu.  

La représentation de l’évolution de la distance de S1, K5 et R9 par rapport au centre 
paramagnétique met en évidence cette alternance du mode d’interaction (figure 59). Le 
système est hautement dynamique et une seule structure (concernant l’énantiomère Λ, 
population 13,5 %) montre une interaction impliquant les 3 résidus simultanément. Le 
peptide semble trop court et trop dynamique pour permettre une association stable via les 3 
sites d’interaction potentiels avec le complexe.  

D’autres interactions non-covalentes intramoléculaires semblent jouer sur le repliement du 
peptide, notamment un p-stacking entre Y4 et K5 (50% des trajectoires sont concernées) et 
une liaison hydrogène entre le OH de S1 et les résidus L7 ou T6.  
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Figure 59 : évolution des distances entre l’ion lanthanide et les centres de masse de S1 (en 
rouge), K5 (en vert) et R9 (en bleu) de SASY, en interaction avec l’énantiomère Λ du complexe 
(a) et en interaction avec l’énantiomère Δ du complexe (b).  

L’énergie libre absolue est aussi calculée, avec DGbind = -5.0 ±0.6 kcal.mol-1 pour 
l’énantiomère Λ et DGbind = -6.3 ±0.7 kcal.mol-1 pour l’énantiomère Δ. Ces valeurs sont en 
accord avec les valeurs de Kd déterminées expérimentalement (Kd = 7 mMol.L-1 par diffusion 
et Kd = 8 mMol.L-1 par déplacement chimique). Les valeurs de DG et Kd sont liées selon 
l’équation suivante: 

∆𝐺' = −𝑅𝑇𝑙𝑛(1 𝐾/£ )                 Équation 22 

Les résultats de dynamique moléculaire confirment une interaction entre SASY et le complexe 
de lanthanide selon un modèle 1:1, en échange rapide, avec une constante de dissociation 
de l’ordre du mM. L’implication des résidus S1, K5 et R9 est elle aussi confirmée, et une zone 
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d’ombre est levée par l’analyse de la corrélation entre (i) les distances peptide-lanthanide 
calculées et (ii) les distances estimées expérimentalement (figure 60).  

 

Figure 60 : corrélation entre les distances calculées entre chaque proton de SASY et l’ion 
Gadolinium et les rapports d’intensités Ipara/Idia mesurés expérimentalement pour 0.4 équivalents 
de [Na]3[Gd(DPA)3]. 3 zones sont indiquées sur le graphe.  

Pour la plupart des protons de SASY la distance calculée est cohérente avec le rapport Ipara/Idia. 
Dans la zone 1 du graphique, l’atténuation est très forte (Ipara/Idia = 0) pour les protons 
impliqués dans l’interaction dans les structures les plus peuplées et donc proches du 
Gadolinium (7 à 8 Å) : les protons de S1 et de l’extrémité de la chaîne latérale de R9. Dans 
la zone 2 on retrouve les protons qui ne sont pas impliqués dans l’interaction, pour lesquels 
la distance calculée augmente avec le rapport Ipara/Idia.  

La zone 3 du graphique regroupe les protons de l’extrémité de la chaîne latérale de K5 et 
ceux de Y4, avec une distance calculée élevée (11-13 Å) et un rapport Ipara/Idia faible. Ces 
résultats peuvent être expliqués par une flexibilité importante de la région Y4-K5 qui explore 
un vaste espace conformationnel lors des simulations. Au cours d’une mesure RMN, le mode 
d’interaction alterne et la chaîne latérale de K5 est tantôt impliquée dans l’interaction, tantôt 
éloignée du Gadolinium. Y4 subit le même phénomène en raison du p-stacking avec K5. Le 
signal RMN est la moyenne de ces différents états.   
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5 - CONCLUSION 

Un système impliquant un décapeptide, intrinsèquement désordonné, et un complexe de 
lanthanide paramagnétique [Ln(DPA)3]3- est étudié par RMN. Un complexe de Praséodyme 
(III) est utilisé pour une titration par mesure de diffusion, tandis que des complexes de 
Terbium (III), d’Yttrium (III) et de Gadolinium (III) sont choisis pour des expériences de 
RMN paramagnétique. Des calculs de Dynamique Moléculaire sont associés aux données 
expérimentales RMN (diffusion, PCS et PRE) pour caractériser l’interaction. Il est ainsi possible 
d’accéder à des phénomènes dynamiques selon deux échelles de temps : les données RMN 
reflètent la moyenne entre l’état libre et l’état lié, et l’état lié est lui-même la moyenne des 
différentes conformations de l’adduit, mises en évidence par la dynamique Moléculaire. Cette 
étude a fait l’objet d’un article, publié en 2021 (en annexe).121 
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V -  CONCLUSION INTERMÉDIAIRE 

Nous avons mis au point une méthode pour analyser le mode d’interaction en solution de 
complexes de lanthanides utilisés pour la cristallisation de protéines. Cette méthode est basée 
sur la mesure de diffusion par RMN de ces systèmes qui impliquent des lanthanides 
paramagnétiques.  

Dans un premier temps, la méthode est optimisée sur des systèmes simples [A]3[Ln(DPA)3] 
(avec A = Na+ ou ethylguanidium), ce qui permet d’estimer l’incertitude expérimentale à 1% 
et d’évaluer l’influence du paramagnétisme du lanthanide sur la mesure de diffusion. Une 
série de systèmes de paramagnétisme croissants [EtGua]3[Ln(DPA)3] avec Ln = Lu, Sm, Eu, 
Pr, Yb, Tm, Tb ou Dy est testée, et les mesures montrent qu’un temps de relaxation T1 très 
court n’empêche pas systématiquement la mesure d’un coefficient de diffusion. Dans les cas 
limites, où la mesure est affectée par le paramagnétisme, il est possible d’utiliser un 
équivalent diamagnétique. Une titration par mesure de diffusion permet de caractériser un 
système dynamique, en échange rapide en solution et de déterminer une valeur de constante 
de dissociation Kd. Cette étude a fait l’objet d’un article, publié en 2016.117 

La méthode est alors appliquée à un système impliquant un complexe de lanthanide et une 
protéine. Une protéine modèle connue pour co-cristalliser avec le complexe de lanthanide 
déjà utilisé, est étudiée en solution avec un complexe paramagnétique [Pr(DPA)3]3-. Une 
titration par mesure de diffusion, basée sur l’observation des signaux du complexe de 
lanthanide, permet de déterminer une constante de dissociation pour ce système 1:1 en 
échange rapide. Le choix d’un complexe de Praséodyme (III) permet (i) d’éviter la 
superposition des signaux du complexe avec ceux de la protéine, pour une meilleure précision 
de la mesure de diffusion, et (ii) d’observer des variations de déplacements chimiques 
significatives à faible concentration en complexe pour les expériences de RMN 
paramagnétiques.  

D’autres techniques d’investigation (RMN paramagnétique et Dynamique Moléculaire) sont 
mises en œuvre pour préciser le mode d’interaction (figure 24). Les données de RMN 
paramagnétique confirment la constante de dissociation déterminée par mesure de diffusion. 
L’ensemble des résultats expérimentaux, associés aux calculs, permet de mettre en évidence 
deux sites d’interaction entre le complexe de Lanthanide et la protéine.  

La méthode est ensuite appliquée à un système impliquant un décapeptide, intrinsèquement 
désordonné. Nous anticipons une interaction dynamique, potentiellement faible et 
compliquée à mettre en évidence. Un complexe paramagnétique [Pr(DPA)3]3- est à nouveau 
choisi pour une titration par mesure de diffusion. Des expériences de RMN paramagnétique 
complémentaires sont mises en œuvre et des calculs de Dynamique Moléculaire sont associés 
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aux données expérimentales RMN (diffusion, PCS et PRE) pour caractériser l’interaction. Il 
est ainsi possible d’accéder à des phénomènes dynamiques selon deux échelles de temps : 
les données RMN reflètent la moyenne entre l’état libre et l’état lié, et l’état lié est lui-même 
la moyenne des différentes conformations de l’adduit, mises en évidence par la dynamique 
Moléculaire. 

 

La mesure de diffusion montre son intérêt comme première étape d’une étude complète par 
RMN et Modélisation Moléculaire. Cette méthode est appliquée à l’étude de systèmes variés 
avec des partenaires de tailles très différentes (petite molécule, peptide, protéine), et permet 
de caractériser l’interaction supramoléculaire entre un complexe de lanthanide 
paramagnétique et un peptide ou une protéine en solution. Le complexe [Ln(DPA)3]3-, qui est 
utilisé en cristallographie des protéines (comme agent de cristallisation et de diffusion 
anomale) montre ainsi un intérêt supplémentaire pour l’étude de protéine en solution, il est 
ainsi possible de comparer les structures d’un système protéine/complexe à l’état solide 
(cristal) et en solution. 
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VI - APPLICATION À UN SYSTÈME PARAMAGNÉTIQUE 

1 - PROBLÉMATIQUE : COMPARAISON D’UN SYSTÈME À L’ÉTAT SOLIDE 

ET EN SOLUTION 

La méthode de mesure de diffusion optimisée dans ces travaux de thèse a été appliquée à 
divers systèmes étudiés au LCH,122-125 et notamment à un système impliquant un complexe 
de lanthanide paramagnétique, dans le cadre d’une collaboration avec le groupe du Dr. 
Fabrice Pointillart (Université de Rennes).126 Le système étudié est basé sur l’interaction de 
complexes de lanthanide paramagnétiques [Ln(hfac)3] (hfac- = 1,1,1,5,5,5-
hexafluoroacetylacetonate) avec des ligands organiques de type binaphtyl-diphosphate 
chiraux (figure 61), et présente des propriétés intéressantes en termes de magnétisme et de 
luminescence selon l’ion lanthanide choisi.127 Un ion Dysprosium (III) permet d’obtenir un 
système faiblement luminescent mais qui présente les propriétés magnétiques d’une 
molécule-aimant,128, 129 tandis qu’un ion Europium (III) donne un système exclusivement 
luminescent.127, 130  

L’analyse par DRX de cristaux obtenus pour un système [Eu(hfac)3]/ligand montre la 
présence d’un polymère de coordination linéaire dans lequel le ligand diphosphate est pontant 
(figure 61). Cette structure est en accord avec ce qui a été observé pour un système très 
similaire en 2017 par l’équipe de Y. Hasegawa.130 Cette étude suggérait par ailleurs une 
structure monomérique en solution, ce qui nous a décidé à mettre en œuvre une étude 
complète par RMN du système [Eu(hfac)3] + ligand en solution.  
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Figure 61 : illustration du système à base d’Europium (III). a) formule de l’énantiomère S du 
ligand L (appelé par la suite (S)-L) b) formule du complexe [Eu(hfac)3] (appelé par la suite 
[(S)-2]) c) structure du système sous sa forme solide : on observe dans le cristal un polymère 
linéaire [Eu(hfac)3-S]n (appelé par la suite [(S)-2]n). 

Trois systèmes énantiopurs sont synthétisés à partir du ligand (S)-L pour être étudié par 
RMN en solution : [(S)-1]n avec un ion Dysprosium (III), [(S)-2]n avec un ion Europium 
(III) et [(S)-3]n avec un ion Yttrium (III). La mesure de diffusion du système, ainsi que la 
mesure des PCS couplée à une étude de Modélisation Moléculaire, vont permettre de 
caractériser la structure en solution et de déterminer si le système est observé sous forme 
de monomères ou d’oligomères.  

2 - MESURE DE DIFFUSION 

Trois échantillons sont préparés pour une mesure de diffusion par RMN : le ligand (S)-L et 
les systèmes [(S)-2]n et [(S)-3]n. Comme vu dans les chapitres précédents, le fort 
paramagnétisme de l’ion Dysprosium peut être un problème pour ce type de mesure (cf 
tableau 3) et le composé [(S)-1]n est donc écarté de cette partie de l’étude RMN. Les 
composés sont solubilisés dans un solvant organique (CDCl3), et des tubes RMN de diamètre 
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3 mm sont utilisés pour éviter les problèmes de convection dus à la faible viscosité du 
solvant.106 Les spectres 1D 1H de [(S)-2]n et [(S)-3]n solubilisés sont bien résolus, les 
signaux sont beaucoup plus fins que ce qui est attendu pour un polymère et qualitativement 
ceci pourrait indiquer une forme monomérique, ou oligomérique avec un petit nombre 
d’unités (figure 62). Nous décidons de désigner ces composés en solution par [(S)-2] et 
[(S)-3], en faisant l’hypothèse d’un monomère. 

 

Figure 62 : spectres RMN 1H en solution du ligand (S)-L (en bas) et des systèmes [(S)-2] (au 
milieu) et [(S)-3] (en haut). 

La mesure de diffusion est optimisée et un coefficient de diffusion est déterminé pour chaque 
proton de chaque système. La moyenne de ces valeurs donne un coefficient de diffusion D(S)-

L = 760 ± 8 µm2.s-1 pour le ligand libre, D[(S)-2]= 675 ± 8 µm2.s-1 et D[(S)-3]= 673 ± 8 µm2.s-

1 pour les complexes. Le coefficient de diffusion du signal résiduel de solvant sert de référence 
interne, il est similaire dans les trois échantillons (respectivement DCDCl3 = 2360 ± 24 µm2.s-

1 , 2370 ± 24 µm2.s-1 et 2350 ± 24 µm2.s-1).  

L’équation de Stokes-Einstein définit le coefficient de diffusion D d’un soluté comme issu du 
mouvement brownien d’une sphère pleine de rayon hydrodynamique r dans un fluide de 
viscosité η à une température T, avec kB la constante de Boltzmann et f le facteur de friction. 

𝐷 = <¤¥
¦§¨FE

                  Équation 23 

Le rayon hydrodynamique donne une indication sur la taille du soluté, avec une 
approximation sur sa forme, la plupart des solutés n’étant pas des sphères parfaites. Il 
permet ainsi d’estimer la masse du soluté, avec là aussi une approximation qui ne prend pas 
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en compte la diversité de densité des différents atomes. Plusieurs stratégies permettent 
d’estimer la masse d’un soluté à partir de son coefficient de diffusion, ces stratégies donnent 
des résultats peu précis ou demandent certains prérequis pour obtenir une bonne précision 
(par exemple connaître la forme du soluté ou établir des courbes de calibration externes avec 
des composés de taille connue).87, 88, 90, 131, 132 

Ainsi, l’équipe de G.A. Morris propose une méthode de calcul permettant de calculer le 
coefficient de diffusion d’un soluté de masse connue avec une précision de 15%, applicable 
dans divers solvants organiques, quelle que soit la forme du soluté, tant que sa masse est 
inférieure à 1500 g.mol-1.86, 133 Cette méthode est basée sur l’équation suivante : 

𝐷 =
<¤¥7

�©
{ �

�
�ª©;

¦§¨ �
��«

�¬p>>®�

�
                  Équation 24 

avec 𝛼 = F°
F
= v�±°

�±
�   (MW et MWS sont les masses du soluté et du solvant). La densité 

effective ρeff est établie à 627 kg.m-3 à partir de plus de 500 mesures expérimentales de 
diffusion pour des solutés de tailles diverses dans des conditions expérimentales (solvant, 
température…) variables.  

Les molécules utilisées pour ajuster l’équation 24 ne comportent pas d’atomes plus lourds 
que le Chlore. Cette approximation peut impacter le calcul et sous-estimer la diffusion pour 
des systèmes impliquant des Lanthanides. Nous avons observé précédemment un coefficient 
de diffusion similaire pour une série de complexes de tris-dipicolinate, dont la masse varie 
entre 636 et 670 g.mol-1 selon le lanthanide (voir tableau 3). Dans le cas de ce type de 
complexes de coordination la densité de l’ion Lanthanide (III) impacte probablement la 
relation entre la masse du système et son rayon hydrodynamique. Cependant, au vu de la 
masse du ligand (S)-L (MW = 751 g.mol-1) et du complexe de Lanthanide (MW = 1524 
g.mol-1 pour [(S)-2], MW = 3048 g.mol-1 pour [(S)-2]2 …) une telle approximation devrait 
être suffisante pour déterminer le degré d’oligomérisation de l’espèce en solution. 

Cette équation est utilisée pour calculer les coefficients de diffusion du ligand (S)-L et des 
espèces monomériques ou dimériques [(S)-1], [(S)-1]2, [(S)-2], [(S)-2]2, [(S)-3] et 
[(S)-3]2 (tableau 5). Pour le ligand (S)-L Dcalc montre un très bon accord avec la valeur 
expérimentale Dobs (respectivement 753 et 760 µm2.s-1). Pour [(S)-2]n et [(S)-3]n la 
diffusion est ralentie par rapport à celle du ligand, ce qui valide la présence d’un adduit de 
masse molaire plus élevée. Les valeurs mesurées par RMN sont supérieures aux valeurs 
calculées pour un monomère. Ce résultat suggère que l’espèce présente en solution est un 
monomère. En effet, tout autre oligomère présenterait une masse plus élevée, ce qui 
impliquerait une diffusion encore plus lente et nous écartons donc cette hypothèse. En 
présence d’atomes lourds la valeur de ρeff utilisée est inadéquate et les coefficients de 
diffusion calculés sont sous-estimés, ce qui explique l’écart entre les valeurs expérimentales 
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et les valeurs calculées par l’équation 24. On remarque que [(S)-2] et [(S)-3] diffusent à 
la même vitesse malgré une différence de masse de 52 g.mol-1. Le rayon hydrodynamique 
du système varie en effet peu selon l’ion présent dans le complexe. On estime donc que 
[(S)-1], dont nous n’avons pas mesuré la diffusion par RMN, est lui aussi présent sous forme 
de monomère en solution. 

Tableau 5 : comparaison des coefficients de diffusion mesurés en solution (Dobs) et calculés 
(Dcalc). Pour les polymères solubilisés des coefficients de diffusion ont été calculés pour un 
monomère ou un dimère. Les valeurs Dcalc sont exprimées avec une incertitude de 15% pour les 
monomères. L’incertitude n’est pas estimée pour les dimères car leurs masses est en dehors de 
la gamme de validité de la méthode.133 

La mesure de diffusion par RMN des polymères [(S)-1]n, [(S)-2]n et [(S)-3]n confirme 
l’hypothèse de leur dissociation sous forme de monomères quand ils sont solubilisés dans un 
solvant organique. Des expériences de RMN paramagnétiques sont alors mises en œuvre afin 
d’étudier plus précisément la structure de ces monomères en solution. 

3 - RMN PARAMAGNÉTIQUE 

3.1 ATTRIBUTION DES SPECTRES 1H  

Dans un premier temps les systèmes diamagnétiques ((S)-L et [(S)-3]) ou faiblement 
paramagnétiques ([(S)-2]) sont étudiés par RMN. L’analyse des spectres 1H (figure 62) 
montre une symétrie du ligand. Des expériences 2D COSY et 13C HSQC sont enregistrées afin 
de compléter l’attribution des spectres 1H (figure 63). 

 (S)-L [(S)-1]n [(S)-2]n [(S)-3]n 
 n = 1 n = 2 n = 1 n = 2 n = 1 n = 2 

MW 751 1534 3068 1524 3048 1461 2922 
Dcalc (µm2.s-1) 753 ± 113 544 ± 82  405  547± 82  406 557± 84 414 
Dobs (µm2.s-1) 760 ± 8 nd 675 ± 8 673 ± 8 
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Figure 63 : spectres 1H-13C HSQC de [(S)-2] (en bleu) et [(S)-3] (en rouge) avec un 
agrandissement de la région entre 10 et 6 ppm dans la dimension 1H (encadré). Les signaux 
sont attribués selon la numérotation proposée Figure 61.  

Le spectre 1H de [(S)-1] montre la même symétrie (figure 64) et deux signaux sont 
particulièrement affectés par le paramagnétisme du Dysprosium (III).  

Figure 64 : spectre 1D 1H de [(S)-1] (en solution dans CDCl3) montrant deux signaux fortement 
décalés à 98,2 ppm et -75,0 ppm  

Des expériences de mesure de relaxation T1 sont mises en œuvre pour attribuer les signaux 
de [(S)-1] (tableau 6). La relaxation est affectée par le paramagnétisme de l’ion Lanthanide 
(III) et plus un proton est proche du centre paramagnétique plus il relaxe rapidement. Nous 
faisons l’hypothèse que les 3 adduits ont une structure similaire en solution, quel que soit 
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l’ion central du complexe. Dans ce cas il est possible de corréler les temps de relaxation 
mesurés pour [(S)-1] et [(S)-2]. Les protons de [(S)-2] qui relaxent les plus vite en 
présence d’un ion Europium (III) sont attribués aux protons des ligands hfac du complexe et 
aux protons 1, 7/11 et 12/16 du ligand diphosphate. L’analyse des temps de relaxation T1 de 
[(S)-1] met en évidence quatre signaux qui relaxent particulièrement rapidement : ils sont 
donc attribués aux protons hfac, 1, 7/11 et 12/16. La même analyse est faite pour les autres 
signaux. La mesure de relaxation ne suffit pas à attribuer tous les signaux de [(S)-1] et doit 
être complétée par l’analyse des PCS. 

Tableau 6 : relaxation T1 1H (en ms) pour les différents systèmes (S)-L, [(S)-1], [(S)-2] et 
[(S)-3] (en solution dans CDCl3). Certaines valeurs n’ont pu être déterminées en raison de la 
superposition de signaux et sont signalées par un astérisque.  

Les PCS sont mesurés comme défini précédemment (Equation 9) avec [(S)-3] comme 
système diamagnétique. L’attribution des signaux de [(S)-2] étant complète, il est possible 
alors d’attribuer les signaux de [(S)-1] grâce à une méthode comparative à deux lanthanides 
décrite par l’équipe de L. Di Bari.134 Cette méthode est applicable (i) pour deux complexes 
isostructuraux avec deux ions lanthanides paramagnétiques et (ii) s’il est possible de négliger 
les FCS, ce qui permet d’utiliser l’approximation δpara = PCS. Le graphe représentant δpara(Ln1) 
en fonction de δpara(Ln2) montre alors une droite passant par l’origine. 

Les δpara observés pour [(S)-1] sont proportionnels aux δpara de [(S)-2] et de signes opposés, 
en accord avec les tenseurs anisotropiques du Dysprosium (III) et de l’Europium (III) (figure 
19). Par exemple, on observe un fort δpara positif pour les protons 7/11 de [(S)-2], on 
s’attend donc à observer un fort δpara négatif pour ces mêmes protons en présence de 
Dysprosium (III) (espèce [(S)-1]). Les temps de relaxation T1 permettent de confirmer 
l’attribution, ces protons sont ceux qui relaxent le plus rapidement en présence d’Europium 
(III), et c’est aussi le cas en présence de Dysprosium (III) (tableau 6). L’analyse en parallèle 

Proton (S)-L [(S)-3] [(S)-2] [(S)-1] 
1 2200 1390 225 3 
2 1350 1020 603 9 
3 1390 1030 875 33 
4 1450 1100 1072 80 
5 1500 1340 1050 72 
6 1840 * 1000 23 

7/11 3400 1950 140 <1 
8/10 3100 1800 748 10 

9 3100 1800 1280 24 
12/16 3500 * 313 <1 
13/15 3000 * 858 15 

14 3500 * 1580 32 
hfac no 1860 221 <1 
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des temps de relaxation T1, de l’attribution des signaux de [(S)-2], et des PCS de [(S)-1] 
et [(S)-2] permet de proposer une attribution pour les signaux de [(S)-1] (figure 65). 

 
Figure 65 : comparaison des PCS mesurés pour [(S)-1] et [(S)-2]. Pour ce graphique on fait 
l’approximation PCS = δpara pour tous les protons. 

L’attribution proposée montre une bonne corrélation des PCS de [(S)-1] et [(S)-2], à 
l’exception du signal du ligand hfac du complexe, noté hfac sur le graphique. Ces protons ne 
satisfont pas le second critère de validité de la méthode utilisée : ils sont très proches du 
Dysprosium, à trois liaisons de distance du lanthanide, et il n’est donc pas possible de négliger 
la contribution du contact de Fermi (FCS) au δpara. On observe aussi une légère déviation des 
corrélations attribuées aux deux groupements phenyls du ligand par rapport à la droite, plus 
particulièrement les protons ortho (7/11 et 12/16). Un tel écart peut être attribué aux 
approximations impliquées par la méthode, le FCS n’étant peut-être pas négligeable pour ces 
protons. 
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3.2 MODÉLISATION MOLÉCULAIRE 

La structure du monomère [(S)-1] en solution est optimisée par des simulations numériques 
basée sur la méthode de la fonctionnelle de densité (DFT, Density Functional Theory) (figure 
66a). Les déplacements chimiques de [(S)-1] et [(S)-3] sont ensuite calculés à partir de la 
structure déterminée, ce qui permet de calculer les PCS pour [(S)-1]. 

Figure 66 : a) structure optimisée par DFT de [(S)-1] en solution. L’ion Dysprosium (III) et 
l’orientation de l’axe magnétique principal sont représentés par une sphère (et une flèche) bleue. 
b) isosurfaces décrivant les PCS induits par l’ion Dysprosium (III). Les surfaces colorées 
représentent les régions de PCS de 20 ppm, positifs (en bleu) et négatifs (en orange). 

Les valeurs de PCS calculées sont alors comparées aux données expérimentales afin de 
valider la structure (figure 67). Le calcul surestime les PCS du système, plus particulièrement 
pour les protons des groupements phenyls du ligand. Cependant, si l’on observe la tendance 
générale (le signe des PCS et leur intensité relative d’un proton à l’autre), les PCS calculés 
sont en accord avec les PCS mesurés par RMN. L’écart significatif entre les valeurs 
numériques peut être expliqué par la dynamique du système en solution. Le PCS peut être 
positif ou négatif en fonction de l’orientation du ligand par rapport au centre paramagnétique, 
et son intensité varie selon la distance par rapport à l’ion Lanthanide (III) (figure 66b). Une 
libre rotation des groupements phenyls en solution est tout à fait probable, et donnerait lieu 
à un PCS moyen reflétant les différentes conformations du ligand pendant la durée de 
l’expérience RMN. A contrario le calcul DFT découle d’une image statique du système. 
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Figure 67 : comparaison des PCS calculés (triangles rouges) et expérimentaux (ronds bleus) 
obtenus pour [(S)-1] en solution.  

 

4 - CONCLUSION 

La méthode de mesure de diffusion optimisée précédemment sur des systèmes biologiques 
est appliquée à l’étude d’un système composé d’un complexe paramagnétique [Ln(hfac)3] en 
interaction avec un ligand organique. Ce système se présente sous la forme d’un un polymère 
de coordination linéaire à l’état solide (sa structure est résolue par DRX) et semble être sous 
une autre forme, de plus petite taille, en solution. La diffusion des systèmes comportant un 
ion Europium (III) ou Yttrium (III), mesurée par RMN, montre en effet une forme 
monomérique. Un troisième système, avec un ion Dysprosium (III) fortement 
paramagnétique, permet d’exploiter les PCS et les mesures de relaxations T1 pour caractériser 
l’interaction. Les PCS sont calculés par DFT et une structure est proposée pour l’adduit 1 :1 
en solution qui peut être comparée à la structure du polymère dans le cristal. 
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VII - CONCLUSION GÉNÉRALE - PERSPECTIVES 

Nous avons mis au point une méthode pour analyser le mode d’interaction en solution de 
complexes de lanthanides [Ln(DPA)3]3- utilisés pour la cristallisation de protéines. Cette 
méthode est basée sur la mesure de diffusion par RMN de ces systèmes qui impliquent des 
lanthanides paramagnétiques. Cette méthode est appliquée à l’étude de systèmes variés 
impliquant un complexe de lanthanide en interaction avec des partenaires de tailles et de 
flexibilités très différentes (ligand organique, peptide, protéine). Elle permet d’obtenir des 
informations variées sur une interaction supramoléculaire en solution (constante de 
dissociation, présence de plusieurs systèmes en échange, dynamique de l’interaction, nombre 
de partenaires impliqués dans l’adduit…). 

La mesure de diffusion montre son intérêt comme première étape d’une étude complète par 
RMN, en exploitant le paramagnétisme du système. Des calculs de Modélisation Moléculaire 
complètent l’étude et l’analyse conjointe des résultats de RMN et de MM donne une vision à 
la fois plus globale et plus précise des mécanismes de l’interaction (dynamique selon plusieurs 
échelles de temps, sites d’interactions, comparaison avec les structures à l’état solide quand 
elles sont disponibles…). 

Le complexe [Ln(DPA)3]3-, qui est utilisé en cristallographie des protéines (comme agent de 
cristallisation et de diffusion anomale) montre un intérêt supplémentaire pour l’étude de 
protéines en solution, il est ainsi possible de comparer les structures d’un système 
protéine/complexe à l’état solide (cristal) et en solution. Cependant ce complexe n’est pas le 
meilleur candidat pour les applications biologiques. De nouveaux complexes de lanthanide, 
regroupés sous le terme de cristallophore, ont été mis au point dans l’équipe.135 

Le premier complexe de cette famille est un très bon agent nucléant qui induit des conditions 
de cristallisation uniques. Le mécanisme d’interaction entre le cristallophore et la protéine 
reste assez obscur, le cristallophore n’étant pas retrouvé dans le cristal. Il serait donc 
intéressant d’étudier par RMN en solution les premières étapes de l’interaction dans le milieu 
de cristallisation. Le spectre RMN 1H du cristallophore est bien plus complexe que celui de 
[Ln(DPA)3]3- et les premiers résultats avec une protéine modèle semblent indiquer une 
interaction plus faible. Une étude complète par mesure de diffusion, RMN paramagnétique et 
Modélisation Moléculaire est prévue pour caractériser plus finement le système en solution. 

Une fois l’interaction entre le cristallophore et une protéine modèle caractérisée nous 
envisageons l’étude d’un autre système d’intérêt biologique. En effet, des tests préliminaires 
semblent indiquer que le cristallophore impacte l’agrégation de peptides β-amyloïdes en 
solution (résultats non publiés). Cette interaction semble faible et très dynamique, les 
peptides β-amyloïdes étant, comme le peptide SASY, intrinsèquement désordonnés. Une 
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étude par mesure de diffusion combinée à de la RMN paramagnétique pourrait apporter de 
nombreuses informations sur cette interaction en solution. L’agrégation des peptides β-
amyloïdes est impliquée dans le développement de la maladie d’Alzheimer (figure 1) et le 
cristallophore, par son interaction avec les peptides, pourrait ouvrir la voie à de nouvelles 
pistes thérapeutiques. 
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VIII - MATÉRIEL ET MÉTHODES 

1 - PRÉPARATION DES ÉCHANTILLONS 

1.1 SYNTHÈSE DES COMPLEXES DE LANTHANIDES  

 
 
Du carbonate de sodium est mélangé lentement à une suspension aqueuse d’acide 
dipicolinique. On ajoute ensuite une solution de LnCl3, 6H2O et on fait chauffer le mélange à 
reflux. On observe alors la formation rapide de cristaux incolores qui sont filtrés après 
refroidissement. La poudre cristalline est recristallisée deux fois dans de l’eau, puis séchée 
sous vide. Le rendement est de 35 à 55%. 

1.2 RÉFÉRENCE INTERNE 

Du 1,4-dioxane est utilisé comme référence interne. Une solution mère 1 M dans D2O est 
préparée et sera ajoutée à chaque échantillon. 

1.3 TAMPON 

Le tampon tris, utilisé pour les échantillons de protéine dans d’autres études,73, 120, 136 semble 
interagir avec le complexe de lanthanide et avec le système peptide-complexe (figure 68). 
Nous avons décidé de ne pas étudier cette interaction à 3 partenaires et avons changé de 
tampon (tampon phosphate salin : PBS).  
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Figure 68 : spectres RMN 1H de divers échantillons en solution dans du tampon tris (c= 20 mM, 
pH = 7, 10% D2O). Le déplacement chimique du signal du tris varie selon la composition de 
l’échantillon : tampon tris seul (en noir), peptide SASY dans du tampon tris (en rouge), peptide 
SASY en présence de [Na]3[Pr(DPA)3] dans du tampon tris (en violet), peptide SASY en présence 
de [Na]3[Tb(DPA)3] dans du tampon tris (en vert), [Na]3[Tb(DPA)3] dans du tampon tris (en 
bleu). 

2 - EXPÉRIENCES RMN 

Les expériences RMN sont réalisées sur un spectromètre Bruker Avance II 500 MHz équipé 
d’une sonde inverse TXI 1H/13C/15N et sur un spectromètre Bruker Avance III 400 MHz équipé 
d’une sonde froide Prodigy. Pour toutes les expériences la température est régulée à 298K. 
Le logiciel Topspin de Bruker (version 3.5 ou 3.6) est utilisé pour l’acquisition et le traitement 
des données. 

2.1 CHAPITRE II : MÉTHODOLOGIE 

 Mesure de diffusion 

La séquence Bruker « ledbpgp2s » est utilisée avec les paramètres suivants 

• TD2 = 8K points ; AQ = 0,82 s ; D1 = 1 s et NS = 48 scans 
• Délai de diffusion D20 = entre 50 et 150 ms et impulsion gradient P30 = entre 1 et 

1,2 ms selon les systèmes observés,  avec une rampe linéaire de gradients (de forme 
= SMSQ) allant de 0,96 à 45,76 G.cm-1 en 40 points 
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• SI = 16K points, avec l’application d’une multiplication exponentielle (LB = 0,5 Hz) 
dans la dimension directe avant la transformée de Fourier 

 Après correction de la phase et de la ligne de base dans la dimension directe, les données 
sont analysées avec le logiciel DynamicsCenter implémenté dans Topspin.  

 Mesure de relaxation T1 

La séquence Bruker « t1ir » est utilisée avec les paramètres suivants, qui varient selon le 
paramagnétisme du système observé 

• TD = 16K à 64K pour une fenêtre spectrale SW = 10 ou 60 ppm  
• D1 = 1 ou 12 s et NS = 8 à 16 scans 
• 10 expériences sont enregistrées avec un délai 𝜏	variant entre 10 s et 2 ms, ou entre 

100 ms et 100 µs  

Après correction de la phase et de la ligne de base dans la dimension directe, les données 
sont analysées avec le logiciel DynamicsCenter implémenté dans Topspin. 

2.2 CHAPITRE III : INTERACTION AVEC UNE PROTÉINE MODÈLE 

 Mesure de diffusion 

La séquence Bruker « ledbpgppr2s » avec présaturation est utilisée avec les paramètres 
suivants 

• TD2 = 8K points ; AQ = 0,51 s ; D1 = 1 s et NS = 128 ou 256 scans 
• Délai de diffusion D20 = 50 ou 100 ms et impulsion gradient P30 = 2 ms,  avec une 

rampe linéaire de gradients (de forme = SMSQ) allant de 0,96 à 47,18 G.cm-1 en 30 
points 

• SI = 16K points, avec l’application d’une multiplication exponentielle (LB = 0,3 Hz) 
dans la dimension directe avant la transformée de Fourier 

 Après correction de la phase et de la ligne de base dans la dimension directe, les données 
sont analysées avec le logiciel DynamicsCenter implémenté dans Topspin. 

 TOCSY 

La séquence Bruker « dipsi2phpr » avec presaturation est utilisée avec les paramètres 
suivants 
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• TD = 1K points en F2 et 256 points en F1; AQ = 0,10 s ; D1 = 0,5 s et NS = 128 ou 
256 scans 

• Temps de mélange D9 = 80 ms  
• SI = 2K points en F2 et 1K points en F1 (avec prédiction linéaire de 256 points), avec 

multiplication par une fonction cosinus carré avant la transformée de Fourier 

 HSQC 15N 

La séquence Bruker « hsqcetgpsi2» est utilisée avec les paramètres suivants 

• TD = 4K points en F2 et 256 points en F1; AQ = 0,26 s ; D1 = 2 s et NS = 16 scans 
• SI = 8K points en F2 et 1K points en F1 (avec prédiction linéaire de 256 points), avec 

multiplication par une fonction cosinus carré avant la transformée de Fourier.  

2.3 CHAPITRE IV : INTERACTION AVEC UN DÉCAPEPTIDE 

 TOCSY 

La séquence Bruker « mlevphdcwt » avec suppression de solvant de type « wet » est utilisée 
avec les paramètres suivants 

• TD = 1K points en F2 et 256 points en F1; AQ = 0,13 s ; D1 = 0,8 s et NS = entre 8 
et 32 scans 

• Temps de mélange D9 = 70 ms  
• SI = 2K points en F2 et 1K points en F1 (avec prédiction linéaire de 128 points), avec 

multiplication par une fonction sinus carré (SSB = 3) avant la transformée de Fourier. 
La ligne de base du FID est corrigée avec une fonction gaussienne afin de supprimer 
un peu plus le signal résiduel de l’eau. 

 ROESY 

La séquence Bruker « roesyesgpph » avec suppression de solvant de type « excitation 
sculpting » est utilisée avec les paramètres suivants 

• TD = 2K points en F2 et 256 points en F1; AQ = 0,13 s ; D1 = 0,8 s et NS = 32 scans 
• spin lock P15 = 200 ms  
• SI = 4K points en F2 et 1K points en F1 (avec prédiction linéaire de 256 points), avec 

multiplication par une fonction cosinus carré avant la transformée de Fourier.  
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 HSQC 13C 

La séquence Bruker « hsqcedetgpsp.3» est utilisée avec les paramètres suivants 

• TD = 1K points en F2 et 256 points en F1; AQ = 0,11 s ; D1 = 1 s et NS = 32 ou 54 
scans 

• SI = 2K points en F2 et 1K points en F1 (avec prédiction linéaire de 128 points), avec 
multiplication par une fonction cosinus carré avant la transformée de Fourier. La ligne 
de base du FID est corrigée avec une fonction gaussienne afin de supprimer le bruit 
à la fréquence de l’eau. 

 Mesure de diffusion 

La séquence Bruker « ledbpgppr2s » avec présaturation est utilisée avec les paramètres 
suivants 

• TD2 = 8K points ; AQ = 0,51 s ; D1 = 2 s et NS = 128 ou 256 scans 
• Délai de diffusion D20 = 40 ms et impulsion gradient P30 = 2 ms,  avec une rampe 

linéaire de gradients (de forme = SMSQ10.100) allant de 0,96 à 47,18 G.cm-1 en 16 
points 

• SI = 16K points, avec l’application d’une multiplication exponentielle (LB = 0,5 ou 1 
Hz) dans la dimension directe avant la transformée de Fourier 

 Après correction de la phase et de la ligne de base dans la dimension directe, les données 
sont analysées avec le logiciel DynamicsCenter implémenté dans Topspin. 

2.4 CHAPITRE VI : APPLICATION À UN SYSTÈME PARAMAGNÉTIQUE 

 Mesure de diffusion 

La séquence Bruker « ledbpgp2s » est utilisée avec les paramètres suivants 

• TD2 = 8K points ; AQ = 0,64 s ; D1 = 1,5 s et NS = 32 scans 
• Délai de diffusion D20 = 50 ms et impulsion gradient P30 = 1,4 ms, avec une rampe 

linéaire de gradients (de forme = SMSQ) allant de 0,96 à 47,18 G.cm-1 en 30 points 
• SI = 16K points, avec l’application d’une multiplication exponentielle (LB = 0,5 ou 1 

Hz) dans la dimension directe avant la transformée de Fourier 

 Après correction de la phase et de la ligne de base dans la dimension directe, les données 
sont analysées avec le logiciel DynamicsCenter implémenté dans Topspin. 
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 Mesure de relaxation T1 

La séquence Bruker « t1ir » est utilisée avec les paramètres suivants, qui varient selon le 
paramagnétisme du système observé 

• TD = 16K ou 128K points pour une fenêtre spectrale SW = 14 ou 200 ppm  
• D1 = 10s ou 0,2 s et NS = 16 ou 128 scans 
• 10 expériences sont enregistrées avec un délai 𝜏	variant entre 10 s et 1 ms, ou entre 

1 s et 1 ms 

Après correction de la phase et de la ligne de base dans la dimension directe, les données 
sont analysées avec le logiciel DynamicsCenter implémenté dans Topspin. 

 COSY 

La séquence Bruker « cosygpqf » est utilisée avec les paramètres suivants 

• TD = 2K points en F2 et 400 points en F1; AQ = 0,16 s ; D1 = 1 s et NS = 2 scans 
• SI = 4K points en F2 et 1K points en F1, avec multiplication par une fonction sinus 

avant la transformée de Fourier. 

 HSQC 13C 

La séquence Bruker « hsqcedetgpsp.3» est utilisée avec les paramètres suivants 

• TD = 2K points en F2 et 400 points en F1; AQ = 0,16 s ; D1 = 1 s et NS = 2 scans 
• SI = 4K points en F2 et 1K points en F1 (avec prédiction linéaire de 400 points), avec 

multiplication par une fonction cosinus carré avant la transformée de Fourier. 
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acquise en mesure de diffusion par RMN au long de ma thèse. 
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&NMR Investigations

Paramagnetic DOSY: An Accurate Tool for the Analysis of the
Supramolecular Interactions between Lanthanide Complexes and
Proteins
Sandrine Denis-Quanquin,[a] FranÅois Riobÿ,[a] Marc-Andrÿ Delsuc,[b] Olivier Maury,*[a] and
Nicolas Giraud*[c]

Abstract: Diffusion ordered NMR is implemented to deter-
mine accurately the mobility of paramagnetic tris-dipicoli-
nate lanthanide complexes that are versatile probes of pro-
tein structure. It is shown that diffusion coefficient ratios can
be measured with an accuracy of 1 % using a standard
BPPLED pulse sequence, which allows for observing signifi-
cant, though weak, variations when different species are in-

teracting with the paramagnetic compound. We demon-
strate that this approach is complementary to classical
chemical shift titration experiments, and that it can be ap-
plied successfully to probe the supramolecular dynamic in-
teractions between lanthanide complexes and small mole-
cules on the one hand, or to determine rapidly their affinity
for a targeted protein.

Introduction

Beside their photo- or electroluminescence properties that
have been extensively studied for decades for bio-imaging[1] or
material science applications,[2] lanthanide ions present increas-
ing potential in the field of structural biology due to their
magnetic properties particularly interesting for NMR studies
and their X-rays anomalous scattering ability, exploited to
solve the phase problem in bio-macromolecular crystallogra-
phy.[3] Both methods for establishing the structure of proteins
are complementary and require the incorporation of lantha-
nide ions or related complexes in the macromolecular architec-
ture. To that end, the first approach consisted in taking advan-
tages of the isomorphism between lanthanide (III) and calciu-
m (II) to replace physiological Ca2 + by Ln3+ ion in calcium-
binding protein to solve its structure by NMR[4] or crystallogra-
phy.[5]

The second approach is based on the covalent grafting of
a lanthanide complex to the protein skeleton generally per-

formed either using disulfide bridges associated to cysteine
residues or by fusion of a lanthanide binding tag composed of
a small sequence peptide to the N or C terminus of the pro-
tein. This method is known for inducing a modification of the
protein structure, although it led to interesting results using
either NMR[6] or crystallography techniques.[7]

Finally following pioneering works of Kahn and co-workers
in the early 2000s, it is possible to incorporate lanthanide com-
plexes into bio-macromolecules via a network of non-covalent
interactions for X-rays crystallography structure determina-
tion.[8] This method is very simple and easy to perform but is
less predictable since the study of lanthanide complexes–pro-
tein interactions is an almost empty field of research[9] In this
context, we described the use of tris-dipicolinate lanthanide
complexes ([Ln(DPA)3]3ˇ, DPA = 2,6-pyridine dicarboxylate;
Figure 1) that are able to co-crystallize efficiently with a large
number of proteins[10] and we evidenced a particular affinity of
this complex for cationic amino acids according to the se-
quence arginine>histidine> lysine.[11] The groups of Otting
and Su have also used these complexes to determine the
structure of the proteins ArgN and ubiquitin in solution by
NMR.[12] Besides these encouraging results, a general and rapid
method is however still sought to screen the protein–complex
interaction.

To that end, we report herein the implementation of diffu-
sion-ordered NMR spectroscopy (DOSY) to probe a variety of
dynamic systems involving lanthanide complexes. To the best
of our knowledge, no systematic investigation has been re-
ported to date to address the potential of these complexes as
suitable probes for diffusion NMR. Indeed, among the rare
cases reported in this field, most of the time diamagnetic La or
Lu systems were studied,[13] although DOSY on Nd, Sm, and Eu
complexes have also been described.[14] The approach that is
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presented takes benefit of i) the strong pseudo-contact shift
effect resulting in a displacement of the 1H NMR signals of par-
amagnetic lanthanide complexes, leading to a clear separation
of these signals and those of the protein, and ii) the large dif-
ference of molecular weight between the complex and its
adduct with a protein, which is expected to induce a significant
variation of the observed diffusion rate upon association.

The well-known series of tris-dipicolinate lanthanide com-
plexes initially reported in the 1970s by Albertsson[15] is well
known for its robustness and its isostructural character both in
the solid state and in solution with a propeller-like D3 symmet-
ric structure. It is therefore a very attractive candidate for nu-
merous physical–chemical studies such as luminescence,[16]

magnetism,[17] chiroptics,[18] or nonlinear optics.[19] This family is
composed of both diamagnetic (La, Lu, Y) and paramagnetic
complexes featuring identical structures, and it is also particu-
larly well suited for NMR studies. In this context, Piguet and
co-workers reported the solution structure and determined the
LQD interconversion barrier in solution by NMR studies[20] and
Pintacuda et al. have set the basis of paramagnetic solid-state
NMR using ytterbium microcrystals.[21] Herein, we also take
benefit of the isostructural character of these complexes to ad-
dress the implementation of a diffusion NMR approach on the
whole series. In a first part, the influence of the experimental
parameters of a diffusion-ordered NMR experiment on the ac-
curacy of the measurement of self-diffusion coefficients is stud-
ied on a diamagnetic system, using [Na]3[Lu(DPA)3] . Then, the
contribution of paramagnetism to the uncertainty of these
measurements is investigated using ytterbium analogues fea-
turing only pseudo-contact shift contribution. In a second part,
the use of diffusion measurements to study dynamical systems
involving supramolecular interactions between lanthanide
complexes and small molecular models mimicking the side
chains of charged amino acids is described. The influence of

the paramagnetism is then systematically explored by the anal-
ysis of a series of lanthanide complexes (Sm, Eu, Pr, Yb, Tm, Tb
and Dy). The use of dioxane as an internal reference to com-
pensate for errors induced by critical experimental conditions
such as sample temperature is also studied. Finally, we apply
this method to the study of the interaction between a tris-dipi-
colinate lanthanide complex and a model protein, ubiquitin.

Results and Discussion

Diffusion NMR of lanthanide complexes

DOSY NMR has become a method of choice for getting
a novel insight into molecular assemblies by exploiting their
ability to diffuse at different rates throughout the NMR sample,
according to intrinsic properties such as their size or their affin-
ity for their environment.[22] This method has been shown to
provide precious hints about their structure, as well as their in-
teraction with the medium in which they are diffusing. On the
one hand, this technique has been introduced as an elegant
way to separate the different species from complex mixtures
upon a novel dimension being the value of the self-diffusion
coefficient of each component.[23] On the other hand, diffusion
NMR has paved the way for the successful analysis of supra-
molecular interactions between molecules.[24] The accuracy of
the determination of diffusion coefficients by NMR has howev-
er been shown to be very sensitive both to the experimental
conditions, and to the choice of the algorithm that is used to
perform the inverse Laplace transform of the resulting diffu-
sion data.[25] In particular, it was highlighted in several studies
that samples showing distributions of diffusion coefficients, or
even dynamic exchanges between species, may lead to devia-
tions in the measurement of effective diffusion coefficients.[26]

For this reason, the quality of the data should be ascertained
for any new system and an appropriate analysis method must
be chosen accordingly.[25b]

In this section, the experimental uncertainty that can be
reached when diffusion coefficients are measured by NMR on
lanthanide complexes is discussed. The robustness of a state-
of-the-art pulsed field gradient spin echo (PFGSE) experiment
that is routinely implemented to perform the measurement of
self-diffusion coefficients is evaluated through a reproducibility
study. The influence of the most relevant experimental param-
eters is addressed, and the contribution of paramagnetism
generated by lanthanide ions is investigated.

Experimental uncertainty in diffusion NMR of a diamagnetic
lanthanide complex

A diffusion-ordered experiment incorporating bipolar-gradient
pulses[27] was first recorded on a diamagnetic lutetium tris-dipi-
colinate complex [Na]3[Lu(DPA)3] chosen as a model (Figure 2).
As expected, the increase of the pulsed field gradient strength
leads to a decay of all proton signal intensities due to the dif-
fusion process. These decays were assumed to be mono-expo-
nential with the square of the gradient strength for aromatic
protons from DPA, and for dioxane.

Figure 1. Structure of a tris-dipicolinate lanthanide complex [A]3[Ln(DPA)3] .
The proton from the dipicolinate are labeled m (meta) and p (para) and
those from EthylGuanidium, 1 and 2.
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We remind that the relation between the signal intensity I
and the diffusion coefficient D is described by the Stejskal–
Tanner equation:[28]

I à I0 expâˇg2d2G2ÖDˇd=3ÜDä Ö1Ü

in which I0 is the intensity without gradient, g is the gyro-
magnetic ratio of the observed nucleus, d is the duration of
the gradient pulse, G is the gradient strength and D is the dif-
fusion time. Each experimental decaying curve was fitted to
equation (1) using a least-square approach. A Monte Carlo sim-
ulation was performed to evaluate the standard deviation that
is associated to a single analysis for each calculated diffusion
coefficient (see the Supporting Information for details about
this simulation). The self-diffusion coefficient was thus estimat-
ed for the diamagnetic lanthanide complex at 348.11⌃0.62
î 10ˇ12 m2 sˇ1 (⌃ sigma). The standard deviation is much
weaker than the one that is generally reported in literature for
this kind of measurement, which is coherent with the fact that
the uncertainty on the experimental determination of diffusion
coefficients by NMR is known to be mainly dominated by the
deviations induced by the unstability of the NMR spectrometer
over time.[25b, 29] Hence, for this kind of sample a single analysis

is not representative of the actual fluctuations that may impact
the quality of the resulting decaying curves, and a statistical
analysis was thus performed over a higher number of experi-
ments.

The reproducibility of diffusion measurements was then in-
vestigated experimentally. A set of 22 experiments was ac-
quired on the same sample under similar conditions, over
a period of 5 months. A statistical analysis was performed on
the resulting set of diffusion coefficients calculated for both ar-
omatic signals of the lutetium complex. An estimated value
D = 347.7⌃2.4 î 10ˇ12 m2 sˇ1 was obtained. Figure 3 shows the
distribution of the 44 diffusion measurements obtained from
each aromatic proton signals, for the 22 experiments. We ob-
serve that this distribution follows a normal law, with a 0.7 %
deviation, which is coherent with the accuracy that has already
been reported for similar studies.[30]

To estimate the robustness of NMR diffusion ordered experi-
ments on this kind of sample, other experiments were run, in
which we deliberately misadjusted one acquisition parameter.
Five acquisition parameters that are known to play a critical
role in diffusion NMR measurements were then explored, for
each of whom three experiments were acquired: the number
of points of the decaying curve, the recycling delay, the diffu-
sion time (D), the number of scans and the spread of the gra-
dient strength G that is sampled (see the Supporting Informa-
tion). To that end, the strength as well as the linearity of the
pulsed field gradient of the spectrometer were carefully cali-
brated to avoid systematic anomalies that are in general
mainly due to eddy currents, gradient non-uniformity and con-
vection due to temperature inhomogeneity.[25b] Temperature
was also carefully regulated at 298 K so as to avoid tempera-
ture gradients or vibrations. The lock parameters were checked
before each acquisition to guarantee stability throughout the
experiment, and avoid phase distortion of intense signals in-
duced by phase errors of the lock signal (data not shown).

The distribution of the resulting 30 diffusion coefficients that
were measured for the diamagnetic lanthanide complex with
non-optimized parameters is displayed in Figure 4 a, against

Figure 2. Top: 1H NMR spectrum of [Na]3[Lu(DPA)3] (10 mm in D2O) with
5 mm dioxane added as a reference. The proton spectrum of this complex
shows a triplet and a doublet in the aromatic region that are assigned to
the para and meta protons from the dipicolinate, respectively. Bottom: typi-
cal 1H decaying curves recorded for dioxane and for the DPA ligands from
Lu(DPA)3

3ˇ by varying the gradient strength in a standard PFGSE experiment
incorporating bipolar-gradient pulses.

Figure 3. The distribution of the 44 diffusion coefficients measured for
[Na]3[Lu(DPA)3] with optimized acquisition parameters. The normal curve (in
blue) that best fits these data is defined by a mean value 347.7 î 10ˇ12 m2 sˇ1

and a standard deviation 2.4 î 10ˇ12 m2 sˇ1.
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the distribution obtained for optimized experiments. It is clear
that the miscalibration of these parameters has yielded
a broader distribution. More interestingly, a detailed analysis of
these results shows that a decreased number of points of the
decaying curve, a short recycling delay or a short diffusion
time do not affect significantly the precision and the accuracy
of the diffusion coefficient measurement. However, setting
a smaller number of scans was observed to lead to a slightly
underestimated diffusion coefficient (for the 3 experiments ac-
quired with 8 instead of 48 scans, D = 341.9⌃1.9 î
10ˇ12 m2 sˇ1), whereas a partial sampling of the gradient
strength (from 0.48 to 14.45 G cmˇ1) led to a slightly lower pre-
cision (D = 346.9⌃5.5 î 10ˇ12 m2 sˇ1).

To further improve the robustness of these measurements,
an internal diffusion reference was used. Such method has
been shown to allow for compensating for fluctuations in vis-
cosity or temperature,[31] and thus opens the way to a proper
comparison of diffusion coefficients from different samples. Di-
oxane was selected as the reference compound, since it does
not interact with the different species under study, and shows
a single well-resolved proton signal. Its use as an internal refer-

ence has already been reported in the frame of diffusion meas-
urements performed on protein samples.[32] The ratio R = D/Dref,
in which D and Dref are the diffusion coefficients of the lantha-
nide complex and the reference compound respectively, was
calculated for all the diffusion experiments performed with op-
timized or non-optimized parameters. The resulting distribu-
tions are shown in Figure 4 b. For the experiments with opti-
mized parameters that follow a normal distribution, a statistical
analysis estimated R at 0.403⌃0.003, which again corresponds
to a deviation of about 0.7 %. For the non-optimized experi-
ments, the use of an internal reference has allowed for obtain-
ing a distribution that clearly does not follow a normal law but
is qualitatively narrower, which shows that the deviation in-
duced by the miscalibration of each parameter can be at least
partially compensated.

Another estimate of the standard deviation on R can be ob-
tained using a method based on the law of propagation of un-
certainties. In this approach, the uncertainty u(R) is given by
the combined standard uncertainty equation (2):

u2 RÖ Ü à @R
@D

✓ ◆2

u2 DÖ Ü á @R
@Dref

✓ ◆
u2 DrefÖ Ü

á2
@R
@D
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u D;DrefÖ Ü

Ö2Ü

If one assumes that D and Dref are uncorrelated variables,
then equation (2) is simplified in equation (3):

u RÖ Ü à

ÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅÅ
Dref

ˇ �2
sDÖ Ü2á D

ˇ �
sDref

ˇ �2

Dref

ˇ �4

vuut Ö3Ü

in which D and Dref are the mean values for D and Dref, and
sD and sDref their standard deviation. The ratio R of these mean
values was estimated under this assumption at 0.403⌃0.005,
which corresponds to a relative uncertainty u(R)/R = 1.2 %. This
uncertainty is slightly overestimated compared to the value
that is determined from the statistical analysis of the experi-
mental distribution of R ratios, which highlights as expected
a negative covariance between D and Dref. The calculated rela-
tive uncertainty is in good agreement with the value of 1 %
that was determined for similar studies such as the accurate
measurement of anisotropic diffusion coefficients of water in
lyotropic liquid crystals,[30a] and corroborates the robustness of
the diffusion experiment against these acquisition parame-
ters.[29] This result shows more generally that the main source
of deviation in DOSY experiments arises from the spectrometer
instability.

Diffusion NMR of paramagnetic lanthanide complexes

Relaxation enhancements that are observed on nuclei located
close to paramagnetic centers can be problematic for the de-
termination of accurate diffusion coefficients by NMR.[13a] The
main reason is that fast relaxation induces a line broadening
that may be detrimental not only to the resolution, but also to
the actual sensitivity of experimental data.[14a] In order to check

Figure 4. a) The distribution of diffusion coefficients measured for
[Na]3[Lu(DPA)3] , with optimized acquisition parameters (left) and after modi-
fication of one acquisition parameter (right). b) The same histograms are
shown for the ratio D/Dref with dioxane taken as a reference.
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the feasibility of diffusion measurements on paramagnetic tris-
dipicolinate lanthanide complexes, a reproducibility study was
carried on for [Na]3[Yb(DPA)3] . 22 experiments were achieved
under the same experimental conditions as those optimized
on the diamagnetic [Na]3[Lu(DPA)3] sample, resulting in 44 dif-
fusion measurements for the aromatic signals. Figure 5 com-
pares the R distributions obtained from these data with those
determined from the diamagnetic sample. For [Na]3[Yb(DPA)3] ,
the mean value R = 0.402⌃0.003 is similar to the value calcu-
lated previously for [Na]3[Lu(DPA)3] (0.403⌃0.003). In both
cases the standard deviation is found to be smaller than 0.004,
which corresponds to a 1 % relative uncertainty.

These results show that it is possible to measure diffusion
ratios on paramagnetic lanthanide samples with a precision
that is comparable to that of a similar diamagnetic lanthanide
sample. As long as the NMR spectrometer is carefully calibrat-
ed so as to prevent gradient and temperature anomalies, a 1 %
relative uncertainty can be determined for the diffusion ratio
R = D/Dref with dioxane taken as the reference diffusing com-
pound. This proves that the precision of the measurements is
not affected by the paramagnetism of the lanthanide complex,
which suggests that interaction processes inducing small
changes in the diffusion coefficient of the involved partners
can be monitored. In the following, the diffusion properties of
a series of compounds will thus be compared using this
method with the assumption of a standard deviation of 1 % for
every diffusion ratio determined on any lanthanide complex
and their counter ion.

Application to the analysis of dynamic supramolecular
systems

In a previous publication, the interaction of a lanthanide com-
plex [Na]3[Tb(DPA)3] and ethylguanidinium cation (EtGua+) was
studied by a chemical shift titration experiment.[10a] We showed
that this interaction could be modelled by a series of three
successive equilibriums, with an overall dissociation constant
Kd of 5.10ˇ5 m. In this section, the suitability of DOSY NMR for
observing this interaction process is addressed. Indeed, as pre-

viously reported, It constitutes an interesting tool to evaluate
dissociation constants in dynamic systems that is complemen-
tary to other techniques.[33] The diamagnetic adduct [Et-
Gua]3[Lu(DPA)3] was first studied as a model system to deter-
mine the general accuracy of the method. Then a series of par-
amagnetic lanthanide complexes was investigated, in order to
determine the lanthanide ion that is the most suitable for
chemical or biological applications.

Figure 6 illustrates the variations of the diffusion coefficients
that were monitored upon interaction between [Na]3[Lu(DPA)3]
and [EtGua][Cl] in aqueous solution. Small changes in diffusion
can be observed on classical DOSY spectra generated using
standard processing conditions, for both partners involved in
the supramolecular interaction (Figure 6 a and b).

Using the standard deviation reported in the previous sec-
tion for paramagnetic lanthanide complexes, the diffusion co-
efficient ratio REtGua was estimated at 0.917⌃0.009 for the free
[Cl][EtGua], whereas it is in the range from 0.787 for ethylgua-
nidinium in interaction with the lutetium complex (Figure 6 c).
The observed difference is significant and may be used to
monitor the interaction process. The ratio RLuDPA3 was also cal-

Figure 5. Comparison of the diffusion coefficient ratios R distributions for di-
amagnetic [Na]3[Lu(DPA)3] (left) and paramagnetic [Na]3[Yb(DPA)3] (right)
with mean values of 0.403 and 0.402, respectively.

Figure 6. The superposition of the DOSY spectra of the free species
[Na]3[Lu(DPA)3] (green) and [EtGua][Cl] (blue), and of the adduct [Et-
Gua]3[Lu(DPA)3] (red). The regions displayed in (a) and (b) correspond to pro-
tons p and m from the dipicolinate, and protons 1 and 2 from ethylguanidi-
nium, respectively. The arrows indicate the shift in the diffusion dimension
between the free and the interacting species. The Gaussian distributions
representing the experimental average ratios D/Dref associated with a 1 % rel-
ative uncertainty, for c) the cation EtGua+ from [EtGua]3[Lu(DPA)3] and
[EtGua][Cl] and d) the [Lu(DPA)3]3ˇ complex from [EtGua]3[Lu(DPA)3]ˇ and
[Na]3[Lu(DPA)3] . All samples were prepared with the complex and its adduct
in concentration 10 mm in D2O with 5 mm dioxane.
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culated for [EtGua]3[Lu(DPA)3] at 0.383. A comparison of this
value with the ratio of 0.402⌃0.004 previously determined on
the [Na]3[Lu(DPA)3] sample, which accounts for the free com-
plex, shows a small but still significant difference (Figure 6 d).

As the association is expected to be similar whatever the
nature of the lanthanide center, diffusion NMR experiments
were then performed on a series of adducts with increasing
paramagnetism [EtGua]3[Ln(DPA)3] (Ln = Lu, Sm, Eu, Pr, Yb, Tm,
Tb or Dy) (Table 1). The selected lanthanide nuclei cover
a wide range of paramagnetic properties that are of interest
for the determination of protein structures.[34] For each metal,
the experiment was repeated three times and an average diffu-
sion ratio was calculated for the complex and the cation.

Although no signal could be detected with sufficient sensi-
tivity for the protons from the terbium and dysprosium com-
plexes in the diffusion experiments, due to the fast relaxation
properties induced by these paramagnetic centers (corre-
sponding to longitudinal relaxation times shorter than 10 ms),

a diffusion ratio could still be determined for ethylguanidium
in interaction with these complexes. When it could be ac-
cessed, this diffusion ratio was found to be similar for all the
lanthanides complexes, which means that it is possible to ach-
ieve diffusion-ordered NMR experiments on a wide range of
lanthanide complexes—notably Sm, Pr, Yb and Tm—even
when large pseudo-contact shifts are induced. The slight varia-
tions observed stay within the error range of ⌃1 %. It should
also be noted that in the case of [EtGua]3[Eu(DPA)3] , proton
signals from dioxane and from the proton m are overlapping,
which led to a slight bias in the diffusion coefficients calculat-
ed for both species. These results show that despite their dif-
ferent paramagnetic properties, the same diffusion coefficients
can be determined for every lanthanide complexes that may
thus all be considered without distinction regarding their diffu-
sion properties.

In the following, ytterbium was selected to carry out a titra-
tion experiment and probe the interaction process between
[Yb(DPA)3]3ˇ and EtGua+ ions, because on the one hand the
four signals of interest are well resolved in the resulting proton
spectrum, and on the other hand longitudinal relaxation times
determined for this sample are suitable for diffusion NMR
measurements. The evolution of the diffusion coefficient ratios
and of the proton shifts of both partners were monitored si-
multaneously upon addition of [EtGua][Cl] to a solution of
[Na]3[Yb(DPA)3] (Figure 7). We remind that the observed signals
reflect a fast exchange rate, and that each measured diffusion
coefficient as well as proton shift is the sum of the contribu-
tions of the different species involved in the series of equili-
briums.[10a] Diffusion and chemical shift data were fitted simul-
taneously by curves modelling the series of 3 equilibriums,
using a standard least-square method (Figure 7; plain curves).
The diffusion coefficients of the different adducts were esti-
mated using the model introduced by Morris and coworkers.[35]

Table 1. Diffusion ratios and longitudinal relaxation times measured for
a series of samples in similar conditions. Proton labels m, p, 1 and 2 are
defined in Figure 1.

R [a] T1 [ms]
Ln(DPA)3 EtGua m p 1 2

[EtGua][Cl] – 0.917(9) – – 5000 4200
[EtGua]3[Lu(DPA)3] 0.383(4) 0.787(8) 2320 1420 2790 2710
[EtGua]3[Sm(DPA)3] 0.390(4) 0.798(8) 1210 1210 1950 2050
[EtGua]3[Eu(DPA)3] 0.393(4) 0.793(8) 235 560 1160 1360
[EtGua]3[Pr(DPA)3] 0.387(4) 0.783(8) 147 246 823 966
[EtGua]3[Yb(DPA)3] 0.390(4) 0.786(8) 70 151 478 595
[EtGua]3[TmDPA)3] 0.387(4) 0.786(8) 11 26 87 113
[EtGua]3[Tb(DPA)3] – 0.783(8) 2 5 18 24
[EtGua]3[Dy(DPA)3] – 0.793(8) 1 3 11 15

[a] With dioxane as a reference.

Figure 7. The proton shift titration curves that were obtained from the signals of protons 1 (a) and 2 (b) from EtGua+ , upon addition of neq equivalents of
[EtGua][Cl] to a solution of [Na]3[Yb(DPA)3] at initial concentration 10 mm in D2O, with 5 mm dioxane. In (c) and (d) the evolution of the diffusion coefficient
ratios determined for the signals of the protons from Yb(DPA)3

3ˇ and EtGua+ are shown. Red dashed lines correspond to the simulation curves modelling the
interaction process, and incorporating thermodynamic constants that were adjusted only on the basis of the chemical shift data. Plain black lines correspond
to the same model curve calculated with affinity constants values adjusted by fitting simultaneously diffusion and proton shift data.[11]
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Thermodynamic constants Ki
Diff+ PCS with log K1

Diff+ PCS = 1.63, log
K2

Diff+ PCS = 0.83 and log K3
Diff+ PCS = 0.94 were determined from

this fitting procedure, in good agreement with the values that
were obtained in a previous study for the same equilibrium.[11]

It is interesting to note that the Ki
PCS’s obtained by fitting only

the proton shifts (log K1
PCS = 1.8, log K2

PCS = 1.0 and log K3
PCS =

1.1) do not allow for reproducing accurately the diffusion data
when they are used as parameters of the model curves calcu-
lated to simulate the evolution of the observed diffusion coef-
ficient ratios (Figure 7; dashed curves. See equations S4 and S5
in the Supporting Information for details about the model
curves). The improvement observed in the quality of the fitted
curves shows that diffusion ordered NMR may provide comple-
mentary and useful measurements to the chemical shifts that
are classically exploited in titration experiments to constrain
the thermodynamical parameters of such dynamic system. In
conclusion for this part, diffusion ordered NMR can be imple-
mented to monitor small variations in the diffusion properties
of molecular or supramolecular species that are involved in
a dynamic process, even when one of the partners is a para-
magnetic complex. Diffusion coefficients can be determined
with a high accuracy for molecular or supramolecular systems
showing longitudinal relaxation times longer than 10 ms for
protons. It should be noted that when T1<10 ms, diffusion
data of good quality can still be obtained by probing protons
that are located further from the paramagnetic lanthanide
center. This approach turns out to be a general method for as-
sessing the mobility of compounds involving paramagnetic
complexes in a wide range of applications. In the following,
the suitability of such approach for probing the non-covalent
interaction between a tris-dipicolinate complex and a protein
is investigated.

Diffusion NMR of a paramagnetic lanthanide complex
binding to a protein

In this section, the suitability of diffusion NMR for determining
directly affinity constants is addressed in the frame of a supra-
molecular interaction between a lanthanide complex and a pro-
tein, which can be modelled by a simple 1:1 equilibrium pro-
cess. Ubiquitin is a well-known protein that has been recently
used to demonstrate that non-covalent interaction between
a tris-dipicolinate complex and a protein constitutes a way of
labeling proteins with a paramagnetic probe to obtain struc-
tural restraints.[12b] Ubiquitin was thus chosen herein to evalu-
ate the potential of diffusion NMR for probing biomolecular in-
teractions involving paramagnetic species. This approach is
classified as a ligand observed method: although almost no
change is to be observed in the diffusion rate of the protein in
interaction with a much smaller molecule, the lanthanide com-
plex is expected to diffuse significantly slower, even in case of
a weak interaction.

To avoid any overlay between proton signals coming from
the complex and those from the protein, a praseodymium
complex was chosen based on the aforementioned measure-
ments. A series of diffusion experiments was thus performed
with an increasing [Pr(DPA)3]3ˇ :ubiquitin ratio (from 0.5 to

10.6). The evolution of the observed diffusion coefficient ratio
is reported in Figure 8. A model curve accounting for the equi-
librium between interacting and free species was fitted to
these data, leading to the determination of a dissociation con-
stant Kd = 5.4 mmol Lˇ1. This value is coherent with that of the
dissociation constant Kd’ = 5.1 mmol Lˇ1 that was obtained
through the analysis of the variations of proton shifts in ubiq-
uitin monitored during the same titration experiment.[36] It
should be noted here that since we used a non-labelled ubiq-
uitin sample in our experiments, the variation of the proton
shifts was not monitored on 15N HSQC spectra as usual in such
studies. However, thanks to the small size of the chosen pro-
tein, we were able to extract these variations from TOCSY
spectra for several residues (see Figure S10, S11 and Table S4 in
Supporting Information for details about the analysis of the
TOCSY spectra).

From this result, it is apparent that diffusion NMR is suitable
for probing accurately the non-covalent interactions between
small complexes incorporating a paramagnetic lanthanide
metal and proteins. We remark furthermore that this approach
does not necessarily require a 15N-labelled protein to record ex-
ploitable data, and that the overall experimental and analytical
process required to probe the affinity between a lanthanide
complex and a protein is potentially less time consuming
when diffusion NMR is implemented. We also note that for
higher numbers of equivalents neq, interactions between the
protein and several lanthanide complexes may need to be con-
sidered as soon as the protein shows several accessible interac-
tion sites. In this latter case, the measurement of a single diffu-
sion coefficient will not be sufficient to constrain all the param-
eters of the resulting interaction model.

Conclusion

In this work, we have shown that diffusion NMR techniques
are suitable for accurately characterizing the mobility of chemi-

Figure 8. The evolution of the observed diffusion coefficient ratio of
[Pr(DPA)3]3ˇ upon addition of neq equivalents of [Na]3[Pr(DPA)3] to a solution
of bovine ubiquitin at initial concentration 1 mm in 10 mm PBS, pH 7.0, with
2 mm dioxane. The blue curve (solid line) corresponds to the best fit ob-
tained by adjusting Kd and the diffusion coefficient ratio of the complex.
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cal species involving a paramagnetic lanthanide metal. A care-
ful analysis of the quality of diffusion data has been performed
for model samples containing either diamagnetic or paramag-
netic lanthanide tris-dipicolinate complexes, which allowed for
addressing the influence of the main experimental parameters
on the repeatability as well as the reproducibility of the imple-
mented BPPLED pulse sequence. Optimized experimental set-
tings were thus implemented into a protocol that was applied
successfully to the analysis of dynamic systems involving para-
magnetic species. On the one hand, it was shown that diffu-
sion NMR can be a complementary technique to standard
chemical shift titration experiments to probe interaction pro-
cesses between lanthanide complexes and small molecules, in-
volving the formation of several intermediate adducts. On the
other hand, we have demonstrated that it is possible to use
the paramagnetism of the lanthanide metal to monitor accu-
rately the non-covalent interaction between tris-dipicolinate
complexes and proteins, without needing to analyze the varia-
tions of the chemical shifts within the protein. This approach is
rather flexible since it allows for selecting different lanthanide
ions according to their paramagnetism, except for terbium and
dysprosium, because they induce too strong paramagnetic re-
laxation enhancements. Diffusion ordered NMR could thus
become a simple and efficient tool for chemists who want to
rapidly monitor the affinity of a given lanthanide complex for
a protein of interest.

Experimental Section

Synthesis

Reagents were purchased from ACROS organics (dipicolinic acid),
Alfa Aesar (ethylguanidine hydrochloride) and Fluka (sodium car-
bonate). Lanthanide chloride hexahydrates were purchased from
these providers with the highest purity available (>99.99 %). Ubiq-
uitin from bovine erythrocytes was purchased from Sigma–Aldrich
as lyophilized powder (assay>98 %). General procedures for the
preparation of [Na]3[Ln(DPA)3] and [EtGua]3[Ln(DPA)3] are detailed
in the Supporting Information.

NMR experiments

Samples for the NMR experiments were prepared by dissolution of
the crystallized lanthanide complexes in deuterated water at a con-
centration of 10 mm, with addition of 1,4- dioxane at a final con-
centration of 5 mm as a reference. For the ubiquitine sample, PBS
was diluted in D2O to obtain a 10 mm buffer at pH 7.0. The protein
was solubilized in this buffer at a final concentration of 1 mm, with
5 mm dioxane.

All experiments were carried out on a Bruker Avance 500 spec-
trometer equipped with a pulsed gradient unit capable of produc-
ing z-gradient of 48.15 G cmˇ1. All 1D proton and DOSY spectra
were acquired in a 5 mm inverse probe at 298 K, with an air flow
of 400 L minˇ1. T1 measurements were performed using the inver-
sion recovery sequence. 16 K or 64 K points were acquired for
a spectral width of 10 or 60 ppm. The relaxation delay was set to
1 s for the strongly paramagnetic samples and to 12 s for the other
samples. 10 experiments were recorded with a delay t varying be-
tween 100 ms and 100 ms for the strongly paramagnetic samples
and between 10 s and 2 ms otherwise.

Diffusion NMR

Diffusion experiments were performed using the bipolar pulse lon-
gitudinal eddy current delay (BPPLED) pulse sequence.[27] Sine
shaped pulse field gradient were used with a length d in the range
1.0–1.2 ms and the gradient intensity was linearly incremented
from 0.96 to 45.76 G cmˇ1 over 40 experiments. After each gradient
pulse a 200 ms delay was used as a recovery delay. The diffusion
time D was chosen between 50 and 150 ms. Data were processed
with Topspin 3.5. The phase and baseline of each proton spectrum
were carefully corrected and the signal from dioxane was used as
a secondary reference (3.75 ppm). Diffusion curves were then fitted
using the DynamicsCenter implemented in Topspin.
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Capturing the dynamic association between a
tris-dipicolinate lanthanide complex and a
decapeptide: a combined paramagnetic NMR and
molecular dynamics exploration†

Sandrine Denis-Quanquin, a Alessio Bartocci,a Florence Szczepaniak,a

Francois Riobé, a Olivier Maury, a Elise Dumont *ab and Nicolas Giraud *c

In the realm of biomolecules, peptides can present a large diversity of structures. Our study sheds new

light on the structural interplay between a tris-dipicolinate lanthanide probe and a decapeptide

SASYKTLPRG. Although a rather trivial, electrostatically driven interaction was expected, the combination

of paramagnetic NMR and molecular dynamics simulations reveals a highly dynamic association process

and allows for providing extensive insights into the interaction sites and their occupancy. This study

highlights the importance of a large conformational sampling to reconcile characteristic time in NMR

with molecular dynamics simulations, where sampling in the microsecond range is needed. This study

opens the door for a detailed mechanistic elucidation of the early steps of lanthanide complex-peptide

or lanthanide complex–protein interaction or self-assembly processes.

Introduction
Lanthanide ions and complexes have proved to be a versatile
tool to study biomolecules (proteins, peptides, as well as lipids
and DNA). They may be used as a binding tag,1 for supra-
molecular recognition,2,3 (chiral-) sensing4 and even in
immuno assays.5,6 Such applications often take advantage of
the luminescence and chiroptical properties of lanthanide
complexes.7,8 Although lanthanide–biomolecule interactions
have been widely investigated, only 72 structures of proteins
in the presence of lanthanide ions or complexes are currently
reported in the Protein Data Bank (PDB). The paradigm may
have shifted recently as lanthanide ions have been proposed as
agents for protein assisted co-crystallization, on account of their
phasing9–11 and, more surprisingly, nucleating properties.12

They may be used as ‘‘molecular glues’’,13,14 namely chemical
auxiliaries, used to consolidate protein–protein interfaces.

Thus an increasingly large number of co-crystallized structures
with lanthanide complexes have lately entered the PDB.15–17

However, the specifics of the interaction of lanthanide
complexes with biomolecules in solution are still obscure. The
challenge is thus to build up a dynamic view of the non-covalent
binding process. One of the best experimental method relying on
the electronic properties of lanthanides is paramagnetic nuclear
magnetic resonance (NMR), which has emerged as a powerful
tool for structural elucidation of proteins.18–20 Whereas the
complete structural elucidation is possible using pseudo contact
shifts (PCS) and paramagnetic relaxation enhancements (PRE),
this still remains a significant challenge. In this regard such
studies are usually coupled with docking21 and/or molecular
dynamics.22,23

In this paper, we report an exhaustive structural exploration
of the dynamic association between a lanthanide probe and a
disordered peptide. We carried out paramagnetic NMR techniques
and all-atom molecular dynamics in the microsecond time range
to probe the interaction process between the two partners (Fig. 1).

The tris-dipicolinate lanthanide complex [Ln(DPA)3]3! is one
of the first system of its kind whose ability to develop supramo-
lecular interactions with proteins has been reported.11,21,24–27 Its
properties have paved the way for the development of versatile
non-covalent tags which can be used to induce protein crystal-
lization, and/or as anomalous scatterer to solve the phase pro-
blem. Furthermore, the structure of [Ln(DPA)3]3! is simple, and it
exists as a racemic mixture of two enantiomers L and D which
undergo a rapid interconversion in water at room temperature.28
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On the other hand, the SASYKTLPRG sequence of the chosen
decapeptide P makes it a candidate to bind [Ln(DPA)3]3!

without presenting a unique, somewhat trivial, association
mode. This peptide offers several key characteristics: (i) it
features two positively-charged side chains and an –NH3

+

termini, which should promote competitive electrostatic
interactions as P presents two extremal and one central
anchoring points, (ii) a postulated structural flexibility, (iii) a
negatively-charged –COO! termini that could act on the
binding mode to minimize steric repulsion. It should be noted
that all the experiments will consider a zwitterionic form of P at
a pH around 7. As proteins co-crystallized with lanthanide
complexes has revealed the possibility of a p-stacking between
dipicolinate moieties and aromatic residues, a tyrosine has been
included in the sequence (Y4).16,29 Thus, P can be considered as
an intrinsically disordered peptide (IDP) with three expected
anchorage points upon interaction with [Ln(DPA)3]3!.

Methodology
NMR spectroscopy

The peptide P was purchased from the Protein Science Facility
in Lyon (UMS3444). General procedures for the preparation of
tris-dipicolinate lanthanide complexes ([Na]3[Ln(DPA)3]"xH2O)
(Ln = Tb, Gd, Pr or Y)30 are detailed elsewhere.25 The peptide
was dissolved in a sodium phosphate buffer at a pH ranging
from 6.5 to 7. D2O was added to the sample and 1,4-dioxane was
used as an internal reference. Samples were prepared in 5 mm
tubes with a peptide concentration of 2 mM. Solutions of
[Na]3[Ln(DPA)3] in D2O (Ln = Tb, Gd, Pr or Y) were prepared
at a concentration of 100 mM for the titration experiments.

NMR experiments were carried out on a Bruker Avance III
400 MHz spectrometer equipped with a Prodigy cryoprobe with
a z-axis gradient coil. The temperature was regulated at 298 K.

1D 1H, and 2D 1H–1H TOCSY spectra were recorded to fully
characterize the peptide at every step of the titration. 2D ROESY
spectra were acquired to assess any kind of secondary structure
in the peptide. 2D 1H–13C HSQC spectra were acquired to
characterize the peptide and for the observation of paramagnetic
relaxation enhancements (PRE). All spectra were processed using
Topspin 3.6 software.

2D 1H–1H TOCSY spectra were recorded using a MLEV-17
spin-lock sequence with a mixing time of 70 ms and a wet
solvent suppression scheme. Typically, spectra were acquired
with 256 t1 increments, 1024 data points, a relaxation delay of
0.8 s and 8 to 32 scans, giving an overall experimental time
between 40 min and 160 min. All spectra were zero-filled in the
F1 spectral dimension to 1024 data points followed by forward
linear prediction of 400 points. The baseline of the FID was
corrected using a Gaussian function to further suppress the
residual water signal. Finally, a square sine bell window function
(SSB = 3) was applied in both dimensions prior to Fourier
transformation.

2D 1H–1H ROESY spectra were recorded using a spin lock of
200 ms and excitation sculpting for solvent suppression.
Typically, spectra were acquired with 256 t1 increments, 2048
data points, a relaxation delay of 0.8 s and 32 scans, giving an
overall experimental time of 3 h. All spectra were zero-filled in
the F1 spectral dimension to 1024 data points followed by
forward linear prediction of 512 points. Finally, a square cosine
bell window function was applied in both dimensions prior to
Fourier transformation.

2D 1H–13C HSQC spectra were recorded with a standard
phase sensitive edited HSQC sequence using gradients and
adiabatic pulses. Typically, spectra were acquired with 256 t1

increments, 1024 data points, a relaxation delay of 1 s and
64 scans, giving an overall experimental time of 5 h. All spectra
were zero-filled in the F1 spectral dimension to 1024 data
points followed by forward linear prediction of 400 points.
The baseline of the FID was corrected using a Gaussian
function to further suppress the residual water signal. Finally,
a square cosine bell window function was applied in both
dimensions prior to Fourier transformation.

Molecular dynamics simulations

Explicit solvent, all-atom molecular dynamics simulations were
performed by using the Amber18 software package,31 after
parametrization of the tris-dipicolinate lanthanide complex
enantiomers based on the metal center parameters builder
(MCPB) approach proposed for organometallic compounds by
Li and Merz.32 The decapeptide P was built using the tleap
available within Ambertools. Standard Amber force fields were
applied: ff14SB33 for the decapeptide and GAFF parameters for
the ligand [Y(DPA)3]3!. Within the MCPB32 method, the structure
of the complex was optimized at the DFT-B3LYP/6-31G(d) level
of theory by using the Gaussian34 program, and the RESP
charge assignment leads to a charge of 0.43e on the Y atom.
The van der Waals radius was set up to 1.602 Å (ReadRadii
keyword) Å, in agreement with previous values in the literature.
This choice would be the same for an yttrium atom, and it is

Fig. 1 Structures of (a) a decapeptide SASYKTLPRG denoted P hereafter, (b)
the tris-dipicolinate lanthanide complex and (c) the adduct P:[Ln(DPA)3]3!

(the D enantiomer is shown). The three positively-charged residues are
denoted in green (serine S1 is uncapped) and correspond to the possible
anchoring points with the lanthanide complex. The last residue is a
C-terminal, uncapped, hence negatively-charged glycine (in red).

Paper PCCP



137 

 
11226 |  Phys. Chem. Chem. Phys., 2021, 23, 11224–11232 This journal is © the Owner Societies 2021

important to stress here that we discard the role of the
lanthanide center as the coordination takes place in the second
sphere.

The decapeptide P, isolated or interacting with the D or L
enantiomers of the [Y(DPA)3]3! complex, was simulated using
the same computational protocol. The systems were explicitly
solvated using TIP3P water in truncated octahedron boxes, with
sodium (Na+) and chloride (Cl!) ions corresponding to a salt
concentration of 0.2 M. For all the simulation boxes, minimiza-
tion was performed including 5000 steps of steepest descent
and 5000 steps of conjugate gradient. Then, the temperature
was increased from 0 to 300 K in a 30 ps thermalization run
(NVT), followed by a 1 ns equilibration performed in NPT
conditions. During the rest of the simulation, the temperature
was kept constant at 300 K using the Langevin thermostat with
a collision frequency gln equal to 1 ps!1. Particle Mesh Ewald
(PME) method was used to treat long-range interaction. During
the equilibration and production run phases, a cut off of 10 Å
was used. The bonds involving hydrogens were treated with the
SHAKE constraints algorithm. For both enantiomers, four
independent trajectories of 1 ms with different initial velocities
were run (thus 4 ms in total), while for P alone, only one of
500 ns. Cpptraj module was used to perform cluster analysis,
calculations of the distances and evaluation of surface accessible
solvent area (SASA). The binding free energy DGbind between P
and both enantiomers of the tris-dipicolinate complex was
evaluated through the attach-pulling-release (APR35) method
(see ESI†).

Results and discussion
NMR study

P was fully characterized in solution using 2D 1H–1H TOCSY,
NOESY, and 13C–1H HSQC experiments (the assignment of
proton shifts as well as the NMR spectra recorded on P are
shown in Fig. S1 and Table S1, ESI†) The ROESY spectra did not
show any correlation suggesting a stable secondary structure
(Fig. S2 and S3, ESI†). Four lanthanide ions (Terbium, Gadolinium,
Yttrium and Praseodymium) were then chosen to probe the
interaction process between P and [Ln(DPA)3]3!. A series of 2D
1H–1H TOCSY or 13C–1H HSQC spectra was acquired on a peptide
sample to which we added the lanthanide complex, for
[Ln(DPA)3]3! : P ratios ranging from 0.2 to 5 (Ln = Tb, Gd, Pr or Y).

We first used a Terbium complex to exploit the strong
paramagnetic shifts induced by this metal even at a long
distance.36 Upon addition of [Tb(DPA)3]3!, we indeed observe
a significant variation in most of the proton shifts in P (Fig. 2).
We find that the amplitude of this variation increases with the
amount of [Tb(DPA)3]3!. Although at the highest ratio some
proton signals are significantly broadened due to Paramagnetic
Relaxation Enhancement (PRE) induced by the Terbium center,
their assignment was still possible without any ambiguity (see
ESI† Table S2 for chemical shift and chemical shift variations of
all proton resonances). Overall, these data show that P and
[Tb(DPA)3]3! are interacting.

Moreover, the observation of a unique set of 1H–13C
correlations with a characteristic linear shift reflects a fast
exchange process between a free state and a bound state
resulting from the interaction between P and [Tb(DPA)3]3!.

We remind here that the paramagnetic shift dpara induced
for any proton in P by the interaction with a paramagnetic
complex is defined through the equation:

dpara = dbound
para ! dbound

dia (1)

where dbound
para is the chemical shift of the proton in the presence

of the paramagnetic complex and dbound
dia is the chemical shift in

the presence of the same complex incorporating a diamagnetic
lanthanide metal. dbound

dia accounts for the conformational
change induced in the molecule that is interacting with the
paramagnetic compound. Furthermore, dpara is the sum of two
contributions called Fermi contact and pseudo-contact shifts.
The Fermi contact comes from a through-bond interaction and
is negligible in most situations.36 Herein, the paramagnetic
shift may be interpreted as the pseudo-contact shift, which
depends both on the distance of the spin to the paramagnetic
center and on the orientation of the paramagnetic complex
with respect to the interacting molecule.37 For a fast exchange
process, dbound

para and dbound
dia can be determined by fitting the

model curve corresponding to the relevant interaction mechanism
to the shifts measured upon titration.38

Fig. 2 (a) 1H–13C HSQC spectra recorded on the peptide sample (blue),
and the peptide interacting with 0.5 (red), 1 (green) and 3 (purple)
equivalents of [Tb(DPA)3]3! (b) zoom on the region between 44 and
38 ppm for 13C. Assigned signals show some of the most significant
chemical shift variations.
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In the present case, we could model the observed shifts
evolutions by an equilibrium between a free and a ‘‘bound’’
form, which we refer to as 1 : 1 equilibrium. An average affinity
constant Kd = 8 ! 2 mM could be determined from the analysis
of the titration curves recorded for the different protons in P.
To confirm this result, praseodymium was selected to monitor
the evolution of the diffusion coefficient of the interacting
species upon addition of [Ln(DPA)3]3-. This method has proven
to be a complementary technique to chemical shift titration
experiments.25 The evolution of the observed diffusion coefficient
for the peptide is also in good agreement with a 1 : 1 equilibrium,
yielding a similar affinity constant value Kd = 7 mM. We note
however that it was not possible to exploit the diffusion data
recorded for the complex, because the overall high fraction of
the complex in the sample throughout the titration experiment
leads to a weak variation in the observed diffusion coefficient
for this molecule.

The analysis of the data recorded with the paramagnetic
Terbium complex allowed for determining the paramagnetic
shift in the bound form dbound

Tb . Finally, the same titration
experiment was carried out using [Y(DPA)3]3", which allowed
for determining the diamagnetic contribution dbound

Y in order to
throw off the contribution to the observed shift variation of the
conformational changes induced in P upon supramolecular
interactions (see ESI,† Table S3 and Fig. S4, S5 for the analysis of
titration and diffusion NMR experiments using a 1 : 1 equilibrium).
Fig. 3 shows the evolution of the apparent paramagnetic shift
dpara = dbound

Tb " dbound
Y that was determined for the different

protons in P when it is interacting with [Tb(DPA)3]3".
The largest dpara values are observed for Serine S1 protons,

followed by Lysine K5(e) and K5(d) protons, at the extremity of
the side chain, and Serine S3(HN) amide proton. We note
however that for Arginine R9 lateral chain, which is expected
to interact closely with the lanthanide complex,24 we observe a
rather weak dpara value. Two interpretations can be considered:
(i) Arginine R9 actually does not interact with the lanthanide
complex, or (ii) it is interacting, but a dynamic process averages
the paramagnetic shift that can be detected for this residue.

Furthermore, the Gadolinium complex was used to probe
Paramagnetic Relaxation Enhancements (PREs) throughout the
peptide structure. Although they do not induce any chemical
shift changes, Gadolinium ions are known to lead to strong

PREs that mainly depend on the distance between the nuclear
spin and the paramagnetic center. We have thus acquired
1H–13C HSQC experiments on a 1 mM peptide solution with
0, 0.2 and 0.4 equivalents of [Gd(DPA)3]3" to measure PREs over
a broad range of distances.39 The evolution of the peak ratio
Ipara/Idia calculated for the different C–H correlations belonging
to P is shown in Fig. 4, for two different numbers of equivalents
of [Na]3[Gd(DPA)3].

Overall, we observe that the Gadolinium complex in solution
induces a broadening of all the lines as reflected by the value of
the Ipara/Idia ratios that are all below 80%. We also note that this
broadening is not uniform. Some residues are indeed more
impacted than others as illustrated by the Ipara/Idia ratios
determined for 0.2 equivalent that show the disappearance of
the S1(a) and R9(g) protons signals. This increased PRE shows
that some proton sites have been in closer contact with the
paramagnetic center. The analysis of the PRE distributions at
0.2 and 0.4 equivalents thus suggests that residues S1 and R9
are directly interacting with the lanthanide complex, as well as
the region Y4–K5.

From the NMR study, we can conclude that we observe and
quantify the interaction between P and the lanthanide complex
[Ln(DPA)3]3", which gives rise to a fast exchange process on the
NMR timescale. The analysis of the PCS and PRE data highlight
three regions that are in close contact with the complex: S1,
Y4–K5, and R9. We remark however that the PCS values that are
obtained for some residues suggest that the flexibility of P
during the interaction process should be accounted for in order
to fully explain them. To gain further insight into this system,
in the following section we perform molecular dynamics
simulations to unveil the dynamic features of the interaction
process.

Molecular dynamics simulations of the decapeptide P and
impact of binding with [Ln(DPA)3 ]3"

We first explored the structure of the explicitly-solvated
decapeptide P to probe structural changes upon binding with
the ligand. This decapeptide features two residues with a
positively-charged side chain, Lysine K5 and Arginine R9
(boldfaced in green in Fig. 1). The decapeptide P that was used

Fig. 3 1H shifts variations dbound
Tb " dbound

Y determined for all observed
protons in P upon interaction with [Na]3[Ln(DPA)3] (Ln = Tb, Y).

Fig. 4 Relative intensity peak ratio (Ipara/Idia) in the 1H–13C HSQC spectrum
of a solution of 1 mM of P upon the addition of 0.2 (medium green) or 0.4
(dark blue) equivalents of [Na]3[Gd(DPA)3]. The intensity of the HSQC in the
absence of any lanthanide complex is considered a good approximation of
Idia. L7g is not shown because of a strong overlapping with K5d.
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in the NMR experiments is not capped at the N- and C-termini,
leading to –NH3

+ and –COO! terminal functional groups of
Serine S1 and Glycine G10 that also play a role in defining
the structure of P. Accordingly, P was left uncapped in our
simulations. With two positive charged residues, two uncapped
and polar ones prone to hydrogen bonding, P can be considered
as a good testcase to delineate a competition as one, two
(eventually the three) residues could interact with the carboxylate
arms of the dipicolinate moiety, as suggested by the experimental
NMR study.

As expected for an intrinsically-disordered peptide, P on its
own spans a large number of structures. This is reflected in the
distribution of the head-to-tail (Dh–t) interatomic distance
measured between the carbon atoms of the N- and C-termini
S1(a) and G10(a) with an average value of 17.2 " 5.7 Å (Fig. 5).
The third cluster provides an example of a more compact fold
of P, with a distance of 4.92 Å, owing to the formation of a salt
bridge between S1 and G10. This structure is representative of
the low-populated first peak at 5.5 Å (green line, Fig. 5).
Moreover, transient intermolecular hydrogen bonds between
O:S3# # #H:L7 and O:Y4# # #H:T6 contribute to the folding of the
decapeptide P.

The association between the tris-dipicolinate complex
(charged !3) and the decapeptide P was then probed by
molecular dynamics simulations, with two series of four
trajectories of 1 ms, one series for the D enantiomer and one
series for the L enantiomer, as reported in Table S4 (ESI†). The
decapeptide P offers a priori at least three anchorage points
upon interaction with [Y(DPA)3]3! to trigger its ‘‘wrapping’’
upon binding with the tris-dipicolinate lanthanide.

This fold can be seen by the decrease on the Dh–t value
(14.3 and 14.8 Å for the adducts P-D and P-L, respectively), as
reported in Fig. 5 and Table S4 (ESI†). The non-covalent
interactions between P and the tris-dipicolinate lanthanide
complex can also be quantified as associative by the decreasing
values of SASA of P with respect to the intrinsic value 1196 Å2

(P alone).
The most populated structures obtained from clusters

analysis (46.0% and 37.4% for the L and D enantiomers
respectively), shown on the left side of Fig. 6, correspond to

an interaction of the tris-dipicolinate complex with S1 and R9,
whereas the central lysine K5 is solvent exposed.

The other clusters, accounting more 40–50% of the total
population correspond to an alternation of S1, K5 and R9 as
two of them bind the tris-dipicolinate complex. Fig. 7 provides
the time evolution of three interatomic distances between the
lanthanide ion and the centers of mass of the three residues S1,
K5 and R9. It characterizes a highly dynamic association, as the
positively charged residues regularly swap to anchor the
lanthanide complex. Interaction with the N-terminal Serine S1
occurs through its uncapped –NH3

+ group, which is prone to
interact with a carboxylate oxygen of the tris-dipicolinate
complex (the oxygen not bounded to the lanthanide ion).
The binding of the lanthanide complex with R9 corresponds
to an electrostatic interaction, reinforced by a p-stacked mode
(see the third clusters in Fig. 6b and c). Interaction with the
lysine K5 involves its NH3

+ end group and the oxygen of the
carboxylate. It is interesting to note that only one cluster, only
for the D enantiomer, only weakly populated with an occupation
of 13.5%, features the three interactions at the same time. This
compact fold is barely observed for the L enantiomer.

This indicates that the decapeptide P is too short and too
dynamic to afford a stable association mode where the three-
positively charged groups bind the trianionic complex. Other
residues transiently do not interact, or interact sparsely, with
the tris-dipicolinate complex: Y4, the only aromatic residue of
P, opportunistically p-stacks with dipicolinate moieties (ca. 5%
over time). Several, competitive non-covalent interactions can
also trigger a partial folding with more compact conformations
of P: a p-stacking between Y4 and K5 (ca. 50% of the trajectory,
see Fig. S8, ESI†), and an hydrogen bond interaction between
O:S1# # #H:L7 and O:S1# # #H:T6.

The structural inspection at the microsecond time range
proves a highly dynamic and versatile interaction mode as
[Ln(DPA)3]3! interacts with P. Overall, we observe that the two
enantiomers of the lanthanide complex behave structurally very
similarly upon association with P. This is confirmed by the
calculated absolute free energy DGbind, which is found similar
for the two enantiomers, with values of !5.0 " 0.6 and !6.3 "
0.7 kcal mol!1 (see Table S4, ESI†).

Discussion
At this step it is interesting to draw up the overall landscape of the
interaction process, as it can be addressed by the combination of
NMR spectroscopy and MD simulations. On the one hand, it
should be noted that both approaches have identified 3 major
interaction sites along P that are residues S1, K5 and R9, but also a
contribution from the Tyrosine Y4. In particular, there is a good
agreement on the fact that S1 is interacting via the NH3

+ group on
its backbone, whereas for K5 and R9 their sidechain is coming
into play. This atomic scale analysis is validated by both the
distances measurements reported by MD, and the PCS and PRE
perturbations probed by NMR. On the other hand, NMR and MS
offer a complementary insight into the dynamic features of these

Fig. 5 Overall simulation time head–tail distance Dh–t in Å, between the
carbon atoms of S1(a) and G10(a), reported as normalized histograms. The
systems are represented as follows: red line for P-D, orange line for P-L
and green line for the peptide P isolated.
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supramolecular interactions. From the NMR point of view, the
data extracted from the titration experiments are consistent with a
1 : 1 equilibrium in the fast exchange regime. Moreover, MD
simulations suggest that this ‘‘bound’’ state should not be seen
as a rigid, unique adduct, but results from a dynamic association
between the lanthanide complex and P. The computed trajectories
describe an interaction scenario with one highly populated
structure (for each enantiomer) where [Ln(DPA)3]3! interacts with
S1 and R9, and a series of less populated –transient – structures
corresponding to weaker interaction modes, where the complex
alternatively interacts with S1, K5 and R9. This dynamic picture is
useful to qualitatively explain the fluctuations in the PREs that
were determined using the gadolinium complex.

In Fig. 8, the relative peak-intensity ratio (I(para)/I(dia)),
which reflects the PRE, is plotted as a function of the distance
to the lanthanide center for the different proton sites in the
peptide. It is noticeable that the protons with the strongest
attenuation (hence the highest PRE value) are located on parts
of the residues S1 and R9 that are directly interacting with the
lanthanide complex in the most populated structure.
Conversely, for the residues S3, T6, L7, P8 which are not key
actors of the interaction process, we see higher ratios, with the
general trend of the longer the distance, the higher the ratio
(hence the smaller the PRE value). It is interesting to note that a
third group of protons can be highlighted for K5 and Y4, with a
longer mean distance and a rather small peak-intensity ratio.
These protons belong to the side chain of these residues that
are interacting with the complex.

The rather small value of their peak-intensity ratio can be
interpreted as arising from the fact that these protons spend
time in close contact with the gadolinium metal, whereas the
mean distance value that is rather long for such peak-intensity
ratio, can be explained by the fact that they belong to a highly
flexible region of P, which explores a broad conformational space.

From these observations, it can be assumed that if on the
time scale of the NMR experiment this system can be seen as
1 : 1 equilibrium undergoing a fast exchange process, MD
simulations allow for addressing the fate of the ‘‘bound’’ state
on a shorter time scale. The positioning of Tyrosine Y4 is
interesting in that respect: our MD simulations characterize a
p–cation interaction with the Lysine K5 side chain, with a low
proximity to the lanthanide center (conformations for which
the interatomic distance towards the center of mass of the
Tyrosine Y4 is lower than 8 Å are populated to 10.0%). Even
with a low population, such structures (shown in Fig. S9, ESI†)
could explain the signals observed on the NMR experiments.
The dynamic association between the lanthanide complex and
the peptide P leads to an averaging of the NMR measurements
that can be performed on this ‘‘bound’’ state, as it is illustrated
by the affinity constant that can be extracted from titration
experiments. We note that such averaging of PCS and PRE
values upon interaction with a flexible system has already been
reported.40 The experimental Gibbs energy that can be evaluated
from this affinity constant (DG = !2.9 " 0.2 kcal mol!1), and the
agreement with the computational estimation (!5.0 and
!6.3 kcal mol!1) is encouraging: the overestimation based on

Fig. 6 Four representative structures for P, isolated, interacting with the D or L enantiomer of [Y(DPA)3]3! obtained from cluster analysis of all
trajectories (population percentages are given in brackets). The water box and part of the hydrogen atoms are omitted for the sake of clarity. The
lanthanide central ion is shown as a green sphere, the dipicolinate ligands are shown in red.
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all-atom MD simulations is expected here, due to the lack of
polarizable force fields or the lack of sampling non-bounded
states. A more integrated view on the free energy signature
of peptide/lanthanide adduct will require more advanced
exploration.

Conclusions
We report a combined NMR-molecular dynamics exploration of
the highly dynamical association of a test decapeptide with the
[Ln(DPA)3]3! complex. Unlike what one could have anticipated,
even this electrostatically driven system presents a non-trivial
association mode, highly dynamic, which can be captured by
the crosstalk between molecular dynamics and paramagnetic
NMR. On the ns to ms timescale, MD simulations reveal that 3
residues in the peptide interact non-simultaneously with the
lanthanide complex, leading to one main structure alternating
with less populated ‘‘bound’’ states with higher flexibility.
These transient states are interconverting rapidly on the time-
scale that is relevant to NMR, hereby leading to the observation
of an average ‘‘bound’’ state that is itself in fast exchange with a
free state. Such complex picture of a supramolecular
interaction process can only be addressed by the combination
of NMR and MD, which both offer an atomic resolution insight
of the interacting species, on complementary timescales.

We believe that this approach will be useful to address more
complex supramolecular systems such as the nucleation steps
that are preceding several aggregation or crystallization processes,
because they involve transient species that can neither be
captured in solution before the nucleation starts, These results
open the way to the study of a broad range of molecular
scaffolds, from proteins to amyloid peptides, where MD
simulations could become an interesting way of pre-screening
new systems before carrying out an NMR exploration. The
development of methods to increase the analytical potential
of this approach is in progress in our groups.
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Solid-state versus solution investigation of a
luminescent chiral BINOL-derived bisphosphate
single-molecule magnet†
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The enantiopure coordination polymer [Dy(hfac)3((S/R)-L)]n ([(S/R)-1]n) involving a BINOL-derived bispho-

sphate ligand (S/R)-L is reported. Paramagnetic NMR and computational investigations demonstrated the

formation of mononuclear species [(S/R)-1] in CH2Cl2 solution and its optimized structure was deter-

mined. The experimental electronic circular dichroism signals of (S/R)-L were strongly enhanced after

metal coordination [(S/R)-1]. Both polymeric and mononuclear structures displayed field-induced Single-

Molecule Magnet (SMM) behaviour with similar multi-relaxation processes due to the retention of crystal-

field splitting determined by CASSCF calculations, despite the strong structural transformation between

the two media. The HOMO → LUMO transition of the (S)-L ligand induced the classical Dy(III) emission at

77 K that was correlated with the magnetic properties. [(S)-1]n is described as one-dimensional assembly

of chiral luminescent Single-Ion Magnets (SIMs).

Introduction
In recent decades, scientific communities have been investi-
gating molecular materials because of their multiple physical
properties especially when more than one is displayed in a
unique system. Such a system is called a multifunctional or
multiple-property molecular material.1–8 One of the most
studied properties in molecular materials is probably
chirality.9–12 In fact chiral molecular materials display specific
physical and chemical properties such as multiferroic
effects, asymmetric catalysis…opening up the field of
applications.13–16 Moreover the combination of two properties
such as chirality and magnetism, for example in chiral mole-
cular magnets, can lead to the observation of a third property
i.e. magneto-chiral anisotropy.17–27

Since the discovery in 2003 of the Single-Molecule Magnet
(SMM) behaviour for a mononuclear complex of Tb(III),28 the
molecular magnetism field has been dominated by the investi-
gation of lanthanide-based SMMs.29–37 SMMs are nanomag-
nets presenting blocking reversal magnetization up to 80 K
(ref. 38) attracting great interest for potential applications in
high density data storage.39,40 At low temperature, SMMs are
able to display quantum properties opening the doors to
several other applications in molecular spintronics,41–45

quantum computing46–50 and magneto-optics.51

In addition, one of the advantages in using lanthanide ions
is their specific luminescence which can be seen as a finger-
print of the ground level crystal-field splitting and thus can be
correlated with magnetic properties.52–65 Combining the two
properties, luminescence of lanthanides and chirality, multi-
property SMMs were recently reported such as luminescent
chiral SMMs,66 ferroelectric SMMs,67–71 or magneto-chiral
SMMs72 but examples remain scarce. In these examples, the
chirality mainly arises from the ligands which play crucial
roles in the sensitization of the emission properties and the
optical activity. In order to optimize the latter properties, one
strategy consists of using chiral ligands with an high optical
activity and extended π-conjugated systems such as [n]-heli-
cenes73 and binaphthyl derivatives.74 The former was used by
some of us to produce chiral SMMs75–77 and singlet oxygen
photosensitizers78 while binaphthyl derivatives are well-known
for enantioselective Diels-Alder reactions79–84 and were
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and crystallographic data in CIF or other electronic format see DOI: 10.1039/
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recently described for Circularly Polarized Luminescence
(CPL).85–87

In this article, enantiopure forms of the BINOL-derived
bisphosphate (S/R)-L (Chart 1) were used to link Dy(hfac)3

units (hfac− = 1,1,1,5,5,5-hexafluoroacetylacetonate) to form
solid-state enantiopure coordination polymers of the formula
[Dy(hfac)3((S/R)-L)]n, called here ([(S/R)-1]n), whereas a mono-
meric form [(S/R)-1] was formed in solution. Deep magnetic
and optical investigations were carried out showing 1D assem-
bly of luminescent field-induced-SMMs and Single-Ion
Magnets (SIM) respectively in solid-state and solution.
Coordination of the lanthanide units induced strong enhance-
ment of the electronic circular dichroism contributions at low
energy in solution.

Experimental
The precursors M(hfac)3·2H2O (hfac− = 1,1,1,5,5,5-hexafluoro-
acetylacetonate anion)88 and the (S/R)-L ligand89 were syn-
thesized following previously reported methods. All the other
reagents were purchased from Merck Co., Inc. and used
without further purification.

Synthesis of the complex [M(hfac)3((S/R)-L)]n (M = Dy [(S/R)-1]n,
Eu [(S/R)-2]n, and Y[(S)-3]n)

0.04 mmol M(hfac)3·2H2O (32.8 mg for M = Dy, 29.8 mg for
M = Y and 32.4 mg for M = Eu) were added into a solution of
30.0 mg of (S)-L or (R)-L (0.04 mmol) in 2 mL of CH2Cl2. After
15 minutes of stirring, 80 mL of hexane were layered. After
several days, the solution was slowly evaporated leading to a
colorless and microcrystalline solid. Yield 56.4 mg (92%) for
[(S)-1]n, 42.3 mg (69%) for [(S)-2]n, 43.9 mg (72%) for [(S)-3]n.
Anal. Calcd (%) for C59H35DyF18O14P2: C 46.15, H 2.28; found:
C 46.09, H 2.39.; C59H35EuF18O14P2: C 46.46, H 2.30; found: C
46.09, H 2.40. C59H35YF18O14P2: C 48.47, H 2.40; found: C
49.01, H 2.44. I.R. (KBr, range 3200–400 cm−1): 3136 (w), 3080

(w), 3068 (w), 2964 (w), 1656 (s), 1627 (w), 1591 (m), 1558 (m),
1526 (m), 1501 (s), 1489 (s), 1456 (w), 1432 (w), 1363 (w), 1348
(w), 1254 (s), 1191 (s), 1143 (s), 1102 (m), 1079 (m), 1029 (s),
1015 (s), 1005 (m), 994 (m), 961 (m), 951 (m), 902 (w), 875 (w),
869 (w), 850 (w), 821 (m), 807 (m), 796 (m), 779 (m), 763 (m),
753 (m), 740 (w), 704 (w), 686 (m), 662 (m), 615 (w), 585 (m),
558 (w), 554 (w), 526(w), 517 (w), 502(w), 495 (w), 482 (w), 464
(w) and 457 (w) cm−1. For [(R)-2]n, slow evaporation from
CH2Cl2/hexane led to single crystals which were suitable for
X-ray studies.

Materials and methods
Single crystal X-ray structure analysis

A single crystal of [(R)-2]n was mounted on a APEXIII D8
VENTURE Bruker-AXS diffractometer for data collection (MoKα

radiation source, λ = 0.71073 Å), from the Centre de
Diffractométrie (CDIFX), Université de Rennes 1, France. The
structure was solved by direct methods using the SHELXT
program90 and refined with a full matrix least-squares method
on F2 using the SHELXL-14/7 program.91 Crystallographic data
are summarized in Table S1.† Complete crystal structure
results as a CIF file (CCDC 1980770†) including bond lengths,
angles, and atomic coordinates are deposited as the ESI.†

Physical measurements

The elemental analyses of the compounds were performed at
the Centre Régional de Mesures Physiques de l’Ouest, Rennes.
Absorption spectra were recorded on a JASCO V-650 spectro-
photometer in diluted solution, using spectrophotometric
grade solvents. Electronic circular dichroism (ECD) was
measured on a Jasco J-815 Circular Dichroism Spectrometer
(IFR140 facility – Biosit-Université de Rennes 1). Emission
spectra were measured using a Horiba-Jobin–Yvon Fluorolog-3
fluorimeter. The steady-state luminescence was triggered using
unpolarized light from a 450 W xenon continuous wave (CW)
lamp and detected at an angle of 90° by using a Hamamatsu
R928. For low temperature measurements, samples were
placed in 4 mm quartz tubes and set into a quartz tube filled
with liquid nitrogen. The magnetic susceptibility measure-
ments were performed on solid polycrystalline samples
immobilized in Teflon pellets to prevent any orientation of the
crystallites with the magnetic field. The dc magnetic suscepti-
bility measurements were performed with a Quantum Design
MPMS-XL SQUID magnetometer between 2 and 300 K in an
applied magnetic field of 0.02 T for temperatures of 2–20 K,
0.2 T for temperatures of 20–80 K and 1 T for temperatures of
80–300 K. The ac magnetic susceptibility measurements were
performed on a Quantum Design MPMS-XL SQUID for fre-
quencies between 1 and 1000 Hz and Quantum Design PPMS
magnetometers for frequencies between 50 and 10 000 Hz.
These measurements were all corrected for the diamagnetic
contribution as calculated with Pascal’s constants.

Chart 1 Molecular structure of the ligand (S)-L.
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NMR experiments
1H NMR spectra were acquired on a 400 MHz Bruker Avance III
HD spectrometer equipped with a nitrogen-cooled Prodigy
cryoprobe. The ligands and the complexes were solubilized in
CDCl3. 3 mm diameter NMR tubes were used to avoid convec-
tion issues (Fig. S4 and S5†). All the chemical shifts are given
in Table S5.† Diffusion experiments were performed with a
diffusion time Δ of 50 ms. Sine shaped pulse field gradients
were used with a length δ of 1.5 ms and the gradient intensity
was linearly incremented from 0.96 to 45.18 G cm−1 over 30
experiments (Fig. S6†). The temperature was regulated at
298 K. Diffusion curves were fitted using the Dynamics Centre
software implemented in Topspin (Bruker). T1 measurements
were performed using the inversion recovery sequence. 16 K to
128 K points were acquired for a spectral width of 14 to
200 ppm. The relaxation delay was set between 2 and 10 s. 8 or
10 experiments were performed with a delay t varying between
10 ms and 1 or 10 s depending on the paramagnetism of the
sample. 31P NMR data were acquired on a 300 MHz Bruker
Advance III HD spectrometer equipped with a broadband
BBFO probe. A pulse sequence with power-gated decoupling
was used, with 128 scans, an acquisition time of 0.67 s and a
relaxation delay of 2 s (Fig. S7†).

Computational details

DFT geometry optimizations and TD-DFT excitation energy cal-
culations of the ligand (S)-L were carried out with the
Gaussian 09 (revision A.02) package92 employing the
PBE0 hybrid functional.93,94,103 All atoms were described with
the SVP basis sets.95 The first 50 monoelectronic excitations
were calculated. In all steps, a modelling of bulk solvent
effects (solvent = dichloromethane) was included through the
Polarizable Continuum Model (PCM),96 using a linear-
response non-equilibrium approach for the TD-DFT step.97,98

The solution structures [(S/R)-1 ] were obtained using
DFT calculations with the Amsterdam Density Functional
(ADF) software package.100–102 These calculations employed
the hybrid functional PBE093,94,103 (Perdew-Burke-Ernzerhof)
containing 25% of exact exchange in combination with the
triple-ζ STO all-electron basis set with two polarization func-
tions for all atoms (TZ2P)104 and included scalar relativistic effects
via the Zeroth-Order Relativistic Approximation (ZORA).105 Solvent
effects were taken into account by using the Conductor-Like
Screening Model (COSMO)106 with a dielectric constant of 4.8
to model chloroform. To avoid convergence issues, the para-
magnetic Dy(III) ion was replaced by a diamagnetic Lu(III) ion
for these structural optimizations.

The isotropic 1H NMR chemical shifts were calculated with
the NMR107 module as implemented in ADF and are given
with respect to tetramethylsilane (TMS). In the case of the
paramagnetic complex, the pseudo-contact shifts (δPCS) were
calculated using the point-dipole approximation as follows:108

δPC ¼ 1
12πr3 Δχax 3cos2θ " 1

! "
þ 3

2
Δχrhsin2θcos2ϕ

# $

in which r is the vector connecting the Dy(III) ion and the
probed nucleus, Δχax and Δχrh represent the axial and
rhombic magnetic susceptibility anisotropy determined from
the wavefunction theory calculations (see below), and θ and ϕ
are the polar angles defining the position of the probed
nucleus with respect to the frame of the magnetic suscepti-
bility tensor.

The wavefunction theory (WFT) calculations for the solid-
state structures were realized on the model complex of [(R)-2]n
(Fig. 1). The atomic positions were extracted from the X-ray
crystal structure of [(R)-2]n and only one Dy(III) ion was taken
into account (n = 1). The optimization of the hydrogen and
fluorine positions, while other atomic positions were kept
frozen, has been carried out on the Y(III) parent molecule by
Density Functional Theory (DFT) as implemented in the
Gaussian 09 (revision D.01) package92 using the PBE0 hybrid
functional.94,103 The “Stuttgart/Dresden” basis sets and
effective core potentials were used to describe the yttrium
atom99 while other atoms were described with the SVP basis
sets.95 The WFT calculations were carried out with the help of
the OpenMolcas software package.109 In these calculations, the
complete active space self-consistent field110 (CASSCF)
approach was used to treat the static correlation effects arising
from the partially filled 4f shell of the Dy(III) ion. The second-
order Douglas-Kroll-Hess111–114 scalar relativistic (SR)
Hamiltonian was used to treat the scalar relativistic effects in
combination with the all-electron atomic natural orbital relati-
vistically contracted (ANO-RCC) basis set from the Molcas
library.115–117 The basis sets were contracted to the triple-ζ
plus polarization (TZP) quality for the Dy, P and O atoms
bonded to the lanthanide (Dy = 25s22p15d11f4g2h/
8s7p4d3f2g1h; P = 17s12p5d4f2g/5s4p2d1f; O = 14s9p5d3f2g/
4s3p2d1f), and to the double-ζ quality for the rest of the O
atoms and H, C and F atoms (H = 8s4p3d1f/2s; C =
14s9p5d3f2g/3s2p, and F = 14s9p5d3f2g/3s2p,). The calcu-
lations employed the state-averaged formalism at the SR level
by taking into account the 21 sextet, the 224 quartet and the
490 doublet spin states arising from the 9 electrons spanning
the seven 4f orbitals (i.e. CAS(9,7)). The spin-orbit coupling
(SOC) was then introduced within a state interaction on the
basis of calculated SR states using the restricted active space
state interaction (RASSI) approach.118 Herein the SOC matrix is
diagonalized using the calculated 21 SR sextet, 224 SR quartet
and the 98th lowest SR doublet spin states. The EPR g-factors
were calculated according to ref. 119 as implemented in the

Fig. 1 Molecular structure of the one-dimensional polymer
[Eu(hfac)3((R)-L)]n [(R)-2]n. Hydrogen atoms are omitted for clarity.
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RASSI module of OpenMolcas, whereas the magnetic suscepti-
bility and magnetization calculations were performed using
the Single-Aniso module of OpenMolcas as detailed in ref. 120.
The dipole–dipole interaction117 between two magnetic
centers 1 and 2, bearing the magnetic moment μ1 and μ2

respectively, is described as

Hdip ¼ "
1

R3
12
μ1 # μ2 " 3 μ1 #~r12ð Þ μ2 #~r12ð Þ

where R12 corresponds to the distance between the magnetic
centers and ~r12 stands for the unit vector along the 12
direction.

Results and discussion
Structural description

[Eu(hfac)3((R)-L)]n [(R)-2]n. It crystallizes in the chiral ortho-
rhombic space group C2221 (no. 20) (Table S1†) and its asym-
metric unit is composed of one (R)-L ligand and one Eu(hfac)3

moiety. The Eu(hfac)3 moieties are linked by the (R)-L ligands
acting as a bridge through the two PvO groups to form a one-
dimensional structure (Fig. 1 and S1†). The Eu(III) ion is sur-
rounded by eight oxygen atoms coming from three hfac−

anions and two PvO groups coming from two different (R)-L
ligands. The arrangement of the ligands around the central Eu
(III) ion leads to a distorted square antiprism coordination
polyhedron (D4d symmetry, SAPR-8 = 0.300). The deviations
from the ideal symmetries are determined by SHAPE121 ana-
lysis (Table S2†). The Eu–Ohfac bond lengths (2.395(9) Å) are
found to be slightly longer than the Eu–OPvO bond lengths
(2.372(9) Å). The PvOO–Eu–OPvO angle is equal to 145.4(3)°. At
this point, it could be important to note that one of the two L
ligands presents two disordered positions with 74/26 occu-
pancies. The average angle value between the planes formed
by the naphthyl groups is 100.9(2)°. The crystal packing
(Fig. S2†) highlights both π-CH interactions and F⋯H contacts
to ensure the cohesion of the crystal but no π–π stacking has
been found. The shortest intra-chain Eu–Eu distance is equal
to 12.65(2) Å while the shortest inter-chain Eu–Eu distance is
determined in the same range with a value of 11.47(2) Å.

[Dy(hfac)3((S)-L)]n [(S)-1]n. No single crystals of satisfactory
quality for X-ray diffraction studies could be obtained. Thus
the phase purity for the Dy(III) analogue was checked by
powder X-ray diffraction at room temperature. This study con-
firmed that the single crystal structure of [(R)-2]n corresponds
to the bulk material and its phase purity. Fig. S3† displays the
excellent agreement between the experimental and simulated
(from single crystal data) patterns allowing to conclude that
[(S)-1]n is pure and isomorphous to [(R)-2]n.

NMR studies

The significant solubility of the [(S/R)-1]n derivative in classical
organic solvents prompted us to undertake a complete NMR
study in order to definitively prove that the polymeric structure
observed in the solid state was destroyed and replaced by

smaller molecular weight oligomers or monomers as pre-
viously suggested but not fully demonstrated.86 The 1H NMR
spectrum in CDCl3 solution (Fig. 2) reveals a single set of 13
well resolved signals indicating that the solution structure
retained a symmetry of the BINOL derivative (equivalence of
naphthyl protons). The relaxation times (Table S3†) are found
to be rather short, in the range of 1–80 ms, depending on the
proximity of the proton to the strongly paramagnetic Dy(III)
central ion. We have also evaluated the size of the molecular
species in solution that resulted from the dissolution of the
[(S/R)-1]n derivatives, through the measurement of their
diffusion coefficient. NMR experiments using pulsed gradient
spin-echo (PGSE) are known as accurate tools to address this
question. These methods have been recently successfully
extended to paramagnetic species.122 However, we recently
demonstrated that paramagnetic complexes inducing too fast
relaxation processes (T1 < 10 ms) do not allow nuclear spin
polarization to survive over typical diffusion delays inherent to
the PGSE method.123 To tackle this drawback the dysprosium
derivative was bracketed by europium [(S)-2]n and yttrium [(S)-
3]n analogues featuring larger and smaller ionic radius,
respectively. Their NMR spectra (Fig. S4 and S5†) indicate a
similar behavior in solution and the relaxation times of the
protons in the range of 1–2 s for the diamagnetic Y(III) deriva-
tive and of 0.14–1.6 s for the weakly paramagnetic Eu(III) are
now fully compatible with diffusion experiments (Table S4†).
The diffusion coefficients of the free ligand and the related
Y(III) and Eu(III) complexes were measured (see the
Experimental section for details) (Table 1) and allow us to esti-
mate the size of the solution species thanks to eqn (1):124,125

D ¼
kBT

3α
2
þ 1

1 þ α

! "

6πη
ffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffi

3MW
4πρeff NA

3

r with α ¼
ffiffiffiffiffiffiffiffiffiffiffi
MWS

MW
3

r
ð1Þ

where MWs and MW represent the molecular weight of the
solvent and the solute, respectively, η is the viscosity of the
solvent, and kBT is the thermal driving force at a temperature
T. The main hypothesis of this formula concerns the ρeff

Fig. 2 (Bottom) Assigned 1H NMR (400 MHz) spectrum of [(S)-1] in
CDCl3 at room temperature, with expansion of the central region (top).
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empirical parameter representing the effective density of an
organic molecule, estimated to be 619 kg m−3.125 In the case
of the free organic ligand (S)-L, a diffusion coefficient Dobs =
760 µm2 s−1 was found in line with what is expected for a
unique species with a molecular weight MW = 750 g mol−1

leading to a calculated diffusion coefficient Dcalc = 753 µm2 s−1

according to eqn (1) (Table 1). In the case of the complexes the
experimental diffusion coefficient was measured as Dobs =
675 µm2 s−1 for [(S)-2] (Fig. S6†) and Dobs = 673 µm2 s−1 for
[(S)-3]. As expected these values are lower than those of the
free ligand because the molecular mass of the complexes is
higher. However, these experimental diffusion coefficients are
higher than that calculated using eqn (1) and the hypothesis
of a monomer formation (Table 1). A fortiori, any larger oligo-
mers (e.g. dimer in Table 1) will lead to even lower calculated
diffusion coefficients and consequently the formation of a
monomer in solution is the most probable scenario.
Differences between the experimental and calculated diffusion
coefficient values have already been described in the literature
and can be ascribed to the empirical effective density para-
meter determined in the case of organic molecules.122 For
coordination complexes containing heavy atoms especially in
the case of lanthanide ions, the ρeff parameter in eqn (1) is
expected to be largely underestimated, hence yielding an
underestimated calculated diffusion coefficient as is the case
here. In conclusion, this NMR solution analysis suggests that
the polymeric structure observed in the solid state is no longer
conserved in solution and that a monomeric complex of
formula [M(hfac)3((S)-L)], denoted [(S)-1,2,3], is formed, where
(S)-L acts as a bidentate ligand. The complete assignment of
the [(S)-1] 1H NMR spectrum was then undertaken (Fig. 2). As
the 2D COSY correlation and relaxation time (T1) measure-
ments were not sufficient for a full assignment, we decided
first to study the NMR spectra obtained by dissolution of the
europium [(S)-2] and yttrium [(S)-3] analogues in CDCl3,
having, respectively, a lower paramagnetism and no paramag-
netism. Complete attribution was easily obtained for [(S)-2,3]
thanks to 2D COSY and 13C HSQC (Table S5†). These data
were used as a starting point to assign [(S)-1] using a compara-
tive method (eqn (2)) described by Di Bari and co-workers to
interpret the value of the experimentally measured
shifts δExp

i :126

δExp
i ð½Dy#Þ ¼ δdia

i þ K ' δPCS
i ð½Eu#Þ ð2Þ

where δdia
i is the diamagnetic contribution determined by the

spectrum of [(S)-3] and δPCS
i ([Eu]) represents the pseudo-contact

shift contribution determined in the case of [(S)-2]. The assign-
ment of [(S)-1] was checked by plotting the pseudo-contact shift
contribution of [(S)-1] versus that of [(S)-2] leading to the expected
linear relationship (Fig. S8†). The complete assignments of
[(S)-1,2,3] are given in Table S5.† Thus, in the 1H NMR spectrum
of [(S)-1] the resonance at δ = 98.2 ppm can be unambiguously
assigned to the three hfac− protons and the 12 remaining signals
correspond to the ligand featuring an average two-fold symmetry
in solution (12 signals are observed for 24 protons).

Starting from the hypothesis that such a polymeric struc-
ture is transformed into a monomeric structure in solution,86

DFT calculations were carried out in order to unravel the struc-
ture of such a monomer (see Computational details). The
result of the optimized structure for the solution complex
[(S)-1] is depicted on the top of Fig. 3. To confirm the close-
ness of the calculated structure with respect to the experi-
mental one, proton chemical shifts (δCalc.) of the yttrium ana-
logue and paramagnetic pseudo-contact shifts (δPCS) in the Dy-
based complex were calculated and compared to the experi-
mental values (see Tables S6 and S7†). The calculated 1H
chemical shifts are found in good agreement with the experi-
mental data for the diamagnetic Y(III) complex and confirm
the presence of a 2-fold symmetry. In the paramagnetic Dy(III)
complex, numerical agreement is not achieved with the experi-
mental δPCS, which is strongly overestimated by the calcu-
lations and particularly for the phenyl groups of the ligand.
However, the sign and relative magnitude between the shifts
are reproduced when using the averaged values. For instance,
the proton δPCS of the hfac− ligands is calculated at +109 ppm,
while experimental shifts are measured at +92 ppm. The large
deviations arise from the static picture of the calculation versus
the dynamic picture of the measurements in solution. Indeed,
as is visible in Fig. S9,† the magnitude of the δPCS is strongly
related to the magnetic anisotropy of the complex and the
orientation of the molecule with respect to the magnetic axes.
One can therefore conceive that the solution complex [(S)-1]
exhibits free rotation of the phenyl groups, leading to averaged
measured NMR values for these atoms.

Static magnetic properties

The experimental temperature dependence of χMT for [(S)-1]n
is presented in Fig. 4. At room temperature χMT is equal to

Table 1 Molecular weight (MW) and diffusion coefficients calculated according to eqn (1) (Dcalc) for the ligand (S)-L and for a monomer or a dimer,
and measured by NMR (Dobs) for the ligand (S)-L and for the Europium and Yttrium complexes [(S)-2] and [(S)-3] in solution in CDCl3

(S)-L

[(S)-Ln]n

[(S)-1] Ln = Dy [(S)-3] Ln = Y [(S)-2] Ln = Eu

n = 1 n = 2 n = 1 n = 2 n = 1 n = 2

MW 751 1534 3068 1461 2922 1524 3048
Dcalc (µm2 s−1) 753 ± 113 544 ± 82 405 557 414 547 406
Dobs (µm2 s−1) 760 ± 8 nd 673 ± 8 675 ± 8
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13.91 cm3 K mol−1 which is in good agreement with 14.17 cm3

K mol−1 expected for the 6H15/2 ground multiplet.127 On
cooling down to 2 K, the thermal depopulation of the ligand
field sublevels leads to a monotonic decrease of χMT which
reaches 11.75 cm3 K mol−1 at 4.5 K before showing a slight
increase at the lowest temperatures. This increase below 4.5 K
could be assigned to ferromagnetic dipolar interaction
between the magnetic moment of the Dy(III) ions as already
observed for other Dy(III) systems.75 The field-dependence of
magnetization measured at 2 K is depicted in the inset of
Fig. 4. It showed classic behaviour for a Dy(III) ion in molecular
systems. In fact, at 5 T, the value of the magnetization reaches
5.12Nβ which is far from the expected saturated values of 10Nβ
for one Dy(III) in the absence of magnetic anisotropy but
matches well with the stabilization of the MJ = ±15/2 Kramers

doublet (5Nβ). The inset of Fig. 4 depicted also the field-
dependence of magnetization measured at 2 K for [(S)-1]
(frozen CH2Cl2 solution) with a similar behaviour to [(S)-1]n.

Dynamic magnetic properties

The ac magnetic susceptibility for [(S)-1]n was measured using
the same immobilized crunched single crystals as for dc
measurements while such measurements for [(S)-1] were per-
formed using a 0.03 M frozen CH2Cl2 solution of [(S)-1]n. The
out-of-phase component, χ″M, of the ac susceptibility passes
through a maximum at 7000 Hz at 2 K in zero external dc field
for [(S)-1]n (Fig. S10†). Such a maximum is shifted to higher
frequencies with temperature and the relaxation time (τ) has
been extracted with an extended Debye model (see ESI,
Fig. S11, Table S8†). The thermal dependence of the magnetic
relaxation time in a zero applied magnetic field was fitted
taking into account the quantum tunnelling of the magnetiza-
tion (QTM), and Raman processes (τ−1 = τTI

−1 + CTn).128 The
best fits were obtained considering the following parameters:
C = 34.6(5) s−1 K−n and n = 4.23(79), τTI = 2.01(10) × 10−5 s
(Fig. S12†). The normalized Cole–Cole plot shows that the out-
of-phase component of the magnetic susceptibility represents
75% of [(S)-1]n at zero magnetic field (Fig. S13†). The appli-
cation of a constant magnetic field shifts the maximum of χ″M

to a lower frequency. Nevertheless, two contributions were
observed as soon as the applied magnetic field value reached
500 Oe (Fig. 5 and S14†) and the value of 1000 Oe was selected
(value at which the two relaxation contributions are both at
the lowest frequency and without saturation effects). At 1000
Oe, both in-phase, χ′M, and out-of-phase components of
[(S)-1]n show a frequency and temperature dependence (Fig. 6
and S15†). The temperature dependence of the relaxation time
of the magnetic susceptibility was extracted fitting simul-

Fig. 4 Thermal dependence of χMT for [(S)-1]n (solid-state measure-
ments) (black circles). Inset: field variation of the magnetization
measured at 2 K for [(S)-1]n (solid-state measurements) (black squares)
and [(S)-1] (CH2Cl2 C = 3 × 10−2 mol L−1 solution measurements) (blue
squares). Black and blue lines correspond to the ab initio computational
results obtained with the solid-state and solution model compounds,
respectively (see text for details).

Fig. 3 (a) Optimized structure of [(S)-1]n (n = 1) expected in CH2Cl2
solution and (b) the model used for quantum calculations in solid-state.
Orientations of the principal magnetic axis computed for [(S)-1] (top)
and [(S)-1]n (bottom) are represented.
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taneously χ′M and χ″M with an extended Debye model
(Fig. S16†). For the 2–3.5 K temperature range, the two contri-
butions were taken into account while for T ≥ 4 K only one
contribution was considered. The relaxation time of the mag-
netization (τ) for the low frequency (LF) contributions can be
fitted using the thermally dependent Raman process (τ−1 =
CTn) and Direct process (τ−1 = ATHm with m fixed to 4) while
the high frequency (HF) contribution could be fitted by a
Direct process only. The best fits were obtained considering
the following parameters: C = 0.12(9) s−1 K−n, n = 6.10(48) and
A = 8.87(36) × 10−12 Oe−4 K−1 s−1 s for the LF contribution; A =
9.44(10) × 10−10 Oe−4 K−1 s−1 for the HF contribution (Fig. 7).
For H = 0 Oe the main magnetic relaxation process is the QTM
with significant Raman contribution for T > 5.5 K (Fig. S12†)
while for H = 1000 Oe the main magnetic relaxation is the
Raman with a Direct contribution for T < 2.5 K (Fig. S17†). The
LF and HF contributions could be attributed to Dy(III) ions in
different coordination environments129,130 or crystallographi-
cally independent Dy(III) ions131 but also to the presence of sig-
nificant dipolar interaction.132 In the present case, the pure
phase of [(S)-1]n involved only one Dy(III) centre and the fre-
quency dependence of the magnetic susceptibility was investi-
gated at a field high enough to cancel the dipolar interaction.
Thus the presence of both LF and HF contributions might be
attributed to (i) the structural disorder of one of the two co-
ordinated ligands even if the second coordination sphere is
affected133,134 and (ii) an intramolecular mechanism of mul-

Fig. 5 Frequency dependence χ’’M at 2 K in the 0–3000 Oe field range
for [S-1]n (top) and [(S)-1] (frozen CH2Cl2 solution C = 3 × 10−2 mol L−1,
bottom).

Fig. 6 Frequency dependence of χ’’M between 2 and 8 K for [(S)-1]n
(above) and [(S)-1] (frozen CH2Cl2 solution C = 3 × 10−2 mol L−1, below)
under an applied magnetic field of 1000 Oe.

Fig. 7 Temperature dependences of the relaxation times (τ) at 1000 Oe
for [(S)-1]n (in black) and in the temperature range of 2–6 K for the LF
contribution (black dots) and 2–3.5 K for the HF contribution (black tri-
angles) and for [(S)-1] in the temperature range of 2–8 K for the LF con-
tribution (blue dots) and 2–3.5 K for the HF contribution (blue triangles).
Red and green lines are the best fitted curves with parameters given in
the text.
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tiple relaxation times at the single ion level because several
relaxation modes might exist in the systems as demonstrated
by L. F. Chibotaru and coll.135

To support the hypothesis of an intramolecular origin for
the observation of multi-contributions of the magnetic suscep-
tibility frequency dependence, a magnetic study in frozen
CH2Cl2 solution was performed. Earlier in this paper, both
NMR studies and DFT calculations concluded the presence of
monomeric species in CH2Cl2 solution and the dissolution of
a compound in an organic solvent is a well-known method to
perform magnetic dilution leading to the cancelling of supra-
molecular136 and dipolar interactions.137,138 The scan field of
the ac magnetic susceptibility for the isolated mononuclear
species [(S)-1] in solution shows somehow a similar behaviour
to [(S)-1]n and thus a 1000 Oe value was selected (Fig. 5 and
S14†) to study the ac magnetic properties of [(S)-1]. The fre-
quency dependence of χ″M clearly shows two contributions
(Fig. 6 and S15†). The temperature dependence of the relax-
ation time was extracted using the same method as that for
[(S)-1]n (Fig. S18†). For the 2–3.5 K temperature range, the two
contributions were taken into account while for T ≥ 4 K only
one contribution was considered. The relaxation time of the
magnetization (τ) for the low frequency (LF) contributions can
be fitted using the thermally dependent Raman process (τ−1 =
CTn) and Direct process (τ−1 = ATHm with m fixed to 4) while
the high frequency (HF) contribution could be fitted by a
Direct process only. The best fits were obtained considering
the following parameters: C = 0.15(15) s−1 K−n, n = 4.82(55)
and A = 3.26(24) × 10−12 Oe−4 K−1 s−1 s for the LF contribution;
A = 1.35(11) × 10−9 Oe−4 K−1 s−1 for the HF contribution
(Fig. 7). The relaxation of the magnetization occurs through a
Raman process with a Direct contribution for T < 2.5 K
(Fig. S19†). The observation of two different magnetic relax-
ations for [(S)-1] could not be attributed to different chemical
magnetic centres or to significant intermolecular dipolar inter-
actions132 since only one type of mononuclear complex was
found by the NMR study and the solution ac measurements
prevent the strong interaction between the complexes. The
absence of significant interaction between the molecules at C
= 3 × 10−2 mol L−1 was verified repeating the magnetic
measurements at C = 3 × 10−3 mol L−1 without any change. At
this stage, such magnetic behaviour in frozen solution might
be attributed to an intramolecular origin even in single-ion
metal complexes as proposed for [(S)-1]n.135

For the two compounds [(S)-1]n and [(S)-1], the magnetiza-
tion relaxed through Raman/Direct processes for the LF contri-
bution and Direct process for the HF contribution. The differ-
ence might be imputed to the reorganization of the ligand
around the metal centre and the matrix nature.

Ab initio calculations

The experimental magnetic properties of both [(S)-1]n and
[(S)-1] were rationalized with the help of WFT calculations. The
experimental thermal dependence χMT product and field
dependence of the magnetization for [(S)-1]n were well repro-

duced by the calculations (see Fig. 4). Interestingly, calcu-
lations performed on the model structure for the solution
complex [(S)-1] revealed similar χMT products and magnetiza-
tions. As visible in Table S11,† these similarities could arise
from the presence of an analogous ground state (GS) in both
cases, characterized by an almost pure MJ = ±15/2 (98% and
97% for [(S)-1]n and [(S)-1] respectively), and by the combi-
nation of the energy splitting with the composition of the
excited sates (ES) (Table S9†). The experimental energy barrier
values could be evaluated from the high temperature part of
the log(τ) vs. T curve (Fig. 7). The calculated gaps (30 cm−1 for
[(S)-1]n and 103 cm−1 for [(S)-1]) are higher than the experi-
mental ones (16 cm−1 for [(S)-1]n and 13 cm−1 for [(S)-1]). The
discrepancy between computed and experimental values could
be due to efficient under energy barrier relaxation processes
such as Raman and Direct processes (Fig. S20†). The two dys-
prosium centers present an almost uniaxial magnetic an-
isotropy (gz = 19.70 and 19.57 for [(S)-1]n and [(S)-1], respect-
ively). The main magnetic anisotropy axis appears perpendicu-
lar to the PvO–Dy–OvP direction and along the hfac− anion
for [(S)-1]n, while it was found perpendicular to the plane con-
taining the two PvO groups for [(S)-1] i.e. for both cases along
the most charged orientation of the oblate Dy(III) ion coordi-
nation sphere (Fig. 3). The structural disorder located on the
bridging phosphate moieties was then studied by considering
the configuration with the lowest occupancy coefficients,
[(S)-1]n′ (Fig. S21†). In this configuration, the derived phosphate
ligand and the close CF3 groups are tilted. However, the small
impact of the reorientation of the ligand upon the first coordi-
nation sphere geometry leads to almost no difference between
[(S)-1]n′ and [(S)-1]n in terms of ground state properties and
crystal field splitting of the 6H15/2 multiplet of the Dy(III) ion
(Fig. S22 and Table S11†). Consequently the two thermal
dependences of the magnetic susceptibility are superimposed
(Fig. S23†). Moreover an evaluation of the dipolar interactions
was performed assuming an Ising-type anisotropy (only the gzz

was considered). The results of such calculations have shown
that the main dipolar interactions are of ferromagnetic nature
along the a and c axes and of weaker antiferromagnetic nature
along the b axis (Fig. S24†). The average dipolar interactions
are thus of ferromagnetic nature (zJ′ = 0.04 cm−1) in agreement
with the increase of the χMT (T ) curve observed at low tempera-
ture (Fig. 4). Therefore, the origin of the two relaxation contri-
butions observed in the solid-state cannot be attributed to the
disorder of the ligands and might be attributed to intra-
molecular mechanisms. These computational results as well
as the ac measurements highlighted that the non-significant
trans versus cis position of the PvO anchoring groups might
be due to the weaker participation of the oxygen atoms of the
PvO than those of the hfac− anions to the crystal field and to
the nature of the ground state.139 The difference of Ln–O bond
lengths and the charge on the first neighboring atoms have an
antagonist effect on the magnetic properties. Nevertheless,
even if the Ln–OPvO distances are shorter than the Ln–Ohfac

bond lengths, the negatively charged character of the hfac−

benefits from the difference of bond lengths.
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Photo-physical properties

Absorption and electronic circular dichroism (ECD). The
UV-visible absorption properties of (S)-L, (R)-L, [(S)-1] and [(R)-
1] were studied in a CH2Cl2 solution (Fig. 8). Rationalization
by TD-DFT calculations was performed. The experimental
absorption spectra for both enantiopure free ligands are super-
imposed and they can be decomposed in four contributions
localized at 31 000, 34 500, 38 200 and 43 000 cm−1 and
respectively calculated at 32 804, 36 001, 41 387 and
45 568 cm−1 (Table S12†). The lowest-energy excitation was
attributed to the HOMO → LUMO transition; the two inter-
mediate excitations were attributed to transitions involving
mainly the HOMO and HOMO−1 to the LUMO, LUMO+1,
LUMO+2 and LUMO+4. Finally the highest-energy excitation
was attributed to π–π* transitions of the binaphthyl moieties
(HOMO−1 → LUMO+6/+7). The experimental absorption
spectra for complexes are similar to those for free ligands
except that an additional intense excitation appeared at
33 000 cm−1 due to the π–π* transitions of the hfac− anions.140

CH2Cl2 solution-state circular dichroism measurements per-
formed at room temperature for (S)-L and (R)-L confirmed
their enantiomeric nature (Fig. 8). The Cotton effect is very

weak in the low-energy range while it is strong in a high-
energy range and dichroic contributions of opposite signs
were observed at 38 500 cm−1 and 42 700 cm−1 for each enan-
tiomer on the mirror-symmetrical dichroism spectra (Fig. 8).
Such contributions come from the excitonic coupling between
the π–π* transitions of the naphthyl groups.141–143 The ECD
spectra for complexes highlighted a significant enhancement
of the low-energy contributions centered at 30 200 cm−1 and
33 600 cm−1 while those at higher energy did not change.
These observations might be due to the structural change
induced by the coordination of the Dy(hfac)3 unit, especially to
the modification of the torsion angle of the binaphthyl group
which mainly affects the low energy transitions. Indeed it was
previously demonstrated that the optical activity of the
binaphthyl-based ligands depends on the angle between the
two planes formed by the naphthyl moieties.144–147 The struc-
tural changes after the coordination reaction are supported by
the optical activity values (c 1.0, CHCl3) for (S)-L ([α]25

D = +1.2°
cm2 dmol−1) and (R)-L ([α]25

D = −1.0° cm2 dmol−1) which have
been determined to be lower than those for [(S)-1] and [(R)-1]
([α]25

D = ± 25.8° cm2 dmol−1).
Luminescence. Emission properties were first checked in

both solution [(S)-2] and solid-state [(S)-2]n for the S enantio-
mer of the Europium analogue at room temperature
(Fig. S23†). The excitation of the samples at 28 570 cm−1

(350 nm) induced the characteristic Eu(III) ion-centered
luminescence profile with five 5D0 → 7FJ ( J = 0–4) and four ( J =
1–4) transitions respectively in solution and solid. The single
Gaussian shape of the 5D0 → 7FJ transition in solution is an
additional indication of the presence of one species in CH2Cl2

solution. In the case of europium, the splitting of each 5D0 →
7FJ transition is correlated with the crystal field and is, there-
fore, representative of the local symmetry. The splitting of the
5D0 → 7F2 transition into three is in agreement with the D4d

local symmetry of the europium coordination sphere.148

Emission properties of the S enantiomer of the dysprosium
complex were also studied in solution on [(S)-1] and solid-state
on [(S)-1]n at room temperature (Fig. S24†) and low tempera-
ture. The excitation of the samples at 28 570 cm−1 (350 nm)
induced the characteristic Dy(III) ion-centered luminescence
assigned to the 4F9/2 →

6HJ emission ( J ranging from 9/2 to 15/2)
(Fig. S26†). The emission spectrum of [(S)-1]n is more
resolved than the one for [(S)-1] as commonly observed for
molecular complexes. Looking at the magnetic properties, a
zoom of the transition involving the 6H15/2 ground state is
shown in the inset of Fig. S25.† The total 4F9/2 → 6H15/2 emis-
sion range for [(S)-1] and [(S)-1]n is very similar in agreement
with the calculated energy splitting of the multiplet ground
state (see the ab initio calculations section). The difference
could be attributed to the reorganization of the S–L and hfac−

ligands in solution.149,150 It is now well known that the
highest-energy emission can be described with a photograph
of the ground state energy splitting which is at the origin of
the magnetic properties of the single ion.56,61,65 Thus the fol-
lowing discussion is focused on the solid-state measurements
in order to have the best resolved spectra as possible. The top

Fig. 8 (Top) Experimental UV-visible absorption spectra of (S)-L
(orange line), (R)-L (dashed orange line), [(S)-1] (blue line) and [(R)-1]
(dashed blue line) in CH2Cl2 solution (C = 5 × 10−5 mol L−1). (Bottom)
Experimental ECD spectra of enantiopure (S)-L (orange line) and (R)-L
(dashed orange line) (CH2Cl2, ca. 5 × 10−5 M) and respective Dy(III) com-
plexes [(S)-1] (blue line) and [(R)-1] (dashed blue line) (CH2Cl2, ca. 5 ×
10−5 M).
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of Fig. 9 depicts the excitation (red line) and emission spec-
trum at 77 K (green line) of [(S)-1]n. A simple Boltzmann popu-
lation calculation starting from the experimental excitation
spectrum supported the fact that at 77 K some of the excited
states of the 7F9/2 and 6H15/2 levels are populated (Fig. S26†)
supporting the observation of “hot bands” for both excitation
and emission spectra (Fig. 9). The calculation at the CASSCF
level gave the energy splitting for the 6H15/2 ground multiplet
(green sticks in Fig. 9) and the 4F9/2 excited multiplet (red
sticks in Fig. 9). The experimental splitting of the 6H15/2

ground multiplet appears strongly underestimated by the cal-
culations. The energy gap between the ground and first excited
states of the 6H15/2 crystal field splitting is 40 cm−1 which is in
agreement with the energy barrier determined from the
ab initio calculations (30 cm−1) (Table S11†). The value of
40 cm−1 is confirmed by the overlay with the excitation spec-

trum (“zero-phonon” transition) and the energy difference
with the corresponding hot band (Fig. 9).

Conclusions
Two pure enantiomers of dysprosium BINOL-derived bispho-
sphate [Dy(hfac)3(S/R-L)]n ([(S/R)-1]n) with polymeric structures
are reported. The combination of both NMR and compu-
tational investigations concluded the structural reorganization
from a polymeric to a mononuclear [(S)-1] structure once
[(S)-1]n is in CH2Cl2 solution. Both species highlighted single-
molecule magnet behavior under a 1000 Oe applied field
through two Raman and Direct thermally dependent magnetic
relaxation processes. The combination of the persistence of
the multi-relaxation mechanism for the mononuclear species
in solution and the computational results are strong indi-
cations of its intramolecular origin. The drastic structural
modification between the solid-state and solution induced
only small magnetic changes because the crystal field kept the
Ising character of the Dy(III) centre in both structures as con-
firmed by ab initio calculations. The EDC of [(S)-1] highlighted
an enhancement of the optical activity in the low energy range
after coordination of the Dy(hfac)3 unit, due to the sensibility
of the corresponding excitations of the binaphthyl torsion
angle. Both [(S)-1]n and [(S)-1] displayed dysprosium-
centered emission under irradiation of the HOMO → LUMO
excitation of the BINOL derived bisphosphate organic chromo-
phore. The luminescence data at 77 K for [(S)-1]n could be cor-
related with the experimental and calculated magnetic data.
The present chiral luminescent single-molecule magnet opens
the way to a rational investigation of the nature of the
chiral ligand on the combined magnetic and optical properties
such as single-molecule magnets and circularly polarized
luminescence.
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Fig. 9 (Top) Excitation spectrum (red line) and emission spectra (green
line) at 77 K of [(S)-1]n with the calculated energy splitting for the 4F9/2

(vertical red sticks) and 6H15/2 (vertical green sticks) levels for an
irradiation energy of 28 570 cm−1. “Zero-phonon” transition is rep-
resented as a black dashed line while the hot bands are indicated by
stars. (Bottom) Experimental energy diagram with related transitions.
“Hot bands” are depicted in dashed lines.
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