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A B S T R A C T

Structures can now be predicted for any protein using programs like AlphaFold and Rosetta, which rely on a
foundation of experimentally determined structures of architecturally diverse proteins. The accuracy of such
artificial intelligence and machine learning (AI/ML) approaches benefits from the specification of restraints
which assist in navigating the universe of folds to converge on models most representative of a given pro-
tein's physiological structure. This is especially pertinent for membrane proteins, with structures and func-
tions that depend on their presence in lipid bilayers. Structures of proteins in their membrane environments
could conceivably be predicted from AI/ML approaches with user-specificized parameters that describe each
element of the architecture of a membrane protein accompanied by its lipid environment. We propose the
Classification Of Membrane Proteins based On Structures Engaging Lipids (COMPOSEL), which builds on ex-
isting nomenclature types for monotopic, bitopic, polytopic and peripheral membrane proteins as well as
lipids. Functional and regulatory elements are also defined in the scripts, as shown with membrane fusing
synaptotagmins, multidomain PDZD8 and Protrudin proteins that recognize phosphoinositide (PI) lipids, the
intrinsically disordered MARCKS protein, caveolins, the β barrel assembly machine (BAM), an adhesion G-
protein coupled receptor (aGPCR) and two lipid modifying enzymes - diacylglycerol kinase DGKε and fatty
aldehyde dehydrogenase FALDH. This demonstrates how COMPOSEL communicates lipid interactivity as
well as signaling mechanisms and binding of metabolites, drug molecules, polypeptides or nucleic acids to
describe the operations of any protein.

1. Introduction

The universe of proteins can be divided roughly in half between
those that are membrane-associated and those that are not. The many
ways in which human proteins directly interact with lipid bilayers are
quantified in Fig. 1. Those with membrane-spanning α helices repre-
sent 26% of all human proteins [1]. Another nine employ β-barrels to
span plasma and mitochondrial outer membranes, with β-barrels also
predominating in chloroplast, plastid and bacterial outer membranes
[2,3].  Membrane  anchoring  is  reversibly  mediated  by  palmitoyl
groups, which are attached to 10% of human proteins [4]. Another
2%, 1% and 0.9% of human proteins are permanently modified by
myristoyl [5], isoprenyl [6,7] and glycosylphosphatidylinositol (GPI)
groups [8], respectively. Others such as Hedgehog are altered by the
attachment of cholesterol groups. All these lipid anchors insert into
membranes [9]. Peripheral membrane domains transiently recognize
lipids on membrane surfaces, and include 70 different phosphoinosi-

tide (PI) code readers such as FYVE, PH and PX domains that are pre-
sent in 9% of human proteins [10]. Over 0.4% of human proteins are
monotopic, typically being tethered to one bilayer leaflet through he-
lical structures [11]. Approximately 4.9% of yeast proteins contain
disordered lipid binding regions (DLBRs) [12], with a similar propor-
tion likely in humans [13]. Hence it is more common for proteins to
partially  insert  into  only  one  leaflet  rather  than  being  transmem-
brane. The  true number of membrane proteins  remains unclear as
many remain uncharacterized and most exhibit several modes of lipid
engagement. In fact, it remains possible that more proteins interact
with membranes than do not.

Our understanding of membrane interactions is informed by the
5% of 200,000 structures in the protein data bank (PDB) that consti-
tute membrane proteins [14]. However, the folds of the majority of
membrane proteins remain structurally uncharacterized [15], and the
lipid bilayers that stabilize their conformations are rarely retained or
visible. These problems could conceivably be  resolved with AI/ML
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Fig. 1. Diverse modes of membrane:protein interactions in the human pro-
teome. The proportion of proteins in the human proteome exhibiting each
mode of membrane engagement is shown. Some are infrequent, e.g. the hu-
man  proteome  contains  only  one  known  cholesterol-modified  proteins
(Hedgehog) [9] and nine TM β-barrel proteins [2,3]. Many proteins engage
membranes through multiple modes. The proportions are indicative as the
precise numbers of DLBR and monotopic membrane-associated proteins re-
main unclear, and the peripheral fraction refers to those proteins contain-
ing membrane  reader  domains  that  can  recognize  PIs  [10], with many
other proteins interacting with other lipid bilayer surfaces.

approaches  that predict protein structures and could expand  to  in-
clude membrane complexes if provided with the relevant restraints.
mEven  more  challenging  is  modeling  transmembrane  membrane
reader (TMMR) proteins that fuse two juxtaposed membranes [16].
Protein fold prediction methods including AlphaFold2 have modelled
hundreds of millions of soluble and membrane proteins, yet while the
former may rival experimental structures in their accuracy [17], the
latter clearly do not, as shown below. We think this is because current
AI/ML methods lack information on the membrane environment that
plays a fundamental role in the structure of membrane proteins but
varies from protein to protein. The COMPOSEL formalism presented
here could improve membrane protein models generated by such al-
gorithms. It can be used to concisely describe the diverse ligands and
mechanisms of any protein, whether soluble or membrane, and may
be used for teaching and reporting purposes.

Two major obstacles to the accurate prediction of membrane pro-
tein structures are the dearth of experimental data and the multiplic-
ity of forces that determine the folds of membrane proteins. Experi-
mental data on biological bilayer  complexes  can be acquired with
synthetic polymers that spontaneously convert membranes contain-
ing protein assemblies into native nanodiscs [18]. This is revealing
otherwise inaccessible ex vivo structures including of lipid-stabilized
folding assemblies [19]. In contrast, more widely used detergents can
dislocate bound lipids, alter protein conformations and compromise
stabilizing  and  regulatory  interactions  [20],  limiting  our  insights.
Moreover, the forces that drive protein folding in membranes differ
from those experienced in solution [21]. Hydrophobic, entropic and
hydrogen bonding forces are uniquely exerted upon membrane pro-
teins during ribosome exit, membrane insertion, protein compaction,
folding and complex assembly. Different folding determinants includ-
ing matching helix and strand lengths to bilayer thickness come into
play with membrane proteins. The dynamics of various lipid tails and
headgroups differ, as do pressure profiles across the lipid bilayer. A
variety of chaperones and folding machines reside in organelles and
employ enzymes and templates to usher polypeptides stepwise into
their membranes. The AI/ML algorithms used  for protein structure
prediction generally do not utilize such information. We feel that ac-

curate membrane protein structure prediction requires invoking addi-
tional restraints that are appropriate for lipid bilayers.

Lipid  interactions  are  increasingly understood  to be  fundamen-
tally important. The genetic code that articulates the structure of pro-
teins  is  extended  by  the membrane  code whereby  folded  proteins
read, write, erase and move lipid signals in membranes. This concept
is best  exemplified by PI  code  readers  that  recruit proteins  to  or-
ganelle surfaces [10]. The membrane code  is broadly applicable to
any membrane:protein complex (“memtein”), which is defined as any
membrane protein together with its directly associated layer of bound
lipids [18,20]. The set of bound lipids is organelle-specific and vital
for the physiological stability and dynamics of any membrane pro-
tein, preserving its structural, functional and regulatory states. Sets of
lipid molecules can be specifically recognized by membrane readers
to drive protein subcellular targeting and functions such as signaling
or catalytic activity. These  form “lipidons”  that are akin  to a DNA
codon and are specifically recognized in a lipid bilayer surface rather
than  in helical duplex of nucleic acids  . The operation of  lipidons
throughout  the  subcellular  compartments  determines  the  dynamic
organization of cells, and  is a culmination of  the expression of  the
genome [10]. Being held together noncovalently, lipidons are diffi-
cult  to purify, but  their docking surfaces  in membrane  readers are
identifiable, being typically larger and more exposed than the pockets
that bind single lipid molecules. Lipidon recognition is regulated by
PIP-stops [22] and MET-stops [23], which include phosphorylations
and acetylations of membrane docking  surfaces,  respectively. Such
signature features of the membrane code could be elaborated by AI/
ML methods with the guidance of COMPOSEL.

Although structures of membrane proteins bound to biologically-
relevant lipid bilayers are rarely available, their interaction surfaces
can be  identified by automated tools. The residues that bind mem-
brane surfaces can be predicted using programs including DREAMM
[24,25], Ez-3D  [26], Positioning  of Proteins  in Membranes  (PPM)
[27,28] and Membrane Optimal Docking Area (MODA) [29]. The lat-
ter has been used to identify lipid binding surfaces in PI recognition
domains [10,30], bacterial and viral trafficking proteins [31,32], pri-
ons [33], and coronavirus spikes [34,35]. Due to its accessibility, sen-
sitivity and coverage MODA is used here to identify residues that en-
gage lipids within simple scripts. This allows identification of previ-
ously undiscovered peripheral lipid binding residues in ordered and
disordered protein modules, which have been under-represented  in
databases but are found to be pervasive here. In fact, COMPOSEL is
applicable to any protein and can communicates the totality of their
structures and interactions including all known and novel membrane
engagements.

2. Materials and methods

2.1. Sequences and modifications

Protein sequences were obtained  from UniProt [36] and domains
were identified in the CATH, SCOP [37] and SMART resources [38].
Signal sequences were predicted using Philius [39], Phobius [40], Pre-
diSi [41] and SignalP [42]. The Group-based Prediction System (GPS)
Lipid [43], SwissPalm [44] and pCysMod [45] tools were used to iden-
tify protein palmitoylation, myristoylation, and prenylation sites. PIP-
stops [22,46] and MET-stops [23] were identified in protein sequences
from  post-translational  modifications  reported  in  Phosphosite  [47]
close to membrane binding sites.

2.2. Protein structures

Membrane  protein  structures  were  obtained  by  surveying  the
RCSB Protein DataBank (PDB) [48], Membranome [49], OPM [28],
PDBTM  [50], MemProtMD  [51], mpstruc  [52]  and  PDBTM  [50].
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Models  of  structures  were  generated  using  ColabFold  [53],  Al-
phaFold2 [54], I-TASSER [55] and Rosetta [56]. Coiled coils, which
often increase binding avidity of proteins for membranes, were pre-
dicted using Marcoil [57]. Protein structures were visualized with Py-
Mol [58] and ICM Browser programs.

2.3. Transmembrane helix prediction

Membrane  topologies  of  TM  proteins  were  predicted  using
DeepTMHMM [59], HTP [60], BOCTUPUS [61], Philius [39], Phobius
[40], Prodiv [62] and TMFoldWeb [63]. The results were compared to
the output of the AlphaFold2, MODA, Rosetta, SignalP and PrediSi pro-
grams  to  identify  consensus  signal  and  membrane  interacting  se-
quences.

2.4. Membrane docking site prediction

The MODA  program  (Molsoft) was  used  to  predict membrane-
docking  surfaces. This  algorithm was  trained on  a  family of well-
characterized peripheral membrane proteins and assigns a membrane
binding propensity score to each residue based on its likelihood of in-
teracting with  phospholipid  bilayers  [29]. Missing  coordinates  in
structure  files were not modelled;  instead, other  similar  structures
were considered where gaps existed. Sets of at least two residues that
have MODA scores of 30 were ranked as having significant membrane
binding propensities. The output from MODA was analyzed in Excel
(Microsoft) to assess consistency across homologous structures and to
generate heatmaps  showing  consensus membrane binding profiles.
Novel membrane  interacting  surfaces  in  peripheral membrane  do-
mains were confirmed using PPM 3.0 [27,28], which predicts posi-
tions of protein structures on fluid anisotropic solvent slabs that rep-

resent membranes.  Orientations  of  full-length membrane  proteins
were compared to those modelled in Membranome [49].

3. Results

3.1. Membrane protein classification schemes

The proposed COMPOSEL system incorporates the hallmarks of cur-
rent membrane protein classifications. Membrane proteins are  tradi-
tionally divided into monotopic, bitopic and polytopic classes based on
whether they contain partial, single or multiple membrane spanning el-
ements, respectively, with signal and stop transfer sequences dictating
their biogenesis pathways [64]. Such proteins were  later categorized
into  eight  topological  types  [65]. Of  these,  type  1  proteins  contain
cleavable N-terminal signal peptide (SP) sequences, which are followed
by  stop-transfer  sequences  that  forms  TM  helices  and  leave  the  C-
terminus  in  the cytosol  (Fig. 2). Type 2 proteins possess a  single N-
terminal TM helix spanning the membrane with the N-terminus left in
the cytosol, while type 3 proteins have a single TM helix that crosses in
the opposite direction with a cytosolic C-terminus. In contrast type 4
proteins contain a TM helix at their C-terminus, while type 5 proteins
contain multiple TM helices. Type 6 and 7 proteins contain lipid chains
or GPI anchors that insert into a leaflet of the membrane, respectively,
while type 8 proteins are peripheral, with residues that reversibly en-
gage membrane surfaces.

Several  organelle-specific  machines  guide  protein  folding  into
membranes. The assembly of β barrels in mitochondria, chloroplast
and bacterial outer membranes is mediated by SAM, Oep80 and BAM
complexes, respectively [66]. Type 1, 2, 3 and 5 proteins fold through
the signal recognition particle, while type 4 proteins use the guided
entry of tail anchored (GET) insertase [67]. The signature sequences

Fig. 2. Structural basis of the COMPOSEL system. Proteins are first assigned based on whether they are membrane-associated or not. The former associ-
ate with  lipid bilayers via structural domains  that are either  transmembrane, monotopic, or peripheral depending on whether  they cross  the membrane,
insert  stably, or bind  reversibly  to one  leaflet. Some  intrinsically disordered  regions  lacking  stable  structure also  interact  transiently with  lipid bilayer
surfaces  via basic and hydrophobic motifs. Proteins  containing  transmembrane domains are either bitopic  if  they have one TM element or polytopic  if
they have two or more TM elements, in which case they are referred to as type 5. The membrane-spanning domains of bitopic proteins are composed of
a number  “n” of TM helices or β  strands. Monotopic proteins can be  further divided  into  four  types depending on whether  they have a  signal peptide
(SP) at  their N-terminus  (type 1), a  short N-terminal  region preceding  their TM helix, which  is  inside or outside  the cytosol  for  types 2 and 3,  respec-
tively, or a C-terminal TM helix for type 4 proteins. Peripheral membrane domains are termed type 8 and are distinguished from monotopic proteins as
their  lipid bilayer  interactions are  transient rather  than permanent. Type 6 membrane proteins are post-translationally modified by covalent attachment
of palmitoyl  (Pal), myristoyl  (Myr),  farnesyl  (Far), geranylgeranyl  (Ger) or  cholesterol  (Chol) groups while  type 7 proteins  contain GPI anchors. These
features  are  all  captured  by  the  COMPOSEL  scripts.
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include cleavable signal peptide, stop-transfer and re-integration mo-
tifs that are differentially processed at the ER [68,69] to anchor hy-
drophobic N- or C-terminal regions by the Sec complex [70,71.] F old-
ing  of  type  5  proteins  also  involves  a  recently  resolved multipass
translocon and  is guided by  their glycosylation  [72,73]. Basic ele-
ments are preferentially displayed on the cytoplasmic leaflet accord-
ing to the “positive inside rule”, although mitochondrial and nuclear
bitopic proteins do not obey  this  [74]. A variety of computational
programs such as MemType-2 L [65] have been developed to assign
protein sequences to these types, but they have inherent limitations
as they are not 3D structure-based. Moreover, the various classifica-
tion schemes are not integrated, universally applicable or inherently
obvious to the nonexpert, prompting development of the COMPOSEL
system (Fig. 2) to describe any protein simply and intuitively.

The historical membrane protein classification schemes do not re-
flect our current understanding of the membrane proteome for reasons
outlined below:

• No membrane-embedded β-barrels are designated as a class or
type,  although  parallel  β-barrels  of  caveolins  are  integrated
into the plasma membrane [3] and many antiparallel β-barrels
span chloroplast, mitochondrial and bacterial outer membranes
[2,66].

• Many  intrinsically  disordered  proteins  mediate  important
interactions  with  membranes  [12,75]  but  are  also  missing  in
current membrane protein classification systems.

• PTMs  are  crucial  to  membrane  interactions  and  membrane
protein  folding  and  stability,  yethere  is  no  differentiation
between  reversible  and  irreversible  cysteine  palmitoylation  or
glycine  myristoylation,  which  are  produced  by  different
pathways  with  distinct  effects,  being  permanent  and
reversible,  respectively  [5,44],  while  attachments  of  lipids
such  as  farnesyl,  geranylgeranyl  or  cholesterol  groups  are
known  [76]  but  are  also  not  specifically  incorporated  into
classification  schemes,  nor  are  glycosylations  that  guide
multipass  membrane  protein  folding  or  PIP-stops  or  MET-
stops  that  regulate membrane  recognition.

• There  is  no  indication  of which  of  the  hundreds  of  polytopic
folds  [15]  are  present  or  the  number  or  order  of  their  TM
elements. Even  the common  folds of  tetraspanins or G-protein
coupled receptors (GPCRs) which could easily be defined on the
basis of their distinctive 4 or 7 helical bundles are not specified in
the current schemes.

• Bitopic proteins are a highly populated class and  typically  form
stable dimers [74], however oligomerization is not addressed by
any membrane protein classifier.

• Monotopic  proteins  that  stably  sit  inside  a membrane  leaflet
form a unique class of membrane proteins but are not included
as any specific topological type [65].

• Despite  being widespread  [10]  peripheral membrane  domains
are  often  unrecognized  and  under-reported  in  classification
schemes,  including  in  the  case of TMMR proteins  that  engage
two distinct membranes simultaneously [16].

• Membrane  proteins  often  belong  to multiple  topological  types.
For  example,  palmitoylated  TMMRs  such  as  synaptotagmins
typically  contain  an  N-terminal  TM  helix  and  two  membrane
binding C2 domains and thus belongs to types 3, 6 and 8. However
analysis  using  MemType-2  L  [65]  predicts  that  they  are  not
membrane proteins of any type.

• Functionally  useful  information  such  as  a  subcellular
location,  signaling  pathway  or  biochemical  reaction  is  not
designated  in current classifiers, nor are effects or  identities of
lipid  ligands,  conformational  changes,  dynamic  processes  or
regulatory  events.

• Some  proteins  assume  multiple  structural  folds  with  very
different physiological and pathological activities depending on
its  membrane  environment  context.  For  example,  lipids  are
involved  in  the  conversion  of  normal  helical  structures  of
membrane proteins  into neuropathological  β-sheet  fibril  forms
as in the cases of α synuclein, β amyloid, prions and tau [77].

Such limitations and ambiguities contrast with the thousands of
soluble protein fold families that are accurately assigned in proteins
by bioinformatics  tools  such as  InterPro [78]. Hence, despite  their
utility in the past, the old membrane protein classification schemes
are  insufficiently descriptive,  inclusive or predictive  to be broadly
useful, particularly at proteome scales. Here COMPOSEL is proposed
as a new formalism that extends beyond the historical classifiers, and
is accessible, descriptive and scalable  to all soluble and membrane
proteins  and  their  complexes  by  any  researcher  or  computer  lan-
guage.

3.2. Components of the COMPOSEL system

We propose the COMPOSEL system  in which protein-membrane
complexes are denoted by the following formula:

where the components  in order  from  left to right are the signal
peptide, membrane spanning and bilayer leaflet engaging regions, re-
spectively.

Proteins are composed of sets of domains that are classified as either
membrane  spanning  and placed within  square brackets,  i.e.  [M], or
non-membrane spanning. The latter can either be categorized as an Ir-
reversibly  membrane-inserted  monotopic  domain  (I),  a  Disordered
lipid-binding region (D), a water-Soluble domain not contacting mem-
branes or  electrostatically  repulsed  away  from  them  (S), or  a Tran-
siently membrane-interacting peripheral domain (T). The single letter
names of protein module types form the word “MIDST” to aid  in re-
membering the five modes of membrane engagement. Each letter type
can be replaced with the standard names of domains, such as those from
CATH or SCOP, that are found in a given protein [37]. Multidomain
proteins have a number “y” of such domains, these are listed consecu-
tively according to their order in the polypeptide sequence. The para-
meters describing protein components are as follows.

Domain descriptors provide information about components of a pro-
tein domain or region:

SP: cleavable signal peptide found at the N-terminus of type 1 pro-
teins

n: number of TM elements
α: membrane-spanning secondary structure, either “α” or "3/10"

helix or “β” strand
aa: amino acid residue number
m: post-translational modification indicated as a prefix before an

amino acid number. These include lipidations such as Pal, Myr, Far,
Ger, GPI or Chol groups, as well as “Nglyc” and "Oglyc for Asn- and
Ser-linked glycosylations, “PO-” (phosphate) such as in a regulatory
PIP-stop  [22]  and  “Ac-”  or  “Me-”  for  acetylated  or  methylated
residues  that  represent  the MET-stops blocking membrane  interac-
tions [23].

Interactors are listed after a colon, and refer to molecular partner,
which can be described as:

L: multicomponent  ligand  that  is specifically recognized by a do-
main  such as a polypeptide or nucleic acid  sequence or  lipid motif,
which are underlined, italicized or unmodified, respectively, for clarity,
which is particularly useful in cases of where ligand binding sites over-
lap. A domain and its ligand that engage in one bilayer leaflet only are
placed within (parentheses), while those that bind nucleic acid or pro-
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tein motifs are placed within  {curly} or <angle> brackets,  respec-
tively, to separate types of ligand recognition events for legibility by
computer programs.

l: component of a ligand such as a peptide residue, nucleic acid base
residue, bilayer lipid, or small molecule such as a metabolite or drug,
can be differentiated by underlined, italicized, unmodified, or bolded
text, respectively, for both the ligand and interacting residues, to pro-
vide visual clarity for people,

-s: substituent group such as a hydroxyl (-OH) or 3-phosphate (3P),
which is added as a suffix after an amino acid residue or ligand

x: oligomeric state, for example, “2” or “5” indicate a dimer or pen-
tamer, respectively.

Subcellular environment of a domain, as is indicated by the sub-
scripted suffix “e” in the generic COMPOSEL formula above, could be
any of a variety of lower case letters such as:

e: extracellular
i: inside the cytosol
u: luminal
o: outside the cytosol
p: periplasmic
The subcellular organelle (O) destination follows the colon after a

membrane-associated protein domain or region, and can include ab-
breviations such as:

EE: early endosome
ER: endoplasmic reticulum
LE: late endosome
MOM: mitochondrial outer membrane
OM: outer membrane
PM: plasma membrane
PO: peroxisome
SE: sorting endosome
SV: synaptic vesicle
TGN: trans-Golgi network
VM: viral membrane
In some cases, although the organelle destination of a protein may

be unclear, the specific lipid ligands may be known. These can be de-
fined with the bilayer lipid entity being recognized as follows:

where
B indicates that bilayer lipids are being specified
zi indicates the relative proportion of lipid species i
Li refers to lipid species i, such as PA, PC, PE, PI or PS
cij indicates the average acyl chain length for chain j of lipid i
dij indicates the average number of degrees of unsaturation in acyl

chain j of lipid i
With two lipids this would be:

and a proposed lipidon recognized by the EEA1 FYVE domain with a
1:2:3 ratio of PI3P:PS:PC lipid molecules containing 1-palmitoyl and 2-
oleoyl chains [79–81] would be expressed as:

As such, the lipid nomenclature used in COMPOSEL is based on
systematic names and abbreviations as defined by the International
Union of Pure and Applied Chemists and the International Union of
Biochemistry  and  Molecular  Biology  (IUPAC-IUBMB)  and  recom-
mended by the Lipid Maps consortium [82].

This COMPOSEL system is designed to be intuitive and compatible
as it is based on commonly accepted terms. It is also intended to be as

simple as possible while capturing the essential complexity, with the
five types of protein modules being treated equally by the parame-
ters. That is, thee MIDST protein types are distinguished principally
by  the  nature  of  their  membrane  interactions,  i.e.  membrane-
spanning, irreversibly inserted, disordered binder, water soluble non-
binder, or transiently lipid-bound, respectively, but otherwise can be
defined by the same COMPOSEL descriptors.

The  environment of any domain outside  the membrane  is desig-
nated by a superscripted letter as in “e”, “i”, “o”, “u”, or “p” for extracel-
lular,  inside  the  cytosol, outside  the  cytosol,  luminal  (within an or-
ganelle), or periplasmic, respectively.

-Subservient  elements  can  optionally be  included  in bracketed,
subscripted or  superscripted  formats. For  example,  atoms  are  sub-
servient to amino acid residues, which are subservient to domains,
which are  subservient  to proteins within  the cells of an organism.
These be written in the form of a nested set of brackets species(cell
(protein(domain(residue(atom))))) to be more machinereadable. To
provide visual clarity for people the constituent elements can be sub-
scripted  to  indicate  boundaries  or  environments  such  as  SP1–20  or
Kinasei to indicate a 20-residue signal peptide or cytosolic kinase, re-
spectively,  or  superscripted  to  indicate  ligand  interactions  as  in
FYVE356:LEPIP2  to  indicate  that  Protrudin  protein's  FYVE  domain
residue 356 recognizes a PIP2 lipid in the late endosome membrane.

Where there are a series of items such as several residues that rec-
ognize a shared ligand they are separated by commas, whereas those
that recognize distinct ligands are separated by semicolons. All such
items are listed in order by sequence for linear polymers such as pro-
teins or as a set of membrane ligands within a lipidon based on stan-
dard lipid nomenclatures [82].

To illustrate how this COMPOSEL system works, we work through
examples  of different  types  of membrane proteins using predicted
models  and  experimentally  determined  structures  (Table  1).  The
process  includes  running  related  structures  and  models  through
MODA to identify consensus lipid interacting residues. The sequence
is analyzed for the positions of TM elements (e.g. using DeepTHMM,
Phobius [40], or HTP [60]), for modifications using GPS-Lipid [43] or
Swiss-Palm [44], and for coiled coils and signal peptides using online
tools such as Marcoil [57] and PrediSi [41], respectively. To improve
confidence, the conservation of structural and membrane interacting
elements within homologous families can also be analyzed using pro-
grams such as ClustalOmega [83]. The consensus predictions are then
integrated into the COMPOSEL nomenclature to define how the pro-
tein interacts with membranes.

The COMPOSEL scripts designate a protein's fold, lipid binding ele-
ments, ligands and localization, and can be used by people to communi-
cate biochemical functions or by programs to predict memtein struc-
tures. The intermolecular restraints are already used by programs like
HADDOCK to calculate bilayer-bound structures of eighteen transmem-
brane proteins [84], three bilayer-docked enzymes [85–87], a spike fu-
sion polypeptide [88], oncogenic Ras [89] as well as FYVE, PX and PH
domains [46,90,91]. The application to AI/ML algorithms could incor-
porate PTM-based and sequence conservation restraints to further en-
hance accuracy. The script information is intended to be concise and in-
tuitive while encompassing the range of cellular and molecular details
of interest to computational and structural biologists in a scalable for-
mat, as illustrated by the examples below.

3.3. Protrudin

Protrudin is expressed in neurons where it controls neurite growth
by directing membrane trafficking (“protusions”) between the ER and
endosomes. This  trafficking protein  is also known as Zfy27  engages
partners  including PDZD8 [92], VAP [93] and KIF5 [94] to assist  in
trafficking at endosomes to ensure neuronal polarity and integrity. Its
coiled coil mediates dimerization and tetramerization [95], and it inter-
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Table 1
Selected membrane proteins and  their classifications. The  lipid  ligands, cellular  locations (ER, endoplasmic reticulum; MOM, mitochondrial outer mem-
brane; PM, plasma membrane). The proposed new membrane protein classification scheme indicates the type, class, number and type of TM elements and
positions of peripheral membrane and monotopic domains. Multimeric states of domains are indicated with a superscripted number.

Protein Uniprot Major Class Type COMPOSEL

ADGRF1 Q5T601 polytopic 5, 8 (NTD-SEA-GAIN)e-[7α:PM]
BamA P0A940 β-barrel 1, 8 SP1–21-(Potra-Potra-Potra205,  206-Potra-Potra)p-[16β:OM]

BamB P77774 peripheral 1, 6, 8 SP1–19-(PQQPal-20,  100–104,  106,  204,  255–256,  273:OM)p

Cav1 Q03135 monotopic 1, 6, 8 D-(Cav81–83,  86,  90,  94,  Pal-133,  Pal-143,  Pal-156,  172,  174,  176)i
11:PMPI(4,5)P2,  PS,  Chol

DGKε P52429 bitopic 3, 8 [1α:PM]-(C1-C1-DAGKc)i

EEA1 Q15075 peripheral 8 C2H2-CC2-(FYVE1370,  1371, +1372, +1373,  1375:EEPI3P,PS,PC)

FALDH P51648 bitopic 4, 6, 8 (AldD-BD2-GK)i-[1α:ER]

Gag P12497 peripheral 6, 8 (MAPal-2;  30,  32:PMPI(4,5)P2)-{CA316,  317}2-{NC:RNA}2

GDAP1 Q8TB36 bitopic 4, 8 (GST)i-[1α:MOM]
MARCKS P29966 DLBR 6, 8 (DMyr-1-ED:PMPI(4,5)P2)i

PDZD8 Q8NEN9 bitopic 3, 8 [1α:ER]-(SMP:ERPI(4,5)P2-PDZ-C1:LEPI4P)i-CC

PRNP P04156 peripheral 1, 7, 8 SP-(D99,  122-PrP169,  222–228; GPI-230:PMPE)i-SP

Protrudin Q5T4F4 polytopic 5, 8 [4α:ER]-(CC2-FYVE:LEPIP2)i

Spike P0DTC2 bitopic 3, 6, 8 (NTD-RBD)3
e-[1α:VM]-(Cte10-Pal)i

Syt1 P21579 bitopic 3, 6, 8 [1αPal-  75, −76, −78, −80, −83:SV]-(C2:PMPS,PC-C2:PMPI(4,5)P2,  PS)i

acts with RAB GTPases [96,97]. The N-terminal half of protrudin forms
four predicted TM helices that anchor into the ER membrane based on
HTP analysis, although neither AlphaFold2 nor Rosetta arrange them as
a tightly packed bundle (Fig. 3). The splayed helices and their lack of
interdigitation in Protrudin models from across evolutionary space is
surprising given the critical role of strong anchoring at membrane con-
tact sites where lipids are transferred. Hence this splaying could be an
artifact, as stably packed parallel oligomeric structures are likely form
in biological membranes.

Phospholipid interacting motifs are predicted by MODA in the disor-
dered juxtamembrane segments in the AlphaFold2 and Rosetta-based
models. These  include GVRYLLR-66, QEVCRAR-116, AYRVLHW-176
and YR-227 and sit peripherally next to each TM helix on the cytosolic
side of the ER. The various TM predictors generally fail to correctly pre-
dict  the Protrudin  topology  found by AlphaFold2  and Rosetta, with
Philius, Phobius and Prodiv only identifying 3 helices, or 2 long TM he-
lices in the case of HMMTOP. Only the 4-helix topology complies with
the positive inside rule as well as the function of this protein, which me-
diates membrane contact sites with late endosomes. To carry this out its

FYVE domain must recognize PI and extract lipids from these compart-
ments via cytoplasmic access, which is also needed for partner protein
interactions [97,98].

Zinc-stabilized  FYVE domain  structures  including PI  complexes
have been solved by NMR [99,100] and X-ray crystallography [101],
allowing  us  to  predict  the  phospholipid  bilayer  binding  motifs
(TFSVL-360 and KRRS-365) of Protrudin's FYVE domain using MODA
and sequence alignments. Comparison with other FYVE domain struc-
tures and binding studies is needed in this case to weed out inconsis-
tent inferences. In particular, the AlphaFold2 and Rosetta models lack
the two zinc ions that stabilize these folds and incorrectly predict zinc
coordinating motifs as membrane binding, and GPS-Lipid incorrectly
predicts  that  the  cysteines  involved may be  lipidated. Nonetheless
such errors are relatively obvious and easily excluded out by struc-
tural analysis.

The  short COMPOSEL  script  of  protrudin  indicating  the  four N-
terminal TM helices and the membrane-dissociated FYVE domain  lo-
cated in the cytosol is:

Fig. 3. Structural model of the protrudin protein. A. The probabilities that residues are membrane spanning, and either inside or outside the cytosol are indicated,
along with the positions of the 4 TM helices. B. The AlphaFold2 model of protrudin with high, medium, low or minimal confidence are colored blue, aqua, yellow and
orange, respectively. C. The four TM helices, coiled coil (CC) region and FYVE domains are labelled and colored dark red, purple and green, respectively, in the model
structure, which is shown in the same view as in the middle panel. The rest of the backbone ribbon is gray. The PI lipid-binding motifs with confident structures and
membrane binding scores are labelled and in red with sidechains shown. The cytosolic and luminal leaflet surfaces of the ER membrane are tinted red and blue, re-
spectively. The N- and C-termini are labelled, with the former being placed incorrectly within the acidic, cytosolic leaflet of the bilayer in this AlphaFold2 model. The
orientations of the TM helices in this model are likely incorrect and have not been restrained or optimized for a membrane environment. (For interpretation of the
references to colour in this figure legend, the reader is referred to the web version of this article.)

6

CO
RR
EC
TE
D 
PR
OO

F

M. Overduin et al. Biophysical Chemistry xxx (xxxx) 106971

Upon  late endosome binding, protrudin's cellular compartments
and primary lipid ligand type would be specified as:

where ER and LE stand for endoplasmic reticulum and late endo-
some,  respectively,  and  PIP2  refers  to  phosphatidylinositol  bisphos-
phate.

The fold of the TM helices in the protrudin model can also be indi-
cated by bracketing the packed sets according to the density of inter-
helical contacts. In the case of AlphaFold2 model of protrudin (Fig. 3)
only the first and  last protrudin TM helices  interdigitate, while the
other two TM helices are structurally isolated. Thus the AlphaFold2
model  infers  (potentially  incorrectly)  that  there  are  3  separately
folded TM structural domains, which can be defined as the following:

In contrast, it is possible that the four TM helices form a single ter-
tiary structural domain composed of 4 helices, with the amino acid
residues inserting into membranes and binding lipids being stated as
:

Reactions and soluble domain interactions can also be defined. Pro-
trudin dimerizes via its coiled coil element, while its FYVE domain is in
equilibrium between being either free of ligand and bound to PIP2 mol-
ecules in late endosomal membranes. This reaction can be written as:

To  calculate  membrane-bound  structural  models,  the  residues
known  to  interact with  specific  lipid groups  can also be  included.
Identifying  lipid  recognition  determinants  requires  experimental
structures of complexes that are lacking for protrudin but can be ex-
trapolated from analysis of the EEA1 FYVE domain's lipid interactions
[80,81,99–101], which show its RRHHCR-1375 sequence interacting
specifically with the phosphatidylinositol 3-phosphate group, in addi-
tion to nonspecific interactions with PC molecules, as superscripted
below. The angle at which  the EEA1 FYVE domain orients on  the
early endosome (EE) membrane also depends on co-ligation of phos-
phatidylserine  (PS), which  also  forms  part  of  its  lipidon  [80,81].
Membrane binding is an order of magnitude tighter upon protonation
of the two His residues, and hence is favoured low pH endocytic com-
partments, as indicated by the “+” signs in the script below. In fact,
subcellular  localization  is  increasingly  recognized  to  be  driven  by
complementarity  of  pH-dependent  protein  and membrane  charges
[102].

EEA1 interacts with activated Rab5 switch residues I53 and Y82
through its N-terminal C2H2 zinc finger residues F41 and I42 [103]
and forms stable homodimers via its central coiled coil (CC) region
[104]. The Rab5 GTPase  is  stably anchored  into  sorting endosome
(SE) membranes and is geranylgeranylated on cysteines 212 and 213
[105]. Hence the COMPOSEL script of the full-length dimeric mem-
brane complex of EEA1 with protein-interacting residues underlined
is:

These scripts are designed as  logical expressions. Elements of de-
scending order  such  as domains,  residues  and  atoms  (or organelles,
lipids  and  their  substituents)  are  listed  from  left  to  right, with  the
smaller elements superscripted for clarity. Series of domains in a pro-
tein are linked in order from N- to C-termini with hyphens. Each protein
domain and their known ligand are on the left and right of a colon, re-
spectively. Sets of lipids recognized specifically are included together,
with the primary ligand indicated first where known. Sets of TM ele-
ments are listed in topological order and bracketed according to pack-
ing density to define TM folds. COMPOSEL is intended to allow descrip-
tion of both soluble and membrane components at levels of resolution
from atomic and up. To show general applicability we work through ad-
ditional cases below.

3.4. Membrane-fusing synaptotagmins

The  synaptotagmin  (Syt)  family  facilitates  calcium-dependent
membrane fusion events. The seventeen human Syt proteins shared a
conserved architecture characterized by an N-terminal membrane an-
chor with  two C2  domains  connected  via  a  variable  linker  region
[106]. Within  this  family,  Syt1  functions  as  a  calcium-sensor  and
fuses synaptic vesicles (SV) to the plasma membrane to enable neuro-
transmitter release [107]. Its structure (Fig. 4) is embedded in presy-
naptic  vesicles  by  an  N-terminal  TM  helix  [108]  along with  five
palmitoylated cyteines [109] that are necessary for presynaptic traf-
ficking  to  intracellular  vesicle  [110].  Intriguingly,  these modified
residues may form an extended conformation in lipid bilayers [111]
rather than an extension of the TM helix. The C2 domains mediate
membrane fusion in conjunction with soluble N-ethymaleimide sensi-
tive factor attachment protein receptor (SNARE) proteins, which are
located on the opposing plasma membrane [112]. While resting in the
absence of calcium, the second C2 domain associates with the plasma
membrane lipids, especially PI(4,5)P2 as well as PS, via its lysine-rich
patch [107,111]. Clusters of PI(4,5)P2 on the plasma membrane can
signal synaptotagmin association and subsequent membrane  fusion
[113,114]. This electrostatic  interaction with  the anionic phospho-
lipids' drives MODA positive residues 367 and 368 in Ca2+ binding
loop 3 of the second C2 domain to insert within the membrane plasma
membrane [115,116]. The  first C2 domain does not  insert  into the
membrane without  conformational  changes  caused by  calcium  ion
binding [117]. Hence, the COMPOSEL script for Syt1 in the absence
of calcium signaling is:

The changes induced by calcium alter Syt1's mode of membrane as-
sociation. The first C2 domain associates with calcium ions sequentially
in three interrelated binding sites [118]. Calcium complexes with both
the membrane and first C2 domain, coordinating with anionic phospho-
lipids and aspartates [118–120], thus inducing conformational changes
and promoting membrane insertion. On the calcium binding, quench-
ing experiments show F232 and F235 become embedded in the mem-
brane [120], while NMR implicates R234 and F235 as membrane bind-
ing [121]. MODA analysis indicates that residues 232–236 have high
propensities  for membrane  docking,  as  confirmed  by  PPM3,  while
structurally proximal residues 174 and 200 are also predicted to bind
membranes. Experimental evidence points to PS as being a key ligand
[122] alongside phosphatidylcholine (PC) [123]. Typically, membrane
tethering of the first C2 occurs with trans-membranes, in this case the
plasma membrane [107,124], as the membranes fuse to release neuro-
transmitters stored in the synaptic vesicle. In response to calcium, both
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Fig. 4. Membrane interactions of Syt1. The TM and first and second C2 domains are colored red, green, and blue, respectively, in the ROSETTA-derived model of the
structure of the entire Syt1 protein. The five palmitoylated cysteine residues are colored orange and labelled, and the rest of the backbone is gray. The C2 domain
residues which display membrane binding propensities of at least 30 are drawn in red with sidechains sticks and labelled in the expanded view on the right. The
membrane is shown with a slab with the cytoplasmic and luminal leaflets edged in red and blue, respectively. The positions of the membrane binding elements and
soluble helices have not been restrained and are not correctly positioned in this model. (For interpretation of the references to colour in this figure legend, the reader
is referred to the web version of this article.)

of the C2 domains simultaneously embed within phospholipid bilayers
[123], with the second C2 domain showing a similar membrane inter-
activity profile. Therefore, a COMPOSEL script of the form found medi-
ating Syt1 membrane-membrane contact sites can be represented as:

The syntaptotagmin membrane fusion machines assemble into mul-
timeric rings that pin membranes together [125]. Their assembly is dy-
namic and regulated, not only by calcium. In particular, Syt1's mem-
brane  binding  interactions  are  also  blocked  by  PIP-stops  [22,46]
formed by phosphorylation of membrane-proximal T202, Y230, S236
and Y365 residues, as well as a MET-stop through acetylation of K237
[23]. These post-translational modifications (PTMs) would be predicted
to detach the C2 domains from membrane as in the following state:

3.5. Multidomain PDZD8 protein at membrane contact sites

PDZD8 is an ER-resident protein found at membrane contact sites
with the late endosome and mitochondria. It acts as a tether by com-
plexing with other proteins, thus contributing to cytoskeletal organiza-
tion and regulation of calcium dynamics and lipid transfer [98,126]. Its
structure is anchored to the ER membrane through a single TM domain,
followed by  SMP  and PDZ domains, which mediate  lipid  extraction
(Fig. 5). The SMP domain transports lipids including PI(4,5)P2 in C. ele-
gans membranes, which regulate PIP distribution at ER-LE contact sites
[127]. The  tethering  role of PDZD8  is  supported by  the C1 domain,
which interacts with PS and PI(4)P in endosome membranes, as well as
the coiled-coil domain (CC), which interacts with Rab7, which is ger-

anylated and binds GTP and membranes [92]. The short COMPOSEL
script for PDZD8 is:

Its interaction with the membranes via lipid ligands is as follows:

The binding of PDZD8 CC residues L1001 and L1090 by a pair of
Rab7 molecules  in a GTP-dependent manner occurs  through  residue
Y78 in the “A” molecule and F45, W62 and F77 in the “B” molecule, re-
spectively [92]. The two states in the interaction can be described as:

Only the structure of the CC domain of PDZD8 has been experimen-
tally  resolved  (PDB:  7f6j)  [92].  Consequently  membrane-binding
propensities of  the  full  length protein were obtained  from structural
models generated by AlphaFold2 [54], Membranome [49] and Rosetta
[56] as well as by ColabFold [53]. Residues consistently scoring over 20
in MODA were considered to be membrane-interacting. The scores of
the free protein were also compared with those of the available crystal
structure to determine which CC residues interact with the protein part-
ner Rab7. The PDZD8 residues that insert into the membrane via the
lipid-binding PDZ domain, as well as  the pair of  isoprenylated Rab7
subunits in the complex in COMPOSEL are expressed as:
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Fig. 5. Model of PDZD8 tethering at ER-LE membrane contact sites. The TM helix, SMP, PDZ, C1, and CC domains are colored dark red, pink, blue, green and
purple, respectively, on the structure calculated by AlphaFold2. Residues with high membrane-binding propensities in the SMP, PDZ, and C1 domain are la-
belled and drawn in red with sidechains shown . The tethering and lipid transfer action of PDZD8 may be driven by these residues, supported by its interac-
tion with Rab7-GTP. The positions of the membrane binding elements in this model have not been restrained with regards to lipid interactions and are not
correctly positioned with respect to the bilayer. The ER membrane in which the membrane-spanning helix is shown but not the trans-membrane recognized by
the peripheral membrane domains. (For interpretation of the references to colour in this figure legend, the reader is referred to the web version of this article.)

This  script  describes  the membrane  tethering  action  of  PDZD8,
which binds directly to lipids in the LE, as well as indirectly through
Rab7, two copies of which bind its CC region.

3.6. Intrinsically disordered MARCKS protein

The myristoylated alanine-rich C-kinase substrate (MARCKS) pro-
tein is one of several intrinsically disordered proteins that cluster nega-
tively charged lipids on the plasma membrane via electrostatic interac-
tions [128]. Related proteins GAP43 and CAP23 have been identified to
carry out similar functions, and all three are substrates for protein ki-
nase C, suggesting a specialized signaling role for these proteins [129].
MARCKS can also release PI(4,5)P2 in response to calcium/calmodulin
(CaM), which wraps around  its basic effector domain (ED) [130], as
seen in a crystalized complex where its F157 and L159 residues pack
against CaM residues F92 and F12, respectively [131]. Thus, MARCKS
acts as a PI(4,5)P2 capacitor capable of releasing free lipid molecules in
response to calcium. MARCKS uses its ED to engage the plasma mem-
brane  and  cluster  three PI(4,5)P2 molecules  [132,133], with MODA
predicting additional residues that interact with the membrane near its

myristoylated N-terminus (Fig. 6). Thus, the COMPOSEL scripts of these
two states can be written as:

These states are shown in Fig. 6 along with an AlphaFold2 model
that predicts that full-length MARCKS is unstructured. The effector se-
quence  that  interacts with calmodulin or membrane  surfaces can be
phosphorylated by PKC at serines 159, 163 and 170, which disrupts
these  interactions  [134] and  serve as PIP-stops  [22,46],  shifting  the
protein to a largely membrane-free state stabilized only weakly by the
N-terminal myristoylated motif:

3.7. Fatty aldehyde dehydrogenase

Proteins and lipids in cells are protected from damage by reactive
aldehydes by  the action of a  family of 24 aldehyde dehydrogenases
[135]. Of these, FALDH converts long-chain fatty aldehydes (FAL) into
their corresponding fatty acid (FA) molecules. The dimeric protein is
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Fig. 6. Membrane interactions of MARCKS. This intrinsically disordered protein attaches to membranes via both an N-terminal myristylation and a basic effector
domain (ED) (blue) (A), the latter of which can be detached by calmodulin (CaM) (B). C) The AlphaFold2 model of the mouse MARCKS protein with the ele-
ments predicted to bind phospholipid bilayers shown in red with their sidechains and labelled. The N- and C- termini are labelled. Note that this model of this
disordered protein is of low confidence, as are the resulting membrane binding residue predictions. (For interpretation of the references to colour in this figure
legend,  the reader  is referred  to  the web version of  this article.)

normally anchored into the ER, or in the case of the longer variant iso-
form,  into peroxisomes, by a  single C-terminal TM helix  [136]. The
palmitoylation of Cys425 of human FALDH has been identified by mass
spectrometry  in HEK293  cells  [137]  and would  also  insert  into  the
membrane.

MODA analysis of the crystal structure of human FALDH [138] as
well as full length models from AlphaFold2 and Rosetta reveals mem-
brane binding sites in the bridging domain that also forms a dimer in-
terface, and a pair of short helices preceding the C-terminal TM helix
(Fig. 7). The C-terminal helical extension (αCt) found in the long vari-
ant is positively charged, as is the cytosolic juxtamembrane region of
both isoforms. The membrane interactions of residues M91, F453 and
F454 are also predicted by PPM3, affirming of their key roles. Together
these sites coordinate access  to  lipid substrates and passage  into  the
substrate funnel, which harbours a lipid molecule in the crystal struc-
ture. Mutations that compromise FALDH activity lead to abnormal me-
tabolism of  lipids  including  sphingosine 1-phosphate, and  cause  the
metabolic disorder Sjögren–Larsson Syndrome. These  include patho-
genic mutations such as R423H [139] and K447E [140], which lead to
this  autosomal  recessively  inherited  neurocutaneous  disorder  and
would compromise the membrane interactions of this enzyme.

The short and long FALDH isoforms found in different subcellular
compartments are:

where homodimerization occurs via the BD, and PO stands for the
peroxisome membrane, which is engaged by the C-terminal α helix of
the long isoform, and Cys425 is modified with a palmitoyl group (Pal).

Including the peroxisome membrane interacting residues of the long
FALDH isoform generates the COMPOSEL script:

The specific lipid ligands are not known, but acidic phospholipids in
both  leaflets of  the peroxisome membrane are  likely given  the basic
character of the interacting sites.

The  reaction  catalyzed  by  FALDH  involves  a  substrate molecule
from the ER being bound by the catalytic domain, where it is cleaved

Fig. 7. Structural model of full length human FALDH isoforms showing the membrane interactive elements. Models calculated by AlphaFold2 (A) and Rosetta (B)
of the ER and peroxisome (PO)-resident short and long isoforms, respectively are shown. The NAD cofactor-binding and catalytic lobes of the AldH domain, bridg-
ing domain (BD), gatekeeper helix (GH), and TM helix domains are colored purple, blue, green, yellow and dark red, respectively. The rest of the backbone rib-
bon is gray. The residues with predicted to bind the membrane are labelled with sidechains shown in red. The long variant's C-terminal helical end from K481-
R508 is entirely membrane binding according to MODA, with only the basic sidechains shown in red. The cysteine that is palmitoylated is labelled and colored
orange. The cytosolic and luminal leaflet surfaces are tinted red and blue, respectively. For clarity, the catalytic and cofactor binding domains are placed incor-
rectly within the bilayer in these models, as are the phospholipid binding residues, due to the lack of membrane restraints. (For interpretation of the references to
colour in this figure legend, the reader is referred to the web version of this article.)
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and the product released into the local environment. This can be ex-
pressed as:

3.8. Diacylglycerol kinase

Of the ten human diacylglycerol (DG) kinases, the epsilon isofom is
unique in containing a TM helix. DGKε is found in the ER and plasma
membranes [141,142], and carries out ATP-dependent phosphorylation
of DG species to produce phosphatidic acid (PA). Its catalytic domain
interfaces with a pair of C1 domains,  these project  into  the  cytosol
[143] and influence DAG binding and fatty acyl specificity [144]. The
AlphaFold2 model predicts that the TM helix orients away from the first
C1 domain, while the second C1 domain packs against the conjoined
catalyic and accessory domains (Fig. 8). A signal peptide is predicted by
PrediSi although the resulting cleavage at Thr37 has not been verified
experimentally. This would cut the predicted transmembrane helix in
half, leaving it a monotopic protein that could explain its partial libera-
tion  from membranes with high  salt or high pH  [141]. However, a
transmembrane orientation is supported by in vitro protein synthesizing
system [143] and seems more likely given the position of the putative
cut site inside the bilayer. Hence we infer that DGKε is a type 3 rather
than type 1 membrane protein.

Based on MODA analysis of the AlphaFold2 and Rosetta models the
first C1 domain interacts with membranes via the DLF-68, SQP-71 and
LQ-83 motifs. These orient towards the TM helix and the major pre-
dicted membrane binding site of the catalytic domain, and could con-
cievably swival to sit on the inner leaflet. Together they form a broad
surface that could influence catalytic rate and specificity for lipid sub-
strates and highly curved membranes [145], while also engaging the PA
product [146]. Curvature sensing could be further influenced by DGKε
dimerization, which is maintained in gentle detergent and does not re-
quire the TM domain [147].

The DGKε protein name in a short COMPOSEL script including is:

Including the predicted  lipid interacting residues gives the  longer
script:

The reaction carried out by DGKε on its preferred DG substrate bear-
ing 18:0/20:4 acyl chains in the plasma membrane is:

3.9. Glutathione S-transferase protein

The glutathione S-transferase (GST) superfamily contains 23 human
members including two with C-terminal TM helices that anchor into the
mitochondrial  outer  membrane  (MOM).  Of  these,  the  ganglioside-
induced  differentiation-associated  protein  1  (GDAP1)  is  well-
characterized but lacks canonical GST activity and glutathione binding
capacity [148]. Although its natural ligand remains unclear, membrane
association is critical for its ability to influence mitochondrial morphol-
ogy and ER contact sites [149].

The  crystal  structure  of GDAP1's  core domain  bound  to hexade-
canoic acid suggests that FA molecules are its ligands [150] (Fig. 9A).
Analysis of  the AlphaFold2 model of  full  length GDAP1  indicates  a
proximal membrane binding elements within  the GST domain  (N64,
P66, Y155, and R159) and an α helical linker that precedes a single C-
terminal TM helix (Fig. 9). Additionally, nearby residues P59 and L60
display significant membrane binding propensities in the apo-structures
and could interact with lipids. A long loop is not visible in the crystal
structures but is bordered by an exposed helical extension, and may be
dynamic and could bind membranes, although this compacts and is not

Fig. 8. Plasma membrane interactions in the DGKε structure. The TM helix, first and second C1 domains and DAG kinase catalytic (DAGKc) domain are colored
dark red, green, yellow and blue, respectively, in these images of the AlphaFold2 (A) and Rosetta (B) models. The remainder of the backbone is gray, and the N-
and C-termini are labelled. The residues in the peripheral domains with significant membrane binding propensity are labelled and colored red with their sidechains
shown, and the proline and threonine residues in the TM helix that represent bend and putative cleavage sites are colored pink and orange, respectively. The inner
and outer leaflet surfaces are tinted red and blue, respectively. For clarity, the catalytic and C-terminus are placed incorrectly within the bilayer, as are phospho-
lipid binding residues, due to the lack of membrane restraints used to calculate these models. (For interpretation of the references to colour in this figure legend,
the reader is referred to the web version of this article.)
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Fig. 9. Structures of human GDAP1 showing its membrane interactive elements. The GST module's glutathione and substrate binding domains and TM helix are
colored blue, purple, and dark red, respectively, on (A) the crystal structure of the core GST module bound to hexadecenoic acid, which is colored yellow and la-
belled “FA” (PDB: 7aia) [150], (B) the AlphaFold2-based and (C) Rosetta models of the full-length protein in the mitochondrial outer membrane. The rest of the
backbone ribbon is gray. The peripheral residues displaying membrane binding propensities of at least 30 are drawn in red as sticks and labelled. The N- and C-
termini are labelled. For clarity, the soluble and membrane binding elements of these bilayer models are not placed correctly as no membrane restraints were
used to predict the structural models. (For interpretation of the references to colour in this figure legend, the reader is referred to the web version of this article.)

predicted to bind membranes in the full-length models. Altogether the
predicted phospholipid docking  residues  circumscribe a  surface  that
could  sit  on  the  bilayer  surface  to  provide mitochondrial  targeting
[151]. Such interactions could contribute to the observed autoinhibi-
tion of GDAP1's GST activity and tubulation of liposomes that mimic
mitochondrial outer membranes [152].

Additional membrane binding poses can be considered. The Rosetta-
derived model  (Fig. 9C)  indicates  that  an  additional TM helix  from
residues 292 to 312 packs against the C-terminal helix, in agreement
with sequence-based predictors such as HMMTOP, HTP and Phobius
but not Memsat or Octopus. However, this pose is impossible for a tail
anchored (TA)-protein with a cytosolic GST domain. Hence, we infer
that the AlphaFold2 model (Fig. 9B) is more likely.

The isolated and crystallized GST domain forms monomers [148] as
well as dimers [150]. The dimer interface involves C88 on the surface
away from the membrane, with an Y29F substitution affects the dimer-
ization of GDAP1 [150]. Dimerization  is not required  for activity al-
though it could affect membrane interactions.

Mutations in GDAP1 implicated in Charcot–Marie–Tooth disease, a
common  inherited peripheral polyneuropathy,  could  alter  the mem-
brane interaction. For example, mutations linked to neuropathies posi-
tioned to affect membrane interactions include P153L, A156G, T157P,
R161H, N297K, T307A, R310E, T322M, G327D, A336S, L344R, M347V
and  N356D  in  the  Inherited  Neuropathy  Variant  Browser  database
[153].

The models of GDAP1 predicted by AlphaFold2 and Rosetta differ,
containing one or two TM helices near the C-terminus that position the
GST domain either inside or outside the cytosol, respectively. The cor-
responding COMPOSEL scripts are:

Including the predicted membrane binding residues of the former
state along with those of intervening helical linker (L) that interfaces
with the membrane gives the following COMPOSEL script for ligand-
bound GDAP1:

Including the interactions described in these scripts could be used to
predict more realistic models of full length GDAP1. In particular this
would exclude the models that position the core domain incorrectly ei-
ther inside or on the wrong side of the membrane (Fig. 9B, C).

3.10. BAM complexes that assemble β barrels

Outer membranes surround Gram-negative bacteria, mitochondria
and chloroplast, and are packed with β barrel proteins. In bacteria the β
barrel assembly machine  (BAM)  inserts and  folds β barrels  into  this
asymmetric membrane, which contains lipopolysaccharides in the ex-
ternal leaflet and phospholipids in the internal leaflet. The core subunit
in E. coli is the β barrel protein BamA, which contains a N-terminal se-
ries of five polypeptide transport associated (Potra) domains. The rest-
ing  state  of BamA  protein  and  the  four  lipoprotein  subunits BamB,
BamC, BamD and BamE in detergent has been resolved by X-ray crystal-
lography [154]. The structure of their complex with a folding substrate
in native outer membrane extracted using styrene maleic acid lipid par-
ticle (SMALP) has been determined by cryo-electron microscopy (cEM)
[19]. Analysis of these assemblies predicts potential membrane interac-
tion sites in all subunits of the free (Fig. 10A) and complexed states (Fig.
10B), with the MODA data shown in Fig. 10C. The N-terminal cysteines
are acylated and insert into the bilayer but are not visible in the struc-
tures, nor are some loops and dynamic elements. We propose that the
multiple membrane binding surfaces are differentially engaged during
the assembly and operation of the machine, as indicated by changes in
their MODA profiles.

The  BamA  protein  structure  includes  a  signal  peptide, which  is
cleaved  at  residue  21.  Its  membrane  interacting  W205  and  W206
residues [155] are within  the  third Potra domain and are  facing  the
periplasmic leaflet, while the β barrel fold sits inside the bacterial outer
membrane (OM). This yields the COMPOSEL script:

The BAM assembly in its resting state contains with peripherally in-
serted residues consistently predicted in the models and structures (Fig.
10) enable the expected structural poses [154,156,157] and insertion of
palmitoyl groups. For example, the bound BamB lipoprotein subunit,
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Fig. 10. Structures of E. coli BAM complex showing its subunits and membrane interactive elements. The BamA, BamB, BamC, BamD and BamE subunits are colored
beige, yellow, green, teal, and blue, respectively, in (A) the crystal structure of the entire BAM assembly [154] and (B) its complex with the EspP folding substrate
[19]. The resolved β strands of the EspP barrel substrate are in gray. The peripheral BAM residues (except for those in the BamA β barrel) which display membrane
binding propensities of at least 30 are drawn in red as sticks and labelled. The membrane is shown with a slab with the extracellular and periplasmic leaflets edged
in blue and red, respectively, with the PDB entry number shown below. C. The MODA scores of all the residues of each BAM subunit in the two structures and Al-
phaFold2 (AF) monomer models are shown in the heatmap. (For interpretation of the references to colour in this figure legend, the reader is referred to the web ver-
sion of this article.)

which forms a β-propeller repeat fold known as PQQ, can be described
in COMPOSEL as:

The formation of the intermediate complex with a folding substrate
yields conformational changes in the BAM structure [19]. This results
in significantly higher membrane binding propensities  in  the  folding
machine  intermediate with BamB  described  by  a COMPOSEL  script
along with the β barrel and three other lipoprotein subunits included, as
is stated below:

Here the superscripted numbers indicate some of the residues in the
folding intermediate that are predicted to be membrane interactive dur-
ing the assembly process. It is also possible to use COMPOSEL scripts to
indicate the protein:protein interactions. For example, the antiparallel
pairing between G424 and F426 in the first strand of the BamA barrel
and F1300 and Y1298 in the β signal strand of EspP, respectively, [19]
are shown below with interacting peptide elements underlined and sep-
arated in order by semicolons:

Hence, COMPOSEL  scripts are useful  for communicating protein-
protein and protein-membrane interactions, with the peptide or lipid
ligand positioned after the colon of the contacting residue and in under-
lined or plain text to distinguish them. As such, such scripts represent
simplified ways to convey the complex information within structures of
large assemblies, allowing the reader to focus on the key element of any
particular interaction.

3.11. Adhesion G-protein-coupled receptors

The  largest  superfamily of membrane proteins are  the G-protein-
coupled receptors (GPCRs). They are defined by the presence of seven
TM helices and signal  inside the cell through C-terminal  interactions
with G-proteins that bind and hydrolyze GTP. Their N-terminal extra-
cellular domains are diverse. Those of adhesion G protein-coupled re-
ceptors (aGPCRs) contain a variable number of modules including the
GPCR autoproteolysis-inducing (GAIN) domain with an internal GPCR
Proteolysis Site (GPS) [158]. When cleaved the new N-terminal stalk
can act as an intramolecular agonist. The autoproteolytic mechanism of
the ~320 residue GAIN domain has been revealed by X-ray crystallog-
raphy studies of its bi-lobed structure [158]. Nonetheless the detailed
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mechanisms of this subfamily of 33 GPCRs remain poorly understood,
although their interactions with lipids including PS [159] and proteins
[160]  are  thought  to promote  cell-to-cell  and  cell-to-matrix  interac-
tions.

Structures have been elucidated of ADGRF1 protein (Fig. 11A), a re-
ceptor for the brain-enriched lipid metabolite synaptamide [161]. This
endogenous ligand is likely to bind between the two GAIN subdomains
near residues Q511, N512 and Y513, whereupon it induces conforma-
tional changes and signals downstream through β-arrestin [162]. The
structure of cleaved ADGRF1 bound to G-proteins elucidated by cEM re-
veals a lysophosphatidylcholine molecule bound in an interhelical cleft
[163]. A series of five G-protein complexes reveals consistent interac-
tions for signaling and activation by the tethered stalk peptide [164]
(Fig. 11B). This aGPCR contains an amphipathic C-terminal helix (αC)
and is also palmitoylated on cysteines 704 and 836, which also mediate
interactions with the plasma membrane.

The COMPOSEL script for ADGRF1 interacting with plasma mem-

Once activated by autoproteolysis ADGRF1 forms a signaling com-
plex with three G-proteins. In the case of the Gα12 complex (Fig. 11B)
this involves contacts between its residues L367, L371 and L376 and the
receptor residues I686, L769, and I795, as underlined in the script be-
low. The Gα12 subunit contains myristoylated G3 and palmitoylated C4
residues that also mediate membrane interactions [165]. The Gγ2 sub-
unit  is  isoprenylated at C68, which along with R62 engages plasma
membrane  inner  leaflet  lipids  including  phosphatidylethanolamine
(PE) [166]. Hence a COMPOSEL script for auto-activated, cleaved AD-
GRF1 focussing on its complex with G-proteins is:

3.12. Caveolins

Caveolae are small invaginations found in plasma membranes of
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interactions with the plasma membrane.
The COMPOSEL script for ADGRF1 interacting with plasma mem-

brane is as follows:

The COMPOSEL script for ADGRF1 indicating our discovery here of
putative membrane binding residues on the novel N-terminal structural
domain is:

Caveolae are small invaginations found in plasma membranes of
many cell types, and play roles in signaling, intracellular trafficking
and  lipid homeostasis. Humans  express  three  caveolins, which are
monotopic proteins that oligomerize to form ~15 nm diameter disc-
shaped pores, as resolved by cEM [3]. Their central helices align into
a pinwheel-like ring about an inner β barrel, with significant mem-
brane binding propensities on the outer rim and inner hub of all 11
subunits, which assemble  into  caveolae with polyhedral  symmetry
(Fig. 12). The N-terminus is predicted to be disordered and is not evi-
dent in the cEM structure, while cysteines 133, 143, and 156 in the
membrane-facing surface are palmitoylated. Caveolins displace hun-
dreds of lipids and cluster with PI(4,5)P2, PS, and cholesterol [167] as
their disc shapes  insert deep  into the cytoplasmic  leaflet and curve
membranes. The following COMPOSEL script identifies the phospho-
lipid bilayer docking residues predicted by MODA in the perimeter

Fig. 11. Structures of the ADGRF1 indicating structural elements that engage lipid. A) An AlphaFold2 model is shown with a novel N-terminal domain (NTD), SEA
domain, GAIN subdomains A and B, and 7 TM helix bundle are colored pink, magenta, blue, green and dark red, respectively. Residues with membrane binding
propensities in peripheral domains are colored red with sidechains shown. The positions of the membrane binding elements have not been restrained and are not
necessarily positioned accurately with respect to the membranes. B) The structure of the cleaved ADGRF1 receptor and bound to Gα12, Gβ1 and Gγ2 subunits and a
stabilizing antibody, which are colored sand, light green, yellow and light violet, respectively, are shown. Predicted membrane binding residues in the Gα12 and
Gγ2 subunits shown in red with their sidechains and labelled, and the stalk peptide is depicted in light purple (PDB: 7wy7). For clarity the membrane binding ele-
ments are not correctly positioned with regards to the bilayer surfaces. (For interpretation of the references to colour in this figure legend, the reader is referred to
the web version of this article.)
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Fig. 12. Structure of the monotopic caveolin multimer (PDB: 7SC0) showing the membrane binding surfaces. Five perspectives of the human Cav1 structure
are shown from the extracellular to cytoplasmic views from left to right. Residues in the eleven subunits that display significant membrane binding propensi-
ties based on MODA analysis are shown in red and are labelled, with the remainder of the surface is blue in these images generated in ICM Browser. (For inter-
pretation of the references to colour in this figure legend, the reader is referred to the web version of this article.)

and center of the pinwheel fold. Additional contacts with cholesterol
and the buried surface of the disc as well as disordered N-terminal
residues are likely during the membrane insertion, bending and bud-
ding processes that caveolins mediate.

4. Discussion

Collective progress in science depends on having useful classifica-
tion systems, whether  for a species, gene or protein. The  form and
function of membrane proteins are key to communication, interroga-
tion and exploitation of  the membrane code,  for which a coherent
classification  system  is  proposed  here.  Current  categorizations  of
membrane proteins by fold [168,169], topological class [64] or type
[65] are not widely used by people or databases such as SMART [38]
or Uniprot [36] and recent advances remain underappreciated. This
gap is addressed here by establishment of COMPOSEL as a new classi-
fication system along with examples to show how it works with di-
verse protein architectures and memteins. Moreover, this facilitates
identification of novel lipid binding domains and highlights the inter-
dependency of complex reaction pathways, domain-domain connec-
tions and multimerizations. While a standardized system for annotat-
ing folded protein domains is already available [37], there is no such
system  for membrane proteins or memteins. Features  incorporated
here for full-length proteins and domains re intended to fully commu-
nicate their interactions and mechanisms and could inform the design
of membrane readers, fusion machines and entirely novel assemblies.

The language we currently use for membrane proteins can be un-
necessarily ambiguous and biased. “Membrane proteins” are usually
assumed to refer to “transmembrane proteins”, although we suggest
here that this may only be true about half of the time. This study re-
veals that most membrane proteins contain peripheral membrane ele-
ments, monotopic domains, DLBRs or modifications that engage lipid
bilayers.  The  latter  “non-transmembrane”  protein  elements  are
thought to be more difficult to predict, and hence remain underappre-
ciated, although automated tools like MODA exist for their rapid and
convenient identification. Some transmembrane proteins also medi-
ate peripheral interactions with a “trans-membrane” to form contact
sites  between  organelles,  as  in  the  cases  of  Syt1,  Protrudin  and
PDZD8. In such cases the term “transmembrane protein” can be con-
fusing. The  term  “integral membrane protein”  refers  to  transmem-
brane and monotopic membrane proteins while excluding peripheral
or other membrane proteins that are transiently associated. However,
proteins like Syt17 lack TM and monotopic domains but are tightly af-
fixed to membranes by multiple palmitoylated cysteines and two C2
domains  [106],  and may  actually  be  integral membrane  proteins.
Hence the overarching classifier of “membrane protein” is more accu-
rate, particularly when combined with a description of the compo-
nent  interactions. This can be  framed  in  the COMPOSEL  language,
which  is the first structure/function-based system for unambiguous
and universal classification for all proteins that concisely specifies the

number and type of membrane interactive units including peripheral
membrane and TM domains, disordered regions and lipidation sites.

Further advances  in AI/ML could allow  the complete universe of
protein structures to be more accurately modelled [54,56] with inclu-
sion of membrane  interaction and  regulatory modification data. The
new restraints could originate from the MODA program, which is freely
available and generates membrane binding propensity data in seconds,
as well as public PTM databases, allowing communication of physiolog-
ical  functions of proteins and memteins. Obtaining validated  lipidon
specificities  remains  laborious  although  advances  such  as  nanodiscs
could be used to screen and cross-validate interactions with organelle
membrane sections [18]. By refining structural models with restraints
for multiple specific lipid ligands and protein docking surfaces in realis-
tic bilayers could yield more accurate, complete and dynamic models of
memteins. Indeed, more realistic computational approaches based on
lipid compositions and dimensions that mirror those in biology are al-
ready becoming available [170]. Programs such as HADDOCK already
incorporate such restraints and have been used to calculate structures
of dozens of bilayer-bound proteins [46,84–91], providing a potential
pathway forward.

COMPOSEL  is designed  to be an adaptable and scalable system
that can be extended to describe complex disease mechanisms. The
functions  of most  proteins,  particularly  those  that  serve  as  hubs,
bridges and assembly points, involve multiple interactions. Viral pro-
teins tend to especially polyfunctional with several binding sites that
cooperate. This complexity can be challenging to describe and follow.
For example, the Gag protein binds nanoclusters of PI(4,5)P2 in the
plasma membrane  through  residues  including K30  and K32  of  its
myristoylated matrix (MA) domain [171–174]. It also oligomerizes in
part through its capsid (CA) domain residues W316 and M317, and
packages RNA  through  its nucleocapsid  (NC) domains  to  facilitate
budding  of HIV  particles.  The  state  of  the membrane  bound Gag
dimer complex with RNA can be simply stated as:

The membrane  interactions and pathological  rearrangements of
multidomain proteins and intrinsically disordered regions can be cov-
ered. For example, the prion protein Prnp contains cleavable N- and
C-terminal signal peptides and engages membrane lipids through DL-
BRs and its Prp domain, with conformational rearrangement leading
to progression of  a variety of prion diseases. Due  to mutations or
spontaneous β fibril formation the cellular form (C) converts into the
scrapie (Sc) form with more extensive interactions with lipids includ-
ing phosphatidylethanolamine (PE) [33,175]. This conversion by the
cleaved Prnp protein can be described as:

Multicomponent interactions of proteins and lipids are the norm in
membranes. Unlike  soluble  proteins  that  float  in  three  dimensional
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spaces, nembrane proteins are restricted to and fold in the two dimen-
sional  spaces of bilayers, hence  they are more  likely  to  form homo-
oligomeric  structures,  with  lipids  often  stabilizing  their  interfaces
[176]. Although predicting structures of multimeric assemblies remains
difficult, progress is being made. For example deep learning predictions
are being developed for membrane protein complexes [177] and Mem-
STATS allows symmetries in membrane proteins and their quaternary
complexes  to  be  characterized  [178].  Formation  of  such  oligomeric
complexes and their many lipid interactions can be challenging to de-
scribe but is key for understanding function, with COMPOSEL allowing
their features to be more easily articulated.

The extended biological code that governs high-fidelity formation
of DNA, RNA, protein and membrane structures of the cell can be suc-
cinctly described  in COMPOSEL. For example,  the  following  script
captures how the human EEA1 gene is expressed from chromosome
12q22, with codons including the five below being transcribed and
translated into the RRHHCR-1375 motif that contacts the PI3P head-
group. When folded this element is key to recognition of the PI3P, PS
and PC-containing lipidon that encodes the membrane identity of the
early endosome. These four levels of the genetic and membrane code
can be simply conveyed as:

An  organism,  tissue  and  cell  in which  biomolecular  interactions
takes place can also be specified in COMPOSEL. For example, infection
of  a homo  sapiens  (Hs)  lung  epithelial  cell  (LEPC) with SARS-CoV-2
virus (SC2) involves binding of the peptidase domain residues M82 and
Y83 in the dimeric human ACE2 receptor and plasma membrane lipids
of a host cell by F486 in the receptor binding motif (RBM) and residues
K444 and V445 in the receptor binding domain (RBD) of the viral spike
protein, respectively. This extracellular encounter is mediated by the
trimeric spike which also contains an N-terminal domain (NTD) and is
anchored in the viral membrane by a TM helix and ten palmitoylated
cysteines within its C-terminal extension (Cte) [34,35,179]. The com-
plex formed by the ACE2 dimer and plasma membrane of a human host
cell and the trimerized spike RBD of the virus can be summarized as:

In this way the complexity of biological codes, architectures or in-
teractions within any organism, cell, virus or biomacromolecule can be
described in a universally accessible language. As an intuitive nomen-
clature intended for people to read and write, we hope that this system
will be considered, used and improved by the research community. It is
geared to be useable as an extendable and compressible programming
language in order to develop more realistic models of multicomponent
proteins in membrane environments. Ultimately, this could provide a
deeper understanding of how biological  information  is encoded and
works at all levels of resolution to aid in teaching, experimental design
and therapeutic intervention.
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