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Les membranes biologiques constituent des édifices dynamiques. En effet, les composés
membranaires (protéines et lipides) diffusent latéralement, bien qu'un certain nombre de
mécanismes limitent cette diffusion. De plus, la composition des deux feuillets diffère, grâce à des
transferts actifs de lipides d'une hémimembrane à l'autre. Enfin, les éléments constituant les
membranes peuvent varier dans le temps, du fait d'échanges vésiculaires ou non vésiculaires.

Tous les organismes sont composés d’une ou plusieurs cellules : la cellule constitue l’unité structurale et fonctionnelle
du vivant. Chaque cellule est définie par la barrière sélective qui constitue sa frontière vis-à-vis de son environnement :
la membrane plasmique. Par ailleurs, la plupart des cellules eucaryotes et certaines cellules procaryotes possèdent
également des membranes délimitant des compartiments intracellulaires, permettant une compartimentation
supplémentaire. Les membranes biologiques permettent la réalisation d’un grand nombre de fonctions (informatives,
métaboliques, structurales), adaptées aux besoins de la cellule et aux conditions de son environnement. La plupart de
ces fonctions et leur adaptabilité sont permises par leur dynamisme, c’est-à-dire le fait qu’elles soient le siège de
mouvements, de changements.

Comment la composition des membranes biologiques les rend-elle dynamiques ? Quels sont les différents aspects de la
dynamique des membranes biologiques ? Comment est modulée cette dynamique ?

Dans cet article, après un rapide rappel de la structure des membranes des Eucaryotes, nous verrons que les
membranes biologiques présentent une dynamique latérale qui est contrôlée par de nombreux paramètres dans les
cellules, puis que des protéines permettent une dynamique verticale, et enfin que des échanges entre membranes
contribuent au dynamisme de ces édifices.

On se limitera ici au système endomembranaire des Eucaryotes, constitué par les membranes participant au trafic
vésiculaire : la membrane plasmique et les membranes des organites non endosymbiotiques tels que les endosomes,
l’appareil de Golgi, le réticulum endoplasmique, les vacuoles, les lysosomes (Figure 1). Dans un souci de concision,
l’accent sera mis sur les propriétés des membranes biologiques, les fonctions permises par le dynamisme des
membranes seront plus rapidement évoquées.
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Figure 1 - Système endomembranaire
et organites endosymbiotiques des
cellules eucaryotes
Cellule végétale (haut) et cellule animale
(bas). Adapté de [14].
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1. Les membranes des Eucaryotes, des bicouches
protéolipidiques
La membrane plasmique des érythrocytes (globules rouges) des Mammifères, cellules qui n’ont pas d’autres
membranes, a été extensivement étudiée, et a servi de modèle pour établir la structure plus générale des membranes
biologiques. Elle comporte des protéines, des lipides et des glucides liés à des protéines ou des lipides. En masse, les
lipides représentent environ 40 % des composants membranaires (environ 60 % pour les protéines). Dans l’espace, les
lipides occupent 70 à 90 % de la surface membranaire. En nombre, les lipides représentent environ 98 % des
composants membranaires [1,2]. Les membranes des Eucaryotes partagent une organisation en bicouche, formée par
deux feuillets tête-bêche de lipides membranaires[1].

1.1. Les lipides membranaires s’assemblent en bicouche
Différents lipides membranaires existent. Plus de la moitié sont des phospholipides : soit des esters de glycérol,
d’acides gras et d’acide phosphorique (glycérophospholipides), soit des amides de sphingosine et d’un acide gras,
estérifiés par un acide phosphorique (sphingolipides). Il existe aussi environ 30 % de stérols membranaires, dont le
cholestérol des membranes animales, le sistostérol des végétaux, et l’ergostérol des Eumycètes [3]. Ils sont composés
d’un noyau polycyclique lié d’un côté à une courte chaîne carbonée et de l’autre à un groupe hydroxyle −OH (fonction
alcool). Les lipides membranaires partagent un caractère amphiphile, avec (i) une région polaire hydrophile
interagissant avec le solvant aqueux ou d’autres groupes polaires, via des liaisons hydrogènes et d’autres interactions
électrostatiques, et (ii) une région apolaire hydrophobe pouvant former des liaisons de Van der Waals avec d’autres
groupes apolaires (Figure 2A).

https://planet-vie.ens.fr/sites/default/files/styles/popup/public/2020-12/Figure%201%20-%20Syst%C3%A8me%20endomembranaire%20et%20organites%20endosymbiotiques%20des%20cellules%20eucaryotes.png?itok=B1QM2nOA
https://creativecommons.org/licenses/by-nc-sa/4.0/deed.fr


Figure 2 - Les lipides membranaires
forment des bicouches lipidiques
(A) Trois exemples de lipides
membranaires. (B) Auto-organisation de
lipides membranaires en bicouche. (C)
Dénomination des feuillets
(hémimembranes) de la membrane
plasmique et de membranes d’organites
ou vésicules.
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Ces propriétés expliquent que des lipides membranaires s’assemblent (principalement) en bicouche dans un solvant
polaire comme l’eau : ils forment deux feuillets, qui délimitent deux bordures hydrophiles et une couche centrale
hydrophobe (Figure 2B). In vivo, pour la membrane plasmique, on parle de feuillet cytosolique (ou interne) et de feuillet
extracellulaire (ou externe ; Figure 2C). Pour les vésicules et organites, on parle de feuillet cytosolique et de feuillet
luminal (côté lumière ; Figure 2C). Les deux feuillets d’une même membrane peuvent être de composition très
différente : par exemple, le feuillet extracellulaire de la membrane plasmique est riche en stérols, glycolipides[2],
sphingolipides, et est lié à des protéines ou domaines protéiques différents de ceux du feuillet cytosolique, qui lui est
enrichi en phosphatidylsérine (PS) et en phospho-inositides (PIP2, PI4P, etc. ; voir 2.3.1.).

1.2. Les protéines membranaires sont associées plus ou moins
fermement aux membranes
Il existe trois mécanismes d’association entre protéines membranaires et membranes, définissant trois types de
protéines membranaires : les protéines membranaires transmembranaires (ou intrinsèques), les protéines
membranaires extrinsèques (ou périphériques) ancrées de façon covalente à une membrane, et les protéines
extrinsèques (ou périphériques) ancrées de façon non covalente à une membrane[3].

Les protéines transmembranaires (intégrales, intrinsèques) possèdent une ou plusieurs structures secondaires
organisées en domaines s’insérant au travers d’une membrane biologique. Les plus courants sont les hélices α
transmembranaires, dont des radicaux d’acides aminés apolaires interagissent avec les lipides membranaires (Figure
3A). C’est par exemple le cas des cadhérines (cellules animales) ou des transporteurs d’auxine PIN (cellules végétales)
[4].

D’autres protéines membranaires ont subi des modifications post-traductionnelles les liant de façon covalente à un
lipide qui s’insère dans les membranes : liaison à un acide gras par acylation[4] (par exemple un acide myristique ou un
acide palmitique), prénylation[5], liaison à un glycolipide (par exemple une ancre GPI, pour
glycosylphosphatidylinositol ; Figure 3B) [5]. C’est par exemple le cas de petites protéines G comme ROP6 (Rho of
Plants 6) [6,7].
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Enfin, des protéines membranaires extrinsèques sont associées à la surface de la membrane via des liaisons faibles
avec d’autres composants membranaires. Il peut s’agir d’une reconnaissance spécifique de lipides ou de protéines
membranaires (reconnaissance biochimique ; Figure 3C), comme la protéine SidM injectée par les bactéries Legionella
dans le cytoplasme des cellules infectées, qui reconnaît le PI4P (phosphatidylinositol-4-phosphate) [8,9]. Souvent, les
protéines interagissent avec des zones de la membrane présentant des propriétés biophysiques particulières : champ
électrostatique (charge) sous-membranaire, courbure, défauts d’agencement lipidique (packing defects) causés par la
présence locale d’insaturations et de petites têtes polaires (Figure 3C). C’est par exemple le cas de kinases chez
Saccharomyces cerevisiae et dans les cellules animales, qui reconnaissant le fort champ électronégatif à la surface du
feuillet cytosolique de la membrane plasmique [10].

Figure 3 - Les protéines
membranaires sont associées aux
membranes par divers mécanismes
(A) Association aux membranes des
protéines transmembranaires
(intrinsèques, intégrales). (B) Association
de protéines aux membranes par liaison
covalente à une ancre lipidique (protéines
périphériques, extrinsèques). (C)
Association de protéines aux membranes
par des liaisons non covalentes (protéines
périphériques, extrinsèques).
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1.3. Bilan
Les membranes biologiques sont composées d’une bicouche de lipides à laquelle des protéines sont associées. Il s’agit
d’édifices supramoléculaires stables grâce aux nombreuses interactions au sein des membranes, ainsi qu’entre
composants membranaires et solvant aqueux. Si les membranes sont des structures stables, elles ne sont pas pour
autant statiques.
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2. Les membranes : des structures présentant une
dynamique horizontale

2.1. Observation de la dynamique horizontale des membranes
Certains composants membranaires peuvent être rendus fluorescents : protéines membranaires fusionnées à des
protéines fluorescentes et exprimées au moyen d’un transgène, analogues de lipides fluorescents [11,12]. L’observation
des composants membranaires peut également être indirecte, grâce à des protéines de fusion fluorescentes se liant à
des lipides [13-15]. Soumis à une excitation par un laser trop intense, les composés fluorescents perdent leur capacité à
émettre de la lumière (phénomène de photoblanchiment). Après avoir provoqué le photoblanchiment d’une petite zone
de la membrane plasmique, on observe que cette zone redevient petit à petit fluorescente. De telles expériences, dites
de redistribution de fluorescence après photoblanchiment (FRAP, pour fluorescence recovery after photobleaching),
montrent qu’il existe une fluidité latérale (ou horizontale) des protéines et des lipides dans le plan des membranes
[11,12,16], conformément au modèle de mosaïque fluide proposé par Singer et Nicholson [17].

2.2. La labilité des interactions au sein des membranes autorise
une fluidité latérale
La structure des membranes biologiques dépend de liaisons non covalentes entre composés membranaires (liaisons de
Van der Waals, liaisons hydrogènes entre stérols et phospholipides, etc.) et avec le solvant (interactions
électrostatiques, dont les liaisons hydrogènes). Les énergies de liaison de ce type d’interactions sont du même ordre de
grandeur (environ 5 à 50 kJ.mol-1 selon les liaisons) que l’énergie cinétique due à l’agitation thermique des molécules
membranaires [18], ce qui aboutit à une grande labilité : les liaisons faibles se forment et se brisent constamment au
sein de la membrane, et entre la membrane et le solvant aqueux. Par conséquent, la structure globale des membranes
reste stable (une bicouche lipidique associée à des protéines), mais les composants membranaires sont mobiles les uns
par rapports aux autres dans le plan des membranes (Figure 4). Cette mobilité est d’autant plus grande que la
température est élevée (pour une membrane d’une composition donnée).

Figure 4 - Les composants des
membranes diffusent dans le plan de
la membrane (dynamique horizontale
ou latérale)
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L’aptitude des constituants membranaires à diffuser latéralement, proposée par Singer et Nicholson dans leur modèle
de mosaïque fluide [17], supposait une distribution homogène des lipides. Or, (i) les vitesses de diffusion latérale de
composants membranaires mesurées dans des membranes biologiques sont jusqu’à 100 fois inférieures à celles
mesurées dans des membranes artificielles (liposomes) [20], (ii) différents composés membranaires n’ont pas les
mêmes vitesses de diffusion latérale dans une membrane [16], (iii) de nombreux lipides et protéines membranaires
sont concentrés dans des microdomaines (d’un diamètre supérieur à 1 µm) et nanodomaines (ou radeaux lipidiques,
dont le diamètre est inférieur à 1 µm et fait plutôt entre 20 et 300 nm) [20], et (iv) de nombreux composés
membranaires occupent de grandes régions membranaires distinctes dans les membranes biologiques. Quels sont les
facteurs qui restreignent la dynamique horizontale des membranes ?
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2.3. Il existe des restrictions à la fluidité latérale des
membranes

2.3.1. Des lipides peuvent restreindre la diffusion latérale à des nanodomaines

L’existence d’une compartimentation latérale de protéines et lipides membranaires est désormais vérifiée pour les
membranes plasmiques animales et végétales [21-25]. En effet, la diffusion latérale de certaines protéines
membranaires, comme les flottilines liées à des lipides dans les cellules animales ou les rémorines dans les cellules
végétales, est restreinte à des nanodomaines de la membrane plasmique [26,27]. De nombreuses protéines
membranaires sont ainsi regroupées dans des radeaux lipidiques, définis comme étant des « domaines membranaires
de "petite" taille (d’un diamètre inférieur à 1 µm, mais le plus souvent compris entre 20 et 300 nm ; [20]), hétérogènes,
hautement dynamiques et enrichis en stérols et sphingolipides, et qui compartimentent des processus cellulaires » [28].
Cette théorie postule la répartition des lipides membranaires en deux phases distinctes : une phase liquide ordonnée
(les radeaux, enrichis en stérols et sphingolipides) et une phase désordonnée constituée par le reste de la membrane
[24].

Traditionnellement, les radeaux lipidiques sont vus comme une structure englobant les deux feuillets d’une membrane.
Néanmoins, les membranes sont asymétriques (feuillets de composition différentes) et les feuillets en partie découplés
(peu d’interactions entre feuillets). Ainsi, un feuillet peut comporter des lipides dans une phase liquide ordonnée, tout
en étant à l’aplomb d’un feuillet en phase liquide désordonnée (Figure 5). La composition du feuillet externe de la
membrane plasmique correspond à une phase prédite comme ordonnée, et la diffusion latérale y est réduite, par
l’abondance des interactions entre stérols et glycosphingolipides [29-31]. En effet, la structure plane des stérols, et les
longs acides gras saturés (et donc rectilignes) des sphingolipides, permettent l’établissement de nombreuses liaisons
de Van der Waals qui s’opposent aux mouvements horizontaux de lipides. La composition du feuillet cytosolique
suggère que les lipides y sont majoritairement en phase liquide désordonnée (pas sous forme de radeaux) et que leur
diffusion latérale est plus rapide [16]. Néanmoins, certains lipides du feuillet cytosolique, comme la phosphatidylsérine
et les phospho-inositides (dérivés du phosphatidylinositol) sont concentrés dans des nanodomaines constituant des
radeaux, modulant la diffusion latérale de composants membranaires [24,31-33]. Ces lipides comportent des acides
gras à longue chaîne et les radeaux du feuillet cytosolique dont ils font partie pourraient, au moins pour les cellules
animales, être couplés au feuillet extracellulaire via les acides gras à très longue chaîne de nombreux
glycosphingolipides [34].

Figure 5 - Les membranes
comprennent des nanodomaines,
dont les radeaux lipidiques
Certaines portions des feuillets
membranaires sont en phase liquide
ordonnée (radeaux lipidiques formant des
nanodomaines notamment), tandis que
d’autres sont en phase désordonnée.
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2.3.2. Le cytosquelette peut restreindre la diffusion latérale dans les membranes

De nombreuses protéines transmembranaires sont liées, via des protéines de liaison, au cytosquelette cortical des
cellules : principalement les microfilaments d’actine et la spectrine dans les cellules animales, et les microtubules
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corticaux et microfilaments d’actine dans les cellules végétales. Dans les cellules animales au cytosquelette
périphérique absent ou perturbé, la fluidité de la membrane plasmique augmente globalement (à l’échelle
micrométrique) [11,24]. Pourtant à l’échelle nanométrique, la vitesse de diffusion latérale des lipides suivis
individuellement n’est pas affectée [19]. En fait, le cytosquelette sous-membranaire forme des « enclos » (corrals)
constituant des domaines de diffusion latérale où les composants membranaires diffusent, mais dont ils sortent
rarement. Dans les cellules végétales, l’effet semble moins prononcé, notamment sur les protéines extrinsèques, mais
existe [16,35-37]. La dynamique horizontale des membranes, et en particulier de la membrane plasmique des cellules
animales, peut s’expliquer par le modèle des « barrières et piquets » (anchored picket fence concept) : les protéines
membranaires interagissant avec le cytosquelette sont immobilisées (piquets), et le cytosquelette sous-membranaire
forme des barrières restreignant la diffusion latérale de composants membranaires dont la région cytosolique est
suffisamment volumineuse (Figure 6) [24].

Figure 6 - Fluidité latérale : le modèle
de « piquets et barrière »
Des protéines membranaires ancrées au
cytosquelette (et éventuellement à la
matrice extracellulaire) se comportent
comme des piquets. Le cytosquelette
sous-membranaire définit des « enclos »
au sein desquels les composants
membranaires diffusent. Ce modèle
explique bien le cas de la membrane
plasmique des cellules animales.
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2.3.3. La matrice extracellulaire peut restreindre la diffusion latérale

Du fait du fort potentiel hydrostatique (pression de turgescence) des cellules végétales, leur membrane plasmique est
plaquée contre la paroi (matrice extracellulaire). Or, pour des protéines membranaires de la membrane plasmique
possédant un domaine extracellulaire, la fluidité latérale à l’échelle microscopique augmente dans des protoplastes
frais (cellules végétales sans paroi) ou dans des cellules plasmolysées (membrane plasmique « décollée » de la paroi)
[16]. Le placage de protéines ayant un domaine extracellulaire contre la paroi inhibe donc leur diffusion latérale.
Cependant à l’échelle nanométrique, l’observation de protéines uniques montre que la paroi contrôle la taille des
domaines où les protéines transmembranaires diffusent, mais pas ou peu leur vitesse : la paroi agit donc comme
« enclos », à la manière du cytosquelette, restreignant le domaine de diffusion des protéines membranaires [16,36]. Cet
effet vaut y compris pour des protéines à domaine extracellulaire très peu volumineux, et est vraisemblablement
valable aussi pour des protéines qui ne sont pas directement au contact de la paroi. Par ailleurs, les glycosphingolipides
du feuillet externe de la membrane plasmique comportent pour beaucoup des oligosides volumineux qui sont au
contact de la paroi. Cette dernière restreint donc probablement la diffusion de ces lipides [31,38].

Dans les cellules animales également, la matrice extracellulaire peut contribuer à restreindre les possibilités de
déplacement de protéines transmembranaires (interactions entre intégrines membranaires et fibronectines matricielles,
par exemple, formant des « piquets »). Cet effet est néanmoins plus modeste que dans les cellules végétales, où la
dynamique horizontale de la membrane plasmique peut se modéliser par un modèle plus complet de « barrières et
piquets », où la paroi joue un rôle prédominant par rapport au cytosquelette. Tout lipide, protéine ou glycolipide
extracellulaire y est ainsi susceptible d’interagir avec elle, et donc de se comporter comme piquet, et/ou de voir sa
diffusion contrainte par la paroi qui agit comme barrière et forme des « enclos » (Figure 7) [21].
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Figure 7 - Fluidité latérale : le modèle
de « piquets et barrière » revisité
Ici, les « piquets » sont principalement
ancrés par leur interaction avec la matrice
extracellulaire (paroi chez les végétaux),
et peuvent virtuellement être n’importe
quel composant membranaire ayant un
domaine extracellulaire. Ce modèle
explique bien le cas de la membrane
plasmique des cellules végétales, qui est
plaquée contre la paroi.
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2.3.4. Des domaines membranaires micrométriques : les microdomaines

Les membranes biologiques présentent des domaines de taille micrométrique. C’est en particulier le cas de domaines
de croissance apicale, comme à l’apex des poils absorbants et tubes polliniques en cours de croissance chez les
Angiospermes [39,40], ainsi que des sites de contacts entre membranes (membrane contact sites). Ces derniers
constituent des zones où des membranes distinctes sont très proches (environ 10 nm), et existent chez les Eucaryotes
entre de nombreuses membranes : entre membrane plasmique et réticulum endoplasmique (dont les plasmodesmes,
ainsi que les célèbres triades et diades permettant la contraction des cellules musculaires striées squelettiques et
cardiaques respectivement), entre réticulum et appareil de Golgi, etc. [41,42]. Au niveau de ces microdomaines, les
membranes ont une composition atypique, notamment en protéines stabilisant ces contacts et/ou y réalisant des
échanges (voir 4.3 ; Figures 16 et 17).

2.3.5. Des barrières à la diffusion latérale définissent de grands domaines
membranaires

Dans certains types cellulaires animaux et végétaux, on constate que des protéines transmembranaires ne se localisent
que dans une région de la membrane plasmique, isolée du reste de cette membrane.

2.3.5.1. Dans les cellules animales : cas des jonctions serrées

Les jonctions serrées des épithéliums animaux délimitent des domaines de diffusion latérale dans la membrane
plasmique : un domaine apical et un domaine basolatéral (Figure 8). Ces jonctions forment un anneau dans la
membrane plasmique des cellules épithéliales, et sont constituées notamment par les protéines transmembranaires
claudines et occludines qui se lient entre elles et accolent ainsi les membranes plasmiques des cellules voisines,
empêchant entre autres la diffusion latérale des protéines membranaires [43]. Les complexes protéiques des jonctions
serrées interagissent par ailleurs avec le cytosquelette des cellules [43]. Ces jonctions permettent ainsi la présence de
transporteurs transmembranaires distincts aux domaines apicaux et basolatéraux des épithéliums, et en conséquence
un transport polarisé de solutés au travers du tissu épithélial.
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Figure 8 - Les jonctions serrées
restreignent la diffusion latérale dans
la membrane plasmique des cellules
épithéliales
Adapté de Mariana Ruiz Villarreal,
Wikimedia.
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2.3.5.2. Dans les cellules végétales : cas de l’endoderme racinaire

Dans les racines des Angiospermes, l’endoderme forme une couche de cellules séparant la stèle (dont font partie les
tissus conducteurs) et le parenchyme cortical (cortex). Chez les Eudicotylédones, il se forme dans la paroi des cellules
de l’endoderme une bande riche en lignine et subérine, et donc imperméable, qui entoure les cellules : le cadre de
Caspary. Ce cadre de Caspary contraint les composés transportés depuis l’épiderme racinaire vers les tissus
conducteurs de sève brute à emprunter la voie symplasmique. Des travaux récents menés sur Arabidopsis thaliana ont
montré qu’il existait deux domaines distincts dans la membrane plasmique des cellules de l’endoderme, l’un cortical et
l’autre médullaire, de part et d’autre du cadre de Caspary ou de sa future position (Figure 9). À la frontière entre ces
domaines, il existe une grande concentration de la protéine CASP qui, avec ses 4 hélices α-transmembranaires, possède
une structure rappelant celles des protéines de jonctions serrées animales. L’accumulation de protéines CASP forme un
microdomaine dans la membrane plasmique qui spécifie la localisation de la synthèse de lignine et donc celle du cadre
de Caspary, et constituerait une barrière à la diffusion de protéines membranaires adressées spécifiquement côté
médullaire ou cortical des cellules (Figure 9) [44-47].
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Figure 9 - Les protéines CASP
restreignent la diffusion latérale dans
la membrane plasmique des cellules
de l’endoderme racinaire
Au niveau du cadre de Caspary,
l’accumulation de protéines CASP
constitue un microdomaine qui agirait
comme barrière à la diffusion latérale dans
la membrane plasmique : il se forme un
domaine cortical et un domaine
médullaire.
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2.3.6. Bilan

Ces deux exemples montrent, dans certains types cellulaires, l’existence de barrières strictes à la diffusion latérale au
sein de la membrane plasmique. Ceci permet une spécialisation de chaque domaine, dont la composition unique permet
par exemple le transport contrôlé de composés.

Les membranes biologiques constituent des assemblages supramoléculaires dont les composants présentent une
dynamique horizontale grâce à la labilité des interactions intermoléculaires. De nombreux mécanismes modulent la
fluidité latérale des membranes biologiques au sein de grands domaines membranaires, de microdomaines, et de
nanodomaines (radeaux lipidiques). Quelles autres modalités de déplacement des constituants membranaires sont
impliquées dans la dynamique des membranes, et concourent à leur structure ?

3. Les membranes : des structures présentant une
dynamique verticale
La dynamique verticale d’une membrane correspond à des mouvements de composants membranaires entre son
feuillet cytosolique et son feuillet luminal ou extracellulaire. Cette dynamique est thermodynamiquement défavorisée
pour la plupart des lipides membranaires, puisqu’elle nécessite que des groupements chimiques polaires (et donc
hydrophiles) traversent la couche apolaire (et hydrophobe) au cœur des membranes.

3.1. Observation d’une dynamique verticale
De nombreux lipides membranaires sont répartis asymétriquement entre les deux feuillets membranaires (Figure 5).
Cette asymétrie est héritée en grande partie de l’asymétrie des processus de synthèse des constituants : la majorité
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des phospholipides du feuillet cytosolique est directement synthétisée dans le feuillet cytosolique du réticulum
endoplasmique où ils persistent [48, 49]. Toutefois, la phosphatidylsérine a elle aussi une répartition asymétrique très
enrichie dans le feuillet cytosolique de la membrane plasmique et de certains organites dans les cellules animales,
végétales et fongiques [1,50,51], et pourtant les enzymes PSS1 et PSS2 synthétisent principalement ce lipide dans le
feuillet luminal du réticulum endoplasmique [52]. Par conséquent, la phosphatidylsérine est nécessairement échangée
du feuillet luminal vers le feuillet cytosolique : on parle de « flip-flop ». Par ailleurs, l’engagement des cellules animales
en apoptose ou l’activation des plaquettes et ostéoblastes s’accompagnent d’une délocalisation rapide de la
phosphatidylsérine depuis le feuillet cytosolique vers le feuillet extracellulaire de la membrane plasmique [1,53].
Comment expliquer cette dynamique verticale pourtant thermodynamiquement défavorisée ?

3.2. Des protéines permettent les échanges de lipides entre
feuillets membranaires
Trois types de protéines permettent les flip-flops de certains lipides membranaires : les scramblases, les flippases (
stricto sensu), et les floppases[6] (Figure 10). Les quelques scramblases connues sont des protéines
transmembranaires capables de transférer des phospholipides d’un feuillet à l’autre sans couplage à une source
d’énergie. Ces transferts ne sont pas directionnels et sont peu spécifiques : les scramblases, une fois activées,
homogénéisent la composition des deux feuillets membranaires en phosphatidylsérine et phosphatidyléthanolamine
[54,55]. Les flippases et les floppases sont capables d’échanges directionnels de lipides entre feuillets, par couplage à
l’énergie dégagée par l’hydrolyse de l’ATP. Mais alors que les flippases déplacent principalement la phosphatidylsérine
et la phosphatidyléthanolamine depuis le feuillet extracellulaire vers le feuillet cytosolique de la membrane plasmique
[56,57], les floppases déplacent le cholestérol[7] et la phosphatidylcholine du feuillet cytosolique vers le feuillet
extracellulaire/luminal[8] [58,59].

Figure 10 - Flippases, floppases et
scramblases réalisent des flip-flops
de lipides membranaires
Ces flips-flops sont directionnels et couplé
à l’hydrolyse d’ATP, ou non directionnels.
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Flip-flops de la phosphatidylsérine

Concernant la phosphatidylsérine, les flippases sont constitutivement actives. Elles transloquent la phosphatidylsérine
néosynthétisée dans le feuillet cytosolique des membranes et rapatrient les quelques molécules s’étant spontanément
déplacées sur le feuillet extracellulaire/luminal (Figure 11A) [53]. Dans les processus d’activation des ostéoblastes, le
calcium inactive de manière réversible les flippases de phosphatidylsérine et active une scramblase (Figure 11B)
[53,55], ce qui cause le flip-flop de ce lipide vers le feuillet extracellulaire de la membrane plasmique, et permet par
exemple d’enclencher transitoirement la sécrétion d’hydroxyapatite par les ostéoblastes. À l’inverse, dans les cellules
animales engagées en apoptose, des caspases clivent les flippases de phosphatidylsérine, ce qui les inactive
irréversiblement, et clivent une scramblase ce qui l’active irréversiblement, causant le flip-flop de ce lipide sur le feuillet
extracellulaire de la membrane plasmique (Figure 11C) [60].
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Figure 11 - Flip-flops de la
phosphatidylsérine dans les cellules
animales
(A) État de base : les molécules de
phosphatidylsérine sont accumulées dans
le feuillet cytosolique de la membrane
plasmique. (B) Perte réversible de
l’asymétrie en phosphatidylsérine entre
les feuillets de la membrane plasmique en
réponse au Ca2+. (C) Perte irréversible de
l’asymétrie d’une cellule engagée en
apoptose.
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4. Les membranes : des structures dynamiques par
les échanges qu’elles réalisent
La dynamique des membranes ne tient pas qu’à la mobilité horizontale et verticale de leurs constituants. Ceux-ci sont
par ailleurs variables au cours du temps, et leur acheminement, leur recyclage ainsi que leurs transformations
participent à la dynamique des différentes membranes.

4.1. Observation d’échanges entre membranes
On utilise en recherche des composés fluorescents amphiphiles, comme le FM4-64, qui fluorescent une fois insérés dans
une membrane. Ajoutés dans le milieu extracellulaire de cellules animales, végétales ou fongiques, ces composés
s’incorporent à la membrane plasmique qui devient rapidement marquée (Figure 12). Au cours des minutes qui suivent,
différentes autres membranes deviennent fluorescentes, montrant qu’il existe des échanges avec la membrane
plasmique. Quelles sont les modalités de ces échanges ? Quelle importance ont-ils pour la biologie des membranes et
des cellules ?
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Figure 12 - Mise en évidence
d’échanges entre membranes
Le FM4-64 est un composé amphiphile
fluorescent s’insérant dans la membrane
plasmique. Au cours du temps, on
constate qu’il est transporté vers d’autres
membranes du système
endomembranaire (réseau trans-golgien,
endosomes, tonoplaste).
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4.2. Les échanges vésiculaires participent à la dynamique des
membranes

4.2.1. Des échanges permis par des flux de vésicules

Les différentes membranes du système endomembranaire des cellules Eucaryotes (Figure 1) échangent des vésicules,
et par conséquent du matériel membranaire : une vésicule bourgeonne depuis la membrane donneuse, puis est
transportée grâce à des moteurs moléculaires liés au cytosquelette, et enfin fusionne avec la membrane cible (Figure
13A). On parle d’endocytose lorsque la membrane donneuse est la membrane plasmique (Figure 13B), et d’exocytose
lorsque la membrane plasmique est la membrane cible (Figure 13C). Ces échanges, de fait, participent à la dynamique
des membranes via l’apport et le départ de lipides et protéines membranaires. Il est important de noter que les lipides
(et protéines associées) de chaque feuillet restent dans ces feuillets malgré les échanges vésiculaires : le feuillet
cytosolique des compartiments donneurs et receveurs est le même que celui de la vésicule, de même que le feuillet
luminal/extracellulaire (Figure 13D).
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Figure 13 - Étapes du transport
vésiculaire
(A) Cas général. (B) Endocytose :
bourgeonnement de la membrane
plasmique. (C) Exocytose : fusion avec la
membrane plasmique. (D) Le feuillet
cytosolique et le feuillet
luminal/extracellulaire restent les mêmes
lors du trafic vésiculaire.
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4.2.2. Bourgeonnement de vésicules depuis une membrane donneuse

Le bourgeonnement depuis une membrane donneuse est permis par l’assemblage d’un manteau protéique, par
exemple de clathrine, à la membrane plasmique ou sur le réseau trans-golgien [61]. Ce manteau de protéines est lié à
des protéines transmembranaires, via des protéines adaptatrices, et déforme la membrane en un « puits » [61]. Enfin,
le cou du puits est clivé par des dynamines, libérant la vésicule, qui perd ensuite son manteau protéique plus ou moins
rapidement selon le type d’organismes [61,62].

4.2.3. Fusion avec un compartiment cible

Les vésicules, les membranes d’organites et la membrane plasmique portent des protéines spécifiques, souvent de
petites protéines G, qui s’associent spécifiquement à de longues protéines (~300 nm) appelée facteurs d’attachement.
Ces derniers permettent l’attachement (tethering) de la vésicule à la membrane cible et son rapprochement vis-à-vis de
celle-ci [63-66]. La spécificité de l’interaction entre protéines G de la membrane vésiculaire, facteur d’attachement, et
déterminant de la membrane cible (une autre petite protéine G par exemple) participent à l’adressage des vésicules à
une membrane cible donnée. Ensuite, des protéines appelées SNARE (v-SNARE sur la vésicule, t-SNARE sur la
membrane cible) vont, si elles sont complémentaires, s’associer et amarrer la vésicule à la membrane cible (docking).
Enfin, un changement de conformation des SNARE permet la fusion entre les deux membranes, et ainsi l’incorporation
de la membrane vésiculaire dans la membrane cible (Figure 14).
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Figure 14 - Étapes de la fusion d’une
vésicule à une membrane cible
Pour l’exemple de la fusion d’une vésicule
de l’appareil de Golgi, les facteurs
d’attachement sont des golgines et le
compartiment cible un saccule golgien.
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Malgré ces échanges vésiculaires, qui devraient tendre à homogénéiser la composition des différentes membranes du
système endomembranaire, chaque membrane conserve son identité (une composition propre). Ceci est permis par (i)
l’adressage, la rétention et le rapatriement de protéines dans leur compartiment intracellulaire, et par (ii) le transport,
la synthèse et la dégradation localisée de lipides membranaires au niveau des différentes membranes. Par exemple, le
PI(4,5)P2 (ou PIP2, phosphatidyl-inositol-4,5-bisphosphate) est synthétisé à la membrane plasmique, et est dégradé
pendant l’endocytose, ce qui fait qu’on ne le retrouve pas sur d’autres membranes.

4.3. Les échanges non vésiculaires de lipides participent à la
dynamique des membranes
Des échanges massifs de lipides membranaires ont lieu entre de nombreuses membranes, par des transports non
vésiculaires. Ces échanges sont démontrés dans les cellules animales et chez S. cerevisiae [42,67], et existent
vraisemblablement chez tous les Eucaryotes.

4.3.1. Des échanges de lipides ayant souvent lieu au niveau de sites de contacts
entre membranes

Les sites de contacts entre membranes correspondent à des rapprochements de deux membranes, alors séparées par
un espace de seulement 10 à 30 nm [42]. Ces contacts existent entre de nombreuses membranes. D’une part entre
organites : entre réticulum endoplasmique et de multiples autres membranes (membrane plasmique, membrane
externe mitochondriale, appareil de Golgi, réseau trans-golgien, gouttelettes lipidiques, peroxysome), entre vacuole et
enveloppe nucléaire, etc. [42,68,69]. D’autre part, entre membranes d’un même organite : entre saccules golgiens,
entre membrane interne et externe des mitochondries ou chloroplastes, entre vésicules des corps multivésiculaires
(endosomes très tardifs ; Figure 15 ; [68,70,71]), etc.
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Figure 15 - Principaux sites de
contact entre membranes
Cellule végétale (haut) et cellule animale
(bas). Adapté de [14].
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Les sites de contacts entre membranes sont stabilisés par des protéines interagissant avec les deux membranes. Ainsi,
les sites de contacts entre membrane plasmique et réticulum endoplasmique (desmotubule) dans les plasmodesmes
végétaux sont stabilisés par des protéines dont le domaine transmembranaire est ancré dans la membrane du
réticulum, et dont le domaine cytosolique interagit avec des lipides anioniques (phosphatidylsérine, PI4P) de la
membrane plasmique (Figure 16) [72]. Ces sites de contacts sont propices à la réalisation d’échanges de lipides entre
membranes.

Figure 16 - Les plasmodesmes : un
site de contact entre le réticulum
endoplasmique et la membrane
plasmique
Les membranes sont attachées entre elles
par des protéines comme la protéine
MCTP. D’après [72].
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4.3.2. Des échanges de lipides réalisé par des protéines liant des lipides

Les stérols membranaires sont principalement localisés dans la membrane plasmique, et dans une moindre mesure
dans les membranes des endosomes et de l’appareil de Golgi [1,3,67]. Ils sont synthétisés dans le réticulum
endoplasmique, puis rapidement transportés (en 10 minutes environ dans des cellules animales et fongiques) jusqu’à la
membrane plasmique [73,74], ainsi que dans les membranes du Golgi, du réseau trans-golgien, et d’endosomes. Ce
transport n’est pas affecté par l’inhibition de la quasi-totalité des transports vésiculaires, ce qui montre que les stérols
membranaires sont transportés principalement par d’autres mécanismes [73]. De même, la phosphatidylsérine est
rapidement transportée du réticulum à la membrane plasmique, essentiellement par un transport non vésiculaire [75].
Ces transports sont réalisés par des protéines cytosoliques capables de lier ces lipides et de leur faire traverser la phase
aqueuse du cytosol, en les isolant dans un site hydrophobe [67,76]. Dans les cellules animales, la majorité de ces
protéines sont concentrées dans des sites de contact entre membranes (membrane plasmique et membrane du
réticulum en particulier ; Figure 15).

4.3.3. Des échanges dont le sens dépend de gradients de lipides

Le transport de stérols et celui de phosphatidylsérine sont réalisés contre les gradients de ces lipides : ce sont des
transports actifs. Ils ont lieu grâce au couplage à un transport d’un autre lipide, le PI4P (phosphatidylinositol-4-
phosphate), par les mêmes protéines de transfert. Le PI4P est en effet lui aussi largement moins concentré dans la
membrane du réticulum que dans la membrane plasmique, celles du Golgi, ou du réseau trans-golgien. Ainsi, par effet
statistique, les protéines de transfert de lipides tendent à transporter du PI4P selon son gradient vers le réticulum, puis
à rétrotransporter des stérols ou de la phosphatidylsérine vers la membrane plasmique ou le Golgi. Le fort gradient de
PI4P permet donc le transport de la phosphatidylsérine et des stérols contre leur gradient de concentration, et est
maintenu par sa synthèse à la membrane plasmique et par son hydrolyse à la membrane du réticulum (Figure 17) [77-
81]. D’autres lipides seraient ainsi transportés, comme le phosphatidylinositol exporté du réticulum vers la membrane
plasmique grâce au contre-transport d’acide phosphatidique (diacylglycérol) [82-85].

Figure 17 - Cholestérol et
phosphatidylsérine sont
majoritairement transportés par des
échanges non vésiculaires
(A) Le cholestérol est transporté de la
membrane du réticulum endoplasmique
où il est synthétisé, à la membrane de
saccules golgiens contre son gradient. Ce
transport actif est possible grâce au
gradient identique de PI4P qui est
transporté passivement en sens inverse
par les mêmes protéines de transfert de
lipides. (B) De même, la
phosphatidylsérine est transportée contre
son gradient de la membrane du réticulum
où elle est synthétisée à la membrane
plasmique. D’après [92].
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Les échanges de lipides, qui ont largement lieu par des transferts non vésiculaires, contribuent à la dynamique des
membranes et constituent des mécanismes majeurs d’acheminement de lipides membranaires jusqu’à leur localisation
fonctionnelle.

4.4. L’arrivée et le départ de protéines membranaires
contribuent à la dynamique des membranes
S’il n’existe, à notre connaissance, pas de mécanisme alternatif au transport vésiculaire permettant le transfert des
protéines transmembranaires d’une membrane à une autre, des protéines extrinsèques peuvent quant à elles s’associer
ou se défaire des membranes avec lesquelles elles interagissent. C’est notamment le cas de BKI (BRI1 kinase inhibitor 1
), une protéine végétale extrinsèque de la membrane plasmique interagissant avec les lipides anioniques de la
membrane plasmique (phosphatidylsérine, PI4P) grâce à une courte séquence riche en acides aminés à radicaux
basiques et donc chargés positivement [86]. En absence de brassinostéroïdes (une famille d’hormones végétales), BKI
inhibe le récepteur membranaire aux brassinostéroïdes BRI1 (Brassinosteroid insensitive 1). Lorsque BRI1 lie des
brassinostéroïdes, il phosphoryle BKI au niveau de la séquence d’acides aminés chargés positivement, ce qui lui confère
deux charges négatives, entraînant la dissociation de BKI1 de la membrane plasmique, ce qui permet in fine la
transduction du signal (Figure 18).

Figure 18 - BKI1 : une protéine
associée de façon réversible à la
membrane plasmique
Lorsque que le récepteur-kinase BRI1 lie
des brassinostéroïdes (hormones
végétales), il phosphoryle la protéine
extrinsèque BKI1 qui est alors relarguée
de la membrane plasmique. Adapté
d’Yvon Jaillais.
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Par ailleurs, des fragments de protéines transmembranaires peuvent être libérés par clivage protéique, et ainsi quitter
les membranes : c’est le cas d’EIN2 (Ethylene insensitive protein 2), second messager dans la perception de l’éthylène
localisé dans la membrane du réticulum des cellules végétales [87,88], ou de la protéine APP humaine (Amyloid-beta
Precursor Protein) qui peut subir un clivage libérant son domaine extracellulaire, ou deux clivages libérant notamment
des peptides Aβ impliqués dans la maladie d’Alzheimer [89]. Certains lipides membranaires peuvent également être
clivés, comme le PI(4,5)P2 hydrolysé en diacylglycérol (restant dans la membrane) et IP3 (inositol-1,4,5-triphosphate,
libéré dans le cytosol).

4.5. Bilan
Les membranes biologiques réalisent de nombreux échanges, qui participent à leur dynamique par l’apport et le départ
de composants membranaires. Ces échanges ont lieu par divers mécanismes, dont les transports vésiculaires de lipides
et protéines, et les transports non vésiculaires dont l’importance critique émerge depuis une dizaine d’années. Des
composés membranaires peuvent également s’associer transitoirement à une membrane, et d’autres peuvent subir un
clivage relarguant deux fragments. Cette dynamique permet l’acheminement de biomolécules, notamment
membranaires, de leur site de synthèse à leur localisation fonctionnelle, leur recyclage, des mécanismes de
signalisation, etc.

https://planet-vie.ens.fr/sites/default/files/styles/popup/public/2020-12/Figure%2018%20-%20BKI1%20une%20prot%C3%A9ine%20associ%C3%A9e%20de%20fa%C3%A7on%20r%C3%A9versible%20%C3%A0%20la%20membrane%20plasmique.png?itok=QKRYRF3p
http://www.ens-lyon.fr/RDP/SiCE/Resources.html
http://www.ens-lyon.fr/RDP/SiCE/Resources.html
https://creativecommons.org/licenses/by-nc-sa/4.0/deed.fr


5. Conclusion
Les membranes biologiques sont des édifices supramoléculaires stables du fait des multiples liaisons faibles qui existent
entre les protéines membranaires, les lipides membranaires, et le solvant aqueux. Ils n’en sont pas moins dynamiques,
avec une fluidité latérale, une dynamique verticale et des échanges entre membranes (Figure 19). La labilité des
interactions entre composants des membranes permet ces différentes dynamiques, en autorisant le mouvement relatif
des protéines et lipides membranaires, leur extraction d’une membrane ou d’un feuillet, le bourgeonnement et la fusion
membranaire. Au-delà de ces aspects développés ci-avant, les membranes présentent également une dynamique de
par les transformations qu’elles subissent : synthèses, dégradations, transformations covalentes et non covalentes de
composés membranaires. Cette dynamique permet l’adaptation des cellules (modification de la composition lipidique en
réponse à une variation de température permettant de conserver la même fluidité membranaire par exemple) et le
maintien de l’identité des différentes membranes (dégradation et synthèse de lipides au niveau de membranes précises
empêchant leur propagation à d’autres compartiments malgré le trafic vésiculaire par exemple).

Figure 19 - Les principales formes de
dynamisme des membranes
biologiques
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La dynamique des membranes biologique constitue une propriété clé pour comprendre la réalisation des différentes
fonctions biologiques qu’elles supportent : interface mécanique et barrière sélective, interface et supports d’échanges
d’informations, interface et support d’activité métaboliques.

On entend parfois que la présence d’organites est l’apanage des Eucaryotes, à l’exception de quelques lignées de
procaryotes, comme les Cyanobactéries qui possèdent des thylakoïdes. Pourtant, un nombre croissant d’études montre
que la présence d’organites, au moins chez les Bactéries, tendrait à « être la règle plutôt que l’exception » [90].
Certains de ces organites sont séparés du cytosol par une bicouche protéo-lipidique, comme les magnétosomes de
Magnetospirillum magneticum, qui se formeraient par invagination de la membrane plasmique (membrane interne de
cette bactérie à coloration de Gram négative) selon un processus analogue au bourgeonnement d’une membrane
Eucaryote [90,91]. Ainsi, des concepts exposés dans ce texte à propos des membranes eucaryotes pourraient aussi
s’appliquer à des cellules procaryotes.
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NOTES

C’est aussi le cas de la majorité des membranes procaryotes.1

Les glycolipides sont des molécules formées d’un lipide associé à un glucide.2

Certains auteurs définissent autrement ces types de protéines, considérant les protéines ancrées covalemment aux
membranes comme intrinsèques.

3

L’acylation est la fixation d’un groupe acyle R−C=O sur un composé organique.4

La prénylation correspond à l’établissement d’une liaison covalente entre une protéine et un groupement isoprénoïde.5

Certains auteurs utilisent le terme « flippases » au sens large, et y incluent les scramblases et les floppases.6

Les stérols, dont la partie polaire est restreinte et interagit avec la tête polaire d’autres lipides (et non directement le
solvant aqueux), réalisent aussi spontanément des flips-flops [61].

7

Les floppases connues ont pour beaucoup une seconde fonction d’excrétion de lipides dans le milieu extracellulaire, en
particulier dans les processus à l’origine de la formation de la bile, du surfactant pulmonaire, ou des complexes
lipoprotéiques (HDL, etc.) [58-60].

8


